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Le virus du papillome humain (VPH) est l’agent étiologique du cancer du col 
utérin, ainsi que d’autre néoplasies anogénitales et des voies aérodigestives supérieures. 
La réplication de son génome d’ADN double brin est assurée par les protéines virales E1 
et E2, de concert avec la machinerie cellulaire de réplication. E1 assure le déroulement 
de l’ADN en aval de la fourche de réplication, grâce à son activité hélicase, et orchestre 
la duplication du génome viral. Nos travaux antérieurs ont démontré que le domaine N-
terminal de E1 contient un motif de liaison à la protéine cellulaire p80/UAF1 qui est 
hautement conservé chez tous les VPH anogénitaux. L’intégrité de ce motif est 
essentielle au maintien de l’épisome viral.  
Les travaux présentés dans cette thèse ont d’abord déterminé que le motif de 
liaison à UAF1 n’est pas requis pour l’assemblage du pré-réplisome viral, mais 
important pour la réplication subséquente de l’ADN du VPH. Nous avons constaté qu’en 
présence de E1 et E2, UAF1 est relocalisé dans des foyers nucléaires typiques de sites de 
réplication du virus et qu’en outre, UAF1 s’associe physiquement à l’origine de 
réplication du VPH. Nous avons aussi déterminé que l’inhibition du recrutement de 
UAF1 par la surexpression d’un peptide dérivé de E1 (N40) contenant le motif de liaison 
à UAF1 réduit la réplication de l’ADN viral. Cette observation soutient le modèle selon 
lequel UAF1 est relocalisé par E1 au réplisome pour promouvoir la réplication de 
l’ADN viral. 
UAF1 est une protéine à domaine WD40 n’encodant aucune activité 
enzymatique et présumée exploiter des interactions protéine-protéine pour accomplir sa 
fonction. Nous avons donc investigué les protéines associées à UAF1 dans des cellules 
du col utérin et avons détecté des interactions avec les enzymes de déubiquitination 
USP1, USP12 et USP46, ainsi qu’avec la phosphatase PHLPP1. Nous avons établi que 
E1 forme un complexe ternaire avec UAF1 et n’importe laquelle des USP associés : 
USP1, USP12 ou USP46. Ces USP sont relocalisés au noyau par E1 et s’associent à 
l’ADN viral. De plus, l’activité enzymatique des USP est essentielle à la réplication 
  
ii 
optimale du génome viral. Au contraire, PHLPP1 ne forme pas de complexe avec E1, 
puisque leurs interactions respectives avec UAF1 sont mutuellement exclusives. 
PHLPP1 contient un peptide de liaison à UAF1 homologue à celui de E1. Ce peptide 
dérivé de PHLPP1 (P1) interagit avec le complexe UAF1-USP et, similairement au 
peptide N40, antagonise l’interaction E1-UAF1. Incidemment, la surexpression du 
peptide P1 inhibe la réplication de l’ADN viral. La génération de protéines chimériques 
entre P1 et des variants de E1 (E1Δ) défectifs pour l’interaction avec UAF1 restaure la 
capacité de E1Δ à interagir avec UAF1 et USP46, ainsi qu’à relocaliser UAF1 dans les 
foyers nucléaires contenant E1 et E2. Ce recrutement artificiel de UAF1 et des USP 
promeut la réplication de l’ADN viral, un phénotype dépendant de l’activité 
déubiquitinase du complexe.  
Globalement, nos travaux suggèrent que la protéine E1 du VPH interagit avec 
UAF1 afin de recruter au réplisome un complexe de déubiquitination dont l’activité est 
importante pour la réplication de l’ADN viral. 
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 Human papillomaviruses (HPVs) are the etiological agents of cervical cancers, as 
well as multiple other anogenital and oropharyngeal neoplesias. The viral proteins E1 
and E2, in concert with the host DNA replication machinery, mediate the replication of 
the double-stranded DNA genome of HPV. E1 exploits its helicase activity to unwind 
DNA ahead of the replication fork and orchestrates synthesis of the viral genome. Our 
previous work demonstrated that E1 contains in its N-terminus a binding motif for the 
host protein p80/UAF1, a domain that is highly conserved amongst anogenital HPVs. 
The integrity of this region was essential for the maintenance of the viral episome. 
 The research presented here first demonstrated that the UAF1-binding motif is 
not required for the assembly of the E1-E2-Origin pre-replisome, but important for the 
following viral DNA replication. We have determined that UAF1 is relocalized, in 
presence of E1 and E2, in nuclear foci reminiscent of viral DNA synthesis sites. UAF1 
also physically interacted, through E1-binding, with the viral origin of replication. 
Moreover, we have shown that inhibition of E1-UAF1 interaction through the 
overexpression of an E1-derived and UAF1-binding peptide, N40, interferes with HPV 
DNA replication. This is in agreement with the model according to which E1 recruits 
UAF1 to the replisome to promote viral DNA replication. 
 UAF1 is a WD40-containing protein with no enzymatic activity and presumed to 
function through interactions with other cellular factors. We have investigated the UAF1 
interaction network in cervical cells and discovered that UAF1 associates with the 
deubiquitinating enzymes USP1, USP12 and USP46, as well as with the phosphatase 
PHLPP1. E1 was found to assemble as a ternary complex with UAF1 and any of the 
associated USPs: USP1, USP12 or USP46. These USPs were also relocalized by E1 to 
the nucleus and they associated with the viral origin in presence of E2. Moreover, their 
enzymatic function was essential for optimal viral genome replication. In contrast, 
PHLPP1 did not associate with E1, and the interactions of the latter proteins with UAF1 
were shown to be mutually exclusive. PHLPP1 contains a UAF1-binding motif 
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homologous to the one encoded within E1. This PHLPP1-derived peptide, P1, 
interacts with the UAF1-USP complex and, similarly to N40, competes with E1-UAF1 
interaction. Accordingly, P1 overexpression leads to inhibition of HPV DNA replication. 
The fusion of the peptide P1 to an E1 protein (E1Δ) defective for UAF1-binding restored 
its capacity to interact with UAF1 and USP46, as well as to relocalize UAF1 into E1-E2-
containing nuclear foci. This artificial recruitment of UAF1 and of the associated USPs 
increased viral DNA replication, a process that involved the enzymatic activity of the 
USPs. 
 Collectively, our work suggests that HPV E1 interacts with UAF1 in order to 
recruit to the replisome a deubiquitinating complex whose activity is required for 
optimal viral DNA replication. 
Keywords : Papillomavirus, HPV, E1 helicase, DNA replication, UAF1, p80, WDR48, 
Deubiquitinase, USP1, USP12, USP46, PHLPP1 
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1  Introduction 
1.1   Infections et oncogenèse 
Un nombre grandissant de pathogènes, de nature virale ou bactérienne, ont été 
démontrés comme agents étiologiques d’une grande variété de cancers, représentant 
approximativement 20% de tous les cancers mondialement (de Martel & Franceschi, 
2008; Parkin et al., 2005). Les plus importants sont certainement les virus de l’hépatite B 
et C, la bactérie Helicobacter pylori et le virus du papillome humain (VPH), associés 
respectivement aux cancers hépatiques, gastriques et du col utérin. Le VPH est 
responsable du tiers des cancers associés aux infections à travers le monde et, 
conséquemment, le cancer du col de l’utérus est le deuxième le plus fréquent chez la 
femme. En outre, le VPH est maintenant reconnu comme étant associé à de nombreuses 
autres lésions dysplasiques. La carcinogenèse est un processus complexe et procédant en 
plusieurs étapes qui, dans le contexte des infections par le VPH, est en partie modulée 
par l’activité des protéines virales. Les prochaines sections décrivent les mécanismes de 
l’oncogenèse induite par le VPH ainsi que les caractéristiques pathogéniques du virus.  
1.2   Virus du papillome humain 
1.2.1  Généralités 
Les papillomavirus appartiennent à la famille des papillomaviridae et sont de 
petits virus icosaédriques non enveloppés, encodant un génome d’ADN double brin 
circulaire et ayant un tropisme pour les épithéliums stratifiés. On retrouve des 
papillomavirus chez la plupart des vertébrés, suggérant que leur origine évolutive est très 
ancienne. On répertorie plus de 170 génotypes de papillomavirus infectant l’humain 
ciblant les épithéliums cutanés ou les muqueuses, principalement anogénitales. Des 
analyses phylogénétiques ont mené à la classification des VPH en plusieurs genres : 
alpha, beta, gamma, mu et nu (de Villiers, 2013). Les quatre derniers genres englobent 
les VPH cutanés, alors que le genre alpha comprend principalement les VPH muqueux. 
Un génotype est défini selon la conservation de la séquence de l’un des gènes du virus, 
celui encodant la protéine structurale L1, lorsqu’il possède moins de 90% d’homologie 
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avec les types connus. On répertorie aussi des sous-types et des variants de chaque 
génotype qui sont caractérisés par une variation de séquence du gène L1 de 2-10% pour 
les sous-types ou inférieure à 2% pour les variants.  
1.2.2  Étiologie et aspects cliniques 
Les VPH cutanés sont principalement associés au développement de lésions 
bénignes, telle la verrue plantaire, sauf dans le contexte de maladies rares comme 
l’épidermodysplasie verruciforme, et seront peu abordés dans cette thèse. Les VPH 
anogénitaux sont des virus extrêmement prévalents, qu’on estime mondialement à 
11,7% chez la femme, et constituent l’infection transmissible sexuellement la plus 
commune (Bruni et al., 2010). Les infections demeurent asymptomatiques dans la 
plupart des cas et sont rapidement éliminées par le système immunitaire 6-12 mois après 
l’infection (zur Hausen, 2002). Toutefois, une fraction des infections peut persister et 
occasionner des pathologies (résumé dans (Cubie, 2013; Lehoux et al., 2009)). Les VPH 
anogénitaux, dont on retrouve plus de 40 génotypes, sont ceux qui occasionnent la plus 
grande proportion des complications médicales. Ces VPH sont conséquemment sous-
divisés en deux groupes, soit les VPH à haut-risque et à bas-risque, en fonction de la 
gravité des lésions auxquelles ils sont associés. 
Les VPH16 et 18 sont les génotypes à haut-risque les plus souvent associés à la 
carcinogenèse, étant responsables d’environ 70% de tous les cancers du col utérin 
(Hoory et al., 2008). Les VPH à bas-risque de type 6 et 11, pour leur part, sont 
imputables de la vaste majorité des lésions bénignes (Lacey et al., 2006). 
1.2.2.1 VPH à bas-risque 
Un aspect clinique important des infections par les VPH est associé aux 
génotypes à bas-risque. Bien que ces VPH causent rarement des complications graves, 
ils sont connus pour être à l’origine d’une pathologie rare appelée papillomatose 
respiratoire récurrente et caractérisée par l’apparition de verrues sur le larynx pouvant 
entraîner des difficultés respiratoires sérieuses (Larson & Derkay, 2010). Outre ce cas 
d’exception, les VPH à bas-risque sont surtout connus pour causer les condylomes 
anogénitaux, dont la prévalence est estimée à 0,2-5,1% au sein de la population 
sexuellement active (Patel et al., 2013). Les génotypes 6 et 11 sont responsables de la 
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grande majorité des verrues anogénitales. Le suivi et le traitement de ces lésions 
bénignes constituent un fardeau économique important pour les systèmes de santé ; on 
estime à 288 millions de dollars le coût occasionné annuellement par ces infections aux 
États-Unis (Chesson et al., 2012). Cette variable doit nécessairement être prise en 
compte dans les politiques de santé publique en matière de coût-efficacité. 
1.2.2.2 VPH à haut-risque 
Le VPH est reconnu comme agent étiologique de divers cancers, notamment le 
cancer du col de l’utérus. La relation de causalité entre le VPH et le cancer du col utérin 
est maintenant clairement établie : le VPH est d’ailleurs reconnu par l’Organisation 
mondiale de la santé comme un agent cancérigène (Bohmer et al., 2003; Bosch et al., 
1995; Walboomers et al., 1999). L’identification du VPH comme agent causal du cancer 
du col de l’utérus fut une avancée importante récompensée par l’attribution du prix 
Nobel de physiologie ou médecine au Dr Harald Zur Hausen en 2008 (zur Hausen, 
1996). On estime qu’environ 70% des cas de cancer du col utérin sont associés aux 
VPH16 (54%) ou VPH18 (16%) (Castellsagué et al., 2007). Il est cependant important 
de noter que l’association entre le VPH et plusieurs autres types de cancers a également 
été établie, incluant une proportion importante des cancers du tractus génital, chez 
l’homme et la femme, ainsi qu’à plus de 80% des cancers de l’anus (Daling et al., 2004; 
Frisch et al., 1999; Jemal et al., 2008; Partridge & Koutsky, 2006). Une 
immunosuppression causée par une infection au VIH ou des traitements antirejet de 
greffes d’organes contribuent considérablement à accroître les risques de développement 
de cancers anogénitaux associés au VPH (de Sanjose & Palefsky, 2002; Fakhry et al., 
2006; Nindl & Rosl, 2008). Le VPH serait aussi un facteur de risque important, à l’instar 
du tabagisme et de la consommation d’alcool, dans le développement d’une proportion 
considérable des cancers des voies aérodigestives supérieures (Gillison et al., 2000; 
Kreimer et al., 2005; Syrjanen, 2005, 2007). À nouveau, le VPH16 semble être le 
génotype le plus présent dans ces cancers, tous tissus confondus. Certaines 
prédispositions telles que l’immunosuppression semblent également rendre certains 
patients plus vulnérables non seulement aux cancers des muqueuses mentionnés ci-haut, 
mais également à des cancers de la peau autres que les mélanomes aux sites d’exposition 
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aux radiations ultraviolettes (Harwood et al., 1999; Nindl & Rosl, 2008; Shamanin et al., 
1996). 
Bien que le VPH soit nécessaire à la progression vers le cancer, l’infection virale 
est insuffisante en soi et doit être accompagnée par des altérations génétiques dans 
certains oncogènes cellulaires. L’instabilité génomique induite par les oncoprotéines 
virales facilite probablement ce processus. La persistance de l’infection et l’intégration 
du virus dans le génome cellulaire sont aussi des facteurs de risque importants (Pett et 
al., 2004; Schiffman et al., 2010; Woodworth et al., 1989; zur Hausen, 1996). D’autres 
facteurs indépendants du virus contribuent également à la carcinogénèse, notamment la 
grossesse, les hautes parités, le tabagisme, l’utilisation de contraceptifs oraux, le nombre 
de partenaires sexuels, ainsi que d’autres infections transmissibles sexuellement. 
1.2.2.3 Traitement et prévention 
Depuis les années 1940, la plupart des pays occidentaux ont vu la mise en place 
d’un programme de dépistage des lésions précancéreuses du col de l’utérus basé sur le 
test Papanicalaou ou test Pap (Papanicolaou, 1942; Traut & Papanicolaou, 1943). Le test 
Pap consiste en une analyse cytologique d’un frottis du col de l’utérus qui permet de 
détecter par microscopie les morphologies dysplasiques. Ainsi, ce test ne détecte pas 
directement la présence du VPH. Des tests permettant la détection de l’ADN du VPH 
ont été développés au cours des dernières années et leur potentiel d’utilisation pour le 
dépistage et/ou le diagnostique est présentement à l’étude. La campagne de dépistage au 
test Pap s’est avérée extrêmement efficace dans la prévention des cancers du col utérin 
et fut accompagnée mondialement d’une chute de 80% de l’incidence de ce type de 
cancer (Kaufmann et al., 2012). Pourtant, le test Pap possède deux principales 
limitations : le coût important nécessaire à son application et aux suivis qui en découlent 
(40,5 millions de dollars par année au Québec) et les infrastructures complexes requises 
pour le prélèvement des spécimens et les analyses cytologiques (Ouhoummane et al., 
2013). Ces deux inconvénients sont d’ailleurs les principaux obstacles freinant 
l’adoption de telles méthodologies dans les pays en voie de développement, où la 





Figure 1.1 Cancer du col de l’utérus 
Carte illustrant l’incidence des cancers du col utérin en 2008, par pays, après standardisation 
selon l’âge (par 100 000 personnes). La figure est tirée de (Forman et al., 2012), avec la permission de 
Elsevier, et basée sur les données de GLOBOCAN, 2008 (Ferlay et al., 2010).  
 
Les lésions précancéreuses identifiées par le test Pap sont confirmées par 
colposcopie et généralement traitées par l’élimination du tissu anormal, soit par thérapie 
excisionnelle (excision électrochirurgicale à l'anse ou excision au laser) ou ablative 
(cryochirurgie ou ablation au laser). Ces interventions sont généralement efficaces 
lorsque le dépistage permet la détection des stades précoces de la pathologie. Toutefois, 
plus de 530 000 nouveaux cas de cancer du col utérin sont diagnostiqués chaque année à 
travers le monde. Le taux de survie à ces cancers suite à la chimio-radiation basée 
principalement sur l’administration de cisplatine est de 66-79% après cinq ans (Lowy & 
Schiller, 2012; Stern et al., 2012).  
Outre l’ablation du tissu, peu de stratégies thérapeutiques existent présentement 
pour traiter les lésions associées aux papillomavirus. Le VPH est sensible à la réponse 
antivirale de la voie de l’interféron qui réduit la capacité du virus à répliquer son génome 
(Chang et al., 2002; Herdman et al., 2006). Le virus a toutefois développé des 
mécanismes permettant d’atténuer cet effet en inhibant les gènes répondant à l’interféron 
(Chang & Laimins, 2000; Li et al., 1999; Park et al., 2000; Perea et al., 2000; Ronco et 
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al., 1998). L’utilisation topique de l’imiquimod, un immunomodulateur qui induit 
notamment une réponse interféron-α via le récepteur TLR-7 (toll-like receptor 7) et une 
réponse immunitaire adaptative, s’est avérée efficace dans le traitement des lésions 
cutanées et de certains cancers associés au VPH. D’autres stratégies thérapeutiques ont 
aussi été proposées et sont basées sur l’utilisation de petites molécules pour cibler les 
oncogènes viraux, l’entrée du virus ou encore la réplication virale (résumé dans (Fradet-
Turcotte & Archambault, 2007)).  
Finalement, les compagnies Merck & Co. et GlaxoSmithKline ont commercialisé 
en 2006 des vaccins prophylactiques contre le VPH, respectivement connus sous les 
noms de Gardasil® et Cervarix®. Ces deux vaccins protègent des infections par les 
VPH16 et 18, alors que Cervarix® prévient également les infections par les VPH à bas-
risque de type 6 et 11. Depuis, toutes les provinces canadiennes ont adopté un 
programme de vaccination en milieu scolaire. Les stratégies vaccinales actuelles 
exploitent les propriétés immunogéniques des particules virales artificielles (VLP, virus-
like particles) constituées de la protéine structurale L1. De façon générale, l’injection de 
VLP issus d’un génotype viral particulier ne confère une protection que contre ce 
génotype avec une réactivité croisée très limitée contre d’autres génotypes (Kemp et al., 
2011; Szarewski, 2010). Les prochaines générations de vaccin comprendront des VLP 
issus d’un plus grand nombre de génotypes et de nouvelles études suggèrent que l’ajout 
de la protéine L2 dans ces vaccins pourrait conférer une protection croisée plus efficace 
(Jagu et al., 2011; Karanam et al., 2009; Wang & Roden, 2013). La protéine L2, bien 
que moins immunogénique, possède des épitopes neutralisants hautement conservés 
permettant une protection étendue à plusieurs génotypes. L’utilité de la vaccination des 
hommes, pour leur protection contre les pathologies du tractus anogénital masculin, ou 
encore pour le bénéfice de l’immunité grégaire (herd immunity), demeure aussi sujet à 
débats dans les sphères de la santé publique. 
1.2.3  Cycle réplicatif viral 
Le cycle de vie du VPH est un processus complexe en plusieurs étapes et qui est 
sommairement résumé dans cette section (pour plus de détails, voir (Doorbar, 2006; 
Hebner & Laimins, 2006; Hoory et al., 2008)). Le cycle réplicatif du VPH est initié par 
l’entrée du virus dans les cellules basales de l’épithélium stratifié, un processus 
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s’effectuant vraisemblablement via des microlésions naturelles du tissu (Egawa, 2003; 
Raff et al., 2013). Le mécanisme d’entrée du virus dans ses cellules cibles demeure à ce 
jour incomplètement caractérisé. L’interaction de L1 avec la membrane basale (ou 
matrice extracellulaire), via les glycosaminoglycanes de type héparane sulfate (HSPG, 
heparan sulfate proteoglycan) et possiblement la laminine 5, semble un prérequis pour 
initier l’entrée dans les cellules basales (Combita et al., 2001; Culp et al., 2006; Drobni 
et al., 2003; Giroglou et al., 2001; Johnson et al., 2009; Joyce et al., 1999; Roberts et al., 
2007). La liaison de L1 avec le HSPG induit un changement conformationnel qui résulte 
en l’exposition dans L2 d’un motif de clivage par la furine, indispensable pour 
l’internalisation du virus (Day et al., 2008; Richards et al., 2006). La nature du ou des 
récepteurs permettant l’entrée reste un sujet controversé, mais l’implication de 
l’intégrine α6 a notamment été proposée (Evander et al., 1997; McMillan et al., 1999; 
Yoon et al., 2001).  
Suite à l’interaction virus-cellule hôte, le virion est présumé être internalisé par 
un mécanisme d’endocytose dépendant de la clathrine ou des caveolae, bien que des 
voies alternatives aient aussi été suggérées (Bousarghin et al., 2003; Spoden et al., 
2008). Le virus chemine alors dans la voie endosomale où le génome viral est décapsidé 
par un mécanisme associé à l’acidification de l’endosome précoce (Smith et al., 2008). 
L’ADN viral est subséquemment transloqué au noyau, une étape nécessitant l’interaction 
L2-ADN viral et la polymérisation des microtubules (Florin et al., 2006; Kamper et al., 
2006). Le génome viral est ensuite transcrit grâce à son promoteur précoce contenu dans 
la longue région de contrôle (LCR, long control region) (section 1.2.4.1). Les transcrits 
précoces encodent les protéines E7 et E6 qui facilitent, respectivement, la prolifération 
cellulaire et l’inhibition des voies apoptotiques activées par la dérégulation de la division 
cellulaire (voir section 1.2.4.3). L’hyperprolifération induite par les oncogènes E6 et E7 
crée un environnement favorable à la réplication de l’ADN viral en maintenant la cellule 
infectée en division active tout en permettant sa différenciation, un contexte cellulaire 
paradoxal typique des infections aux papillomavirus. Le génome du VPH est répliqué 
sous une forme extrachromosomique au cours de diverses étapes finement régulées. La 
réplication permet l’établissement et le maintien de l’ADN viral pendant la phase 
précoce et de persistance de l’infection, et l’amplification massive du génome viral lors 
de la phase productive (ou végétative) (voir section 1.3.3). Cette dernière phase est 
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accompagnée de la transcription des gènes tardifs encodant les protéines de la capside, 
L1 et L2 (voir section 1.2.4.4), qui permettent l’encapsidation de l’ADN viral et la 
relâche des virions matures lors de la desquamation des couches supérieures de 
l’épithélium (Bryan & Brown, 2001). Les principales étapes du cycle viral sont 
résumées dans la Figure 1.2. Les protéines virales et leurs fonctions sont décrites plus en 
détails dans la section 1.4. 
 
 
Figure 1.2 Cycle réplicatif du VPH 
 Cycle réplicatif du VPH dans un épithélium stratifié en différenciation. Les virions infectent 
d’abord les cellules basales où le génome viral est établi et maintenu par un faible niveau de réplication de 
l’ADN viral. L’expression des oncogènes E6 et E7 induit la prolifération cellulaire, prévient la 
différenciation terminale et inhibe les mécanismes d’arrêt de la division et d’apoptose qui surviennent lors 
d’une dérégulation du cycle cellulaire. Au fil de la migration des cellules infectées dans les couches 
supérieures de l’épithélium et de la différenciation cellulaire, le génome viral est amplifié à un haut 

















































l’encapsidation de nouvelles particules virales matures qui seront relâchées par la desquamation naturelle 
du tissu. Les couches de l’épithélium (à gauche) et les principales étapes du cycle viral (à droite) sont 
représentées de chaque côté de l’illustration. La figure est adaptée de (Lehoux et al., 2009), avec la 
permission de S. Karger AG, Basel.  
1.2.4  Organisation génomique et protéines virales 
Le génome du VPH contient un nombre limité d’éléments de par sa petite taille 
d’environ huit kilobases (kb). Le virus encode huit gènes, localisés soit dans la région 
précoce (E1, E2, E1^E4, E5, E6 et E7) ou dans la région tardive (L1 et L2), ainsi qu’un 
LCR permettant la régulation de la transcription, de la réplication et de la ségrégation du 
génome (voir Figure 1.3A et résumé dans (Hebner & Laimins, 2006)). 
 





 A) Organisation du génome viral. La position relative du LCR, des gènes précoces (E1, E2, E4, 
E5, E6 et E7) et des gènes tardifs (L1 et L2) est indiquée. Les fonctions principales des protéines encodées 
dans ces gènes sont indiquées. Adapté de (D'Abramo & Archambault, 2011). B) Structure de l’origine de 
réplication. Représentation schématique d’une portion du LCR comprenant l’origine de réplication. Les 
sites de liaison de E1 (E1BS), de E2 (E2BS) et la région riche en adénines et thymines (AT) sont 
représentés. Les E1BS disposés en deux paires inversées sont illustrés par des flèches. D’après (D'Abramo 
et al., 2011). 
 
1.2.4.1 Longue région de contrôle (LCR) 
Le LCR contient deux promoteurs : un promoteur précoce (p97) et un promoteur 
tardif (p742). Comme leurs noms l’indiquent, les promoteurs sont temporellement 
régulés au cours du cycle viral de telle sorte que le promoteur précoce est actif dans les 
cellules basales et le promoteur tardif est activé lorsque les cellules infectées migrent 
dans les couches supérieures de l’épithélium et entament leur processus de 
différenciation (del Mar Pena & Laimins, 2001; Hummel et al., 1992; Ozbun & Meyers, 
1997, 1998a, 1998b; Zheng & Baker, 2006). Un nombre variable de sites de liaison à E2 
(E2BS, E2-binding site) se trouvent dans le LCR. En plus de leur fonction au cours de la 
réplication (voir ci-bas), ces E2BS sont aussi impliqués dans la régulation de la 
transcription virale, puisque E2 est un facteur de transcription. En fonction du niveau 
d’occupation des E2BS par E2, la réponse transcriptionnelle varie. Ainsi, lorsque E2 est 
très abondant, tous les sites de liaison sont occupés, induisant la répression du promoteur 
p97 et l’inhibition de l’expression des oncogènes E6 et E7 (Alexander & Phelps, 1996; 
Demeret et al., 1997; Romanczuk et al., 1990; Sanchez et al., 2008; Steger & Corbach, 
1997). La liaison de E2 aux E2BS joue aussi un rôle important lors de la ségrégation du 
génome viral pendant la mitose. Les fonctions de E2 au cours du cycle viral sont 
détaillées dans la section 1.2.4.2. 
Les ARN messagers (ARNm) des gènes viraux sont transcrits sous une forme 
polycistronique qui nécessite un balayage par le ribosome pour permettre la traduction 
des ORF individuels (Remm et al., 1999). Outre le choix du promoteur (précoce ou 
tardif), la régulation de l’expression des gènes viraux implique aussi de l’épissage 
alternatif et l’expression de micro-ARN (Gunasekharan & Laimins, 2013; Hummel et 
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al., 1995; Johansson & Schwartz, 2013; Klumpp & Laimins, 1999; Klumpp et al., 1997; 
Qian et al., 2013; Schwartz, 2013; Zheng & Baker, 2006).  
Une autre séquence nucléotidique hautement conservée dans le LCR et 
essentielle pour la réplication du génome viral se nomme origine de réplication (ori). 
L’ori se situe à l’extrémité 3’ du LCR et comprend des séquences palindromiques de 
liaison à E1 (E1BS, E1-binding site), une région riche en adénines et thymines (AT) et 
trois E2BS situés de part et d’autre des E1BS (voir Figure 1.3B) (Chen & Stenlund, 
2001; Holt & Wilson, 1995; Lee et al., 1997; Lu et al., 1993; Mendoza et al., 1995; 
Russell & Botchan, 1995; Spalholz et al., 1993; Stubenrauch et al., 1998; Sun et al., 
1996; Sverdrup & Khan, 1995; Titolo et al., 2003). On retrouve quatre E1BS disposés en 
deux paires inversées qui contiennent normalement la séquence consensus ATTGTT, 
bien que certains sites puissent tolérer des variations (Chen & Stenlund, 2001; Titolo et 
al., 2003). La fonction de ces éléments génétiques est détaillée dans la section traitant de 
la réplication virale (voir section 1.3). 
1.2.4.2 E1 et E2  
Les protéines E1 et E2 jouent un rôle fondamental au cours de la réplication du 
VPH, qui est décrite en détails à la section 1.3 et 1.4 (Ustav & Stenlund, 1991). 
Brièvement, E1 permet l’initiation de la réplication grâce la reconnaissance de l’ori, une 
étape nécessitant également la protéine E2. E1 possède une activité hélicase permettant 
de dérouler l’ADN viral en aval de la fourche de réplication. Cette thèse s’intéresse 
particulièrement à la fonction de E1 et ses mécanismes de régulation, justifiant qu’une 
section séparée lui soit consacrée (voir section 1.4). 
La protéine E2 est une protéine d’environ 360 acides aminés (aa) qui se localise 
naturellement au noyau grâce à son NLS (Klucevsek et al., 2007; Zou et al., 2000). 
Outre son rôle dans la réplication virale, E2 est aussi un facteur de transcription et de 
ségrégation du génome viral. E2 contient un domaine de transactivation (TAD, 
transactivation domain) en N-terminal, ainsi qu’un domaine de liaison à l’ADN (DBD, 
DNA-binding domain) en C-terminal, séparés par une région charnière. Le TAD est 
aussi impliqué dans l’interaction avec E1 lors de la réplication virale (Berg & Stenlund, 
1997; Storey et al., 1995). Le domaine C-terminal, quant à lui, est impliqué dans 
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l’homodimérisation de E2, la forme sous laquelle E2 se lie à l’ADN (Gagnon et al., 
2013; McBride et al., 1989).  
Tel que mentionné précédemment, E2 joue un rôle de régulateur transcriptionnel 
en réprimant l’expression des oncogènes E6 et E7. On détecte d’ailleurs que dans la 
majorité des cas de cancer du col utérin, l’intégration de l’ADN viral au génome 
cellulaire mène à la destruction du cadre de lecture de E2 et induit une surexpression des 
oncoprotéines (Baker et al., 1987; Durst et al., 1985). Différents facteurs cellulaires 
interagissant avec E2 contribuent aussi à son activité de transactivation, notamment 
Brd4, TopBP1 et CDH6 (Boner et al., 2002; Fertey et al., 2010; Gagnon et al., 2009; Lee 
& Chiang, 2009; McPhillips et al., 2006; Senechal et al., 2007; Wu et al., 2006). 
E2 est également impliqué dans la ségrégation du génome viral lors de la mitose 
par sa capacité à interagir simultanément avec l’ADN viral et les chromosomes 
cellulaires. L’interaction du DBD de E2 avec les E2BS du génome viral a été 
précédemment décrite, mais E2 peut aussi lier la chromatine cellulaire via son TAD. 
Cette dernière interaction est indirecte et nécessite la liaison avec des facteurs cellulaires 
associés à l’ADN mitotique tels que Brd4, ChlR1, MKlp2 ou TopBP1 (Boner et al., 
2002; Donaldson et al., 2007; McPhillips et al., 2006; Parish et al., 2006; Yu, Peng, et 
al., 2007). Cette interaction avec les chromosomes cellulaires permet la partition des 
génomes viraux dans les cellules filles lors de la cytocinèse et assure la persistance de 
l’ADN viral au fil des divisions.  
Certaines études ont également rapporté l’existence de la protéine E8^E2C (ou 
E8), une protéine résultant de l’épissage alternatif des transcrits de E2. E8 est constitué 
de la fusion du cadre de lecture ouvert de E8 (12 aa) avec le domaine C-terminal de E2. 
C’est donc une protéine qui a le potentiel de lier les E2BS, mais dépourvue du TAD, et 
pouvant donc compétitionner et moduler la fonction de E2 lors de la transcription et de 
la réplication (Doorbar et al., 1990; Fertey et al., 2011; Stubenrauch et al., 2000; 
Stubenrauch et al., 2007; Stubenrauch et al., 2001; Zobel et al., 2003). 
1.2.4.3 E6 et E7 
Au cours d’une infection productive, les protéines E6 et E7 régulent une pléiade 
de voies cellulaires permettant à la cellule hôte de maintenir un état actif de division 
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cellulaire tout en échappant à l’apoptose activée par la prolifération anormale induite par 
le virus. Les partenaires d’interaction de ces protéines, ainsi que leurs fonctions, sont 
très nombreux et ne seront que brièvement résumés ici (voir (Lehoux et al., 2009)). 
E7 est une petite protéine d’environ 100 aa dont la principale fonction est 
d’induire la prolifération des cellules infectées (voir Figure 1.4) (Roman & Munger, 
2013). E7 interagit avec les protéines de l’hôte de la famille pRb (pRb, p107 et p130) via 
son domaine LxCxE (Chan et al., 2001; Dyson et al., 1989; Munger, Werness, et al., 
1989). pRb est impliqué dans la séquestration des facteurs de transcription de la famille 
E2F, requis lors de la transition de la phase G1/S du cycle cellulaire (Cobrinik, 2005). 
La relâche des facteurs E2F, un phénomène normalement contrôlé par la 
phosphorylation de pRb par les kinases Cdk2 et Cdk4, est artificiellement induite par la 
liaison de E7 et mène à l’activation des gènes répondant à E2F. Parmi les gènes cibles de 
E2F, on retrouve plusieurs facteurs impliqués dans la phase S du cycle cellulaire, dont 
les enzymes de synthèse de l’ADN et Cdk2. Ceci a pour effet de maintenir la cellule 
infectée dans un état favorable à la réplication de l’ADN viral. La protéine E7 issue des 
VPH à bas-risque mène à la dissociation du complexe pRb-E2F, alors que E7 des VPH à 
haut-risque induit la dégradation de pRb par le protéasome, possiblement via la 
E3 ubiquitine-ligase contenant la Culline 2 (Gonzalez et al., 2001; Huh et al., 2007; Pim 
& Banks, 2010; Zhang et al., 2006). En plus d’induire l’expression de Cdk2 par 
l’inactivation des protéines pRb, E7 active directement Cdk2 et inactive les inhibiteurs 
de Cdk p21 et p27 (Funk et al., 1997; He et al., 2003; Jones, Alani, et al., 1997; Zerfass-
Thome et al., 1996). E7 lie et inhibe également les histone déacétylases de classe I 
(HDAC), dont la présence réprime la transcription des gènes répondant à E2F2 et la 
progression en phase S (Longworth & Laimins, 2004; Longworth et al., 2005). 
Globalement, E7 maintient la cellule infectée en prolifération active, malgré l’entrée en 





Figure 1.4	  E7 : induction de la prolifération cellulaire et instabilité génomique 
 Les principaux mécanismes par lesquels E7 induit la prolifération cellulaire sont indiqués : 
1. Inhibition et dégradation des protéines de la famille pRb, 2. Induction des cyclines (Cln) A/E-Cdk2, 
3. Inhibition des inhibiteurs de Cdk p21 et p27, 4. Inhibition des histones déacétylases (HDAC) 
impliquées dans la répression des gènes répondant à E2F. E6 inhibe l’apoptose en interférant avec p53. 
Les effets synergétiques de E7 et E6 favorisent la prolifération cellulaire et s’accompagnent également 
d’un climat d’instabilité génomique, contribuant au potentiel oncogénique de E6 et E7. La figure est 
adaptée de (Lehoux et al., 2009), avec la permission de S. Karger AG, Basel. 
 
La prolifération anormale et soutenue induite par E7 génère typiquement une 
réponse menant à l’arrêt du cycle cellulaire et/ou l’induction de l’apoptose via 
l’activation de p53 (Jones, Thompson, et al., 1997). Cette réponse antivirale est 
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d’environ 150 aa comportant deux motifs en doigts de zinc (Vande Pol & Klingelhutz, 
2013). E6 forme un complexe ternaire avec E6-AP (E6-associated protein), une E3 
ubiquitine-ligase cellulaire, et p53. Cette interaction mène à la dégradation de p53 
(Huibregtse et al., 1995; Huibregtse et al., 1991; Mesplede et al., 2012). E6-AP est une 
E3 ubiquitine-ligase de type HECT (voir section sur l’ubiquitination, section 1.5) qui 
n’est pas impliquée dans la régulation de la stabilité de p53 de façon endogène, mais 
dont l’activité est détournée par la liaison à E6 (Beer-Romero et al., 1997). E6 contient 
aussi dans son extrémité C-terminale un motif de liaison (xT/SxV/L) aux domaines PDZ 
qui permet à E6 d’interagir avec plusieurs protéines de l’hôte comportant ce domaine, 
dont hDlg, hScribb, MUPP-1, PATJ, TIP-2/GIPC, PTPN13 et MAGI-1, -2 et -3 (Favre-
Bonvin et al., 2005; Lee & Laimins, 2004; McLaughlin-Drubin & Munger, 2009; 
Nguyen et al., 2003; Spanos et al., 2008; Storrs & Silverstein, 2007). Ces interactions 
promeuvent la dégradation protéasomale de ces protéines à PDZ via l’ubiquitination par 
E6-AP, et contribuent aussi à l’oncogenèse de manière indépendante de l’inactivation de 
p53 (Shai et al., 2007). La plupart de ces protéines à PDZ sont impliquées dans le 
maintien de la polarité apicobasale, la prolifération et l’adhésion cellule-cellule et 
agissent comme suppresseurs de tumeurs, pouvant expliquer le potentiel oncogénique de 
leur dégradation par E6. Cette fonction de E6 semble être très importante comme on 
peut en juger par la grande conservation du domaine de liaison aux PDZ. Un exemple 
atypique de la conservation de cette fonction est illustré par le virus du papillome du 
singe Rhesus qui ne possède pas ce domaine dans E6, mais l’encode dans la protéine E7 
(Tomaic et al., 2008). E6 a aussi la capacité d’induire l’immortalisation des cellules 
infectées en interférant directement avec l’activité des télomérases (hTERT, human 
telomerase reverse transcriptase), permettant ainsi d’éviter la sénescence induite 
ultimement par l’érosion des télomères associée à une prolifération dérégulée. E6 active 
la transcription de hTERT et induit la dégradation de ses répresseurs transcriptionnels 
(Galloway et al., 2005; Gewin & Galloway, 2001; Gewin et al., 2004; Oh et al., 2001; 
Sekaric et al., 2008; Veldman et al., 2001; Veldman et al., 2003). 
Notons que E6 possède aussi un potentiel anti-apoptotique indépendant de p53. 
Effectivement, E6 est tout de même capable d’inhiber l’apoptose dans des souris 
transgéniques p53 -/- (Pan & Griep, 1995). Il a été suggéré que E6 pourrait notamment 
inhiber les facteurs pro-apoptotiques Bax et Bak, interférer avec des voies apoptotiques 
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extrinsèques telles que celles induites par TNF-α, TRAIL et FAS, et bloquer l’anoïkose 
en interagissant avec des molécules d’adhésion focale incluant Paxillin, Zysin et Fibulin-
1 (Degenhardt & Silverstein, 2001; Du et al., 2002; Filippova et al., 2004; Filippova et 
al., 2002; Kabsch et al., 2004; Thomas & Banks, 1998, 1999; Thompson et al., 2001; 
Tong & Howley, 1997; Vande Pol et al., 1998; Vogt et al., 2006). Les fonctions de E6 
sont résumées dans la Figure 1.5. 
 
 
Figure 1.5 Fonctions de l’oncogène E6 
 E6 interagit avec plusieurs protéines impliquées dans l’apoptose, la réponse antivirale, l’intégrité 
des tissus et l’immortalisation. La principale fonction anti-apoptotique de E6 s’effectue par l’inhibition de 
p53. E6 interfère aussi avec les voies apoptotiques extrinsèques et la fonction de Bax et Bak. En outre, E6 
contribue à déstabiliser l’intégrité tissulaire en liant les molécules d’adhésion focale et les protéines à 
domaine PDZ. E6 contribue également à l’immortalisation cellulaire en induisant la télomérase hTERT 
via l’activation transcriptionnelle par Myc et Sp1, et en inhibant les répresseurs transcriptionnels NFX1-
191. Finalement, E6 inhibe aussi la réponse antivirale de l’interféron (IFN). La figure est adaptée de 





























Un variant de E6 appelé E6*, produit par épissage alternatif, est aussi exprimé 
dans les tissus infectés. Cette forme alternative et tronquée de E6 conserve le domaine 
amino-terminal de liaison à E6-AP, mais est dépourvue de son motif de liaison aux 
domaines PDZ. E6* s’associe également avec E6 pleine longueur et bloque son 
interaction avec p53 in vitro et in vivo (Pim et al., 1997). E6* pourrait aussi induire la 
dégradation de protéines cellulaires dont certaines sont des cibles naturelles de E6, alors 
que d’autres lui sont uniques (résumé dans (Vande Pol & Klingelhutz, 2013)). Cette 
protéine module donc vraisemblablement l’activité du E6 pleine longueur et réduit son 
potentiel anti-apoptotique. 
Ainsi, E6 et E7 ont une fonction synergétique qui favorise la prolifération tout en 
inhibant les réponses indésirables qui y sont associées. De par leur potentiel à déréguler 
la prolifération cellulaire et l’apoptose, les gènes E6 et E7 sont également reconnus 
comme étant les oncogènes viraux et sont suffisants pour immortaliser des kératinocytes 
primaires (Hawley-Nelson et al., 1989; Munger, Phelps, et al., 1989). En outre, 
l’expression de ces oncogènes dans des souris transgéniques, ensemble ou séparément, 
est tumorigénique (Herber et al., 1996; Riley et al., 2003; Song et al., 1999). Bien que 
nécessaire, l’expression des oncogènes seuls est néanmoins insuffisante pour induire la 
carcinogenèse. Des kératinocytes primaires immortalisés par E6 et E7 ne peuvent 
induire de tumeurs malignes lors de xénogreffes que s’ils sont cultivés sur de nombreux 
passages, leur permettant d’acquérir des mutations génétiques additionnelles (Hurlin et 
al., 1991). Ceci est similaire au contexte clinique qui requiert de nombreuses années, 
voire des décennies, d’infections persistantes pour permettre l’apparition de lésions 
malignes. Dans le contexte du col utérin, tel que mentionné précédemment, ce sont 
souvent les événements d’intégration du génome et de destruction du gène E2 qui sont 
associés à la surexpression des oncogènes favorisant le processus de transformation. Cet 
événement d’intégration s’effectue de manière aléatoire, mais préférablement au niveau 
des sites fragiles communs (CFS, common fragile sites) (Matovina et al., 2009; Thorland 
et al., 2003; Wentzensen et al., 2004). L’expression des oncogènes induit aussi 
l’instabilité génomique, favorisant l’apparition de mutations potentiellement 
tumorigéniques, et pouvant possiblement contribuer à l’intégration du génome viral, qui 
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à son tour accentue l’instabilité du génome (Lehoux et al., 2009). C’est donc un 
phénomène de dérégulation du cycle viral normal qui est causatif du processus 
d’oncogenèse. Les mécanismes moléculaires de la carcinogenèse induite par le VPH 
sont le sujet d’une revue entière (voir (Lehoux et al., 2009)). 
1.2.4.4 L1 et L2 : protéines structurales 
Les protéines L1 et L2 sont deux protéines tardives formant la capside virale, qui 
est constituée de 72 pentamères de L1 et d’une quantité incertaine de L2 (Baker et al., 
1991; Chen et al., 2000; Sapp & Day, 2009). L’assemblage d’une capside mature 
nécessite la formation d’un réseau complexe de ponts disulfures dont l’architecture 
exacte est mal connue (Li et al., 1998; Sapp et al., 1998). L2 n’est pas strictement requis 
pour la formation de la capside. Ceci est appuyé par le fait qu’il est possible de 
synthétiser in vitro des VLP simplement en mélangeant des monomères de L1 dans les 
bonne conditions de solution (Kirnbauer et al., 1993; Mach et al., 2006; Zhou et al., 
1992). Ce sont d’ailleurs ces VLP de L1 qui sont utilisés dans la conception des vaccins 
prophylactiques contre le VPH, puisqu’ils ont un excellent potentiel immunogénique 
(voir section 1.2.2.3). Les deux protéines structurales, L1 et L2, sont toutefois 
indispensables in vivo pour l’assemblage de particules virales infectieuses. L1 et L2 
jouent un rôle important lors de l’internalisation du virus (voir section 1.2.3). La 
protéine L2 est aussi impliquée lors de l’encapsidation du génome viral, possiblement 
via une interaction L2-ADN (Holmgren et al., 2005).  
1.2.4.5 E1^E4 et E5 
Les fonctions de E1^E4 et de E5 sont peu connues, mais ces deux protéines sont 
requises pour l’amplification du génome viral (Fehrmann et al., 2003; Genther et al., 
2003; Wilson et al., 2005). 
E1^E4 est une protéine résultant de la fusion par épissage alternatif du codon 
d’initiation et des quelques premiers résidus de E1 avec l’ORF de E4 (Doorbar, 2013). 
Elle est principalement exprimée suite à la différenciation des kératinocytes, ce qui est 
cohérent avec son importance lors de la phase végétative, et est l’une des protéines les 
plus fortement exprimées au cours du cycle viral. Son abondance facilite sa détection, 
constituant un excellent biomarqueur d’une infection virale active. Il a aussi été proposé 
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que E1^E4 pourrait être impliqué dans l’interaction et la déstabilisation du cytosquelette 
de kératine, facilitant la desquamation des cellules cornifiées et favorisant la relâche des 
particules virales matures (Bryan & Brown, 2000; Doorbar et al., 1991; McIntosh et al., 
2010; Nakahara et al., 2005; Peh et al., 2004; Pray & Laimins, 1995; Roberts et al., 
1994; Roberts et al., 1997; Wang, Griffin, et al., 2004; Wilson et al., 2005; Wilson et al., 
2007). L’instabilité du cytosquelette induite par E1^E4 semble impliquer une interaction 
directe avec la cytokératine et l’induction de sa polyubiquitination. La propension de 
E1^E4 à multimériser semble contribuer à cette fonction. E1^E4 encode aussi un motif 
de liaison aux cyclines (CBM) et son interaction avec les cyclines-Cdk induit un arrêt du 
cycle cellulaire dans la phase G2 qui n’est toutefois pas requis pour l’amplification du 
génome viral (Knight et al., 2011). 
La protéine E5, quant à elle, est une protéine hydrophobique et transmembranaire 
(DiMaio & Petti, 2013). Elle est considérée comme la troisième oncoprotéine, après E6 
et E7, et possède une activité de transformation lorsque exprimée dans des cellules en 
culture. Cette activité de transformation est en partie expliquée chez le virus du 
papillome bovin de type 1 (VPB1) par la capacité de E5 à lier et stimuler le récepteur du 
facteur de croissance PDGF β (platelet-derived growth factor β) (Drummond-Barbosa et 
al., 1995; Goldstein et al., 1992; Goldstein et al., 1994; Lai et al., 1998, 2000; Petti et 
al., 1991). Pour le VPH, l’activité oncogénique de E5 est beaucoup plus faible et semble 
associée au récepteur du EGF (epidermal growth factor) dont l’expression à la surface 
plasmique est augmentée (Bouvard et al., 1994; Maufort et al., 2010; Maufort et al., 
2007; Stoppler et al., 1996; Suprynowicz et al., 2005; Valle & Banks, 1995). (Crusius et 
al., 1997; Crusius et al., 1998; Genther Williams et al., 2005; Leechanachai et al., 1992; 
Pim et al., 1992; Straight et al., 1995; Straight et al., 1993; Suprynowicz et al., 2010; 
Tomakidi et al., 2000). Outre l’interaction avec les récepteurs de facteurs de croissance, 
E5 pourrait agir comme un canal ionique selon des modélisations in silico, des 
observations en microscopie électronique et des essais de perméabilité de liposomes 
(Wetherill et al., 2012). Finalement, E5 est impliqué dans l’évasion du système 
immunitaire en interférant avec la présentation des antigènes par les molécules CMH I 




1.3   Réplication de l’ADN viral 
1.3.1  Machinerie de réplication de l’ADN eucaryote 
Puisque le VPH exploite la machinerie cellulaire de réplication pour assurer la 
duplication de son propre ADN, il est utile de traiter sommairement de la réplication de 
l’ADN eucaryote. La synthèse de l’ADN cellulaire débute par l’assemblage d’un pré-
réplisome, ou complexe de pré-réplication (pre-RC), sur des séquences spécifiques 
d’ADN pendant la phase G1 du cycle cellulaire. Tout d’abord, les protéines ORC1 à 
ORC6 (origin recognition complex) reconnaissent ces origines de réplication, qui sont 
multiples chez les eucaryotes. Ensuite, au début de la phase S, s’assemble le complexe 
MCM (mini-chromosome maintenance) qui possède une activité hélicase et qui catalyse 
le déroulement de l’ADN de manière homologue à l’hélicase virale E1. Le complexe 
MCM est hexamérique et est constitué des six sous-unités MCM2 à MCM7 qui 
permettent d’amorcer l’élongation de la réplication. Les protéines Cdc6 et Cdt1 
modulent le recrutement de MCM et le licenciement du pre-RC. Les complexes cycline-
Cdk sont également impliqués dans la phosphorylation du pre-RC pour son assemblage 
et son activation.  
Le réplisome implique aussi les ADN polymérases (α-primase, δ et ε), le 
complexe de chargement RFC (replication factor C), PCNA (proliferating cell nuclear 
antigen) et les topoisomérases. Sur le brin direct (ou précoce), la polymérase ε synthétise 
l’ADN de façon continue et dans le même sens que le déroulement de l’ADN, alors que 
sur le brin retardé, la polymérase δ synthétise l’ADN de manière discontinue. Les 
fragments d’ADN dupliqués sur le brin retardé sont appelés fragments d’Okazaki et 
débutent par une amorce d’ARN synthétisée par la polymérase α-primase, une amorce 
qui est ensuite éliminée par l’élongation du fragment d’Okazaki en amont. Le 
chargement et le déchargement de PCNA sur l’ADN sont catalysés par le complexe 
RFC, et PCNA est essentiel pour promouvoir l’interaction entre les polymérases et 
l’ADN. La protéine RPA (replication protein A) est nécessaire pour stabiliser l’ADN 
simple brin (sb) exposé et éviter la formation de structures secondaires dans l’ADN. 
Finalement, les topoisomérases sont aussi recrutées afin de relâcher le stress de torsion 
induit par le déroulement de l’ADN. La réplication cellulaire est hautement régulée dans 
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le but d’éviter qu’elle ne survienne dans des conditions défavorables à la duplication 
fidèle du génome et pour éviter la ré-initiation de la synthèse d’ADN.  
1.3.2  Hélicases à ADN 
De manière endogène, les acides nucléiques existent souvent sous forme de 
duplex résultant de la capacité des bases asotées des nucléotides à s’hybrider à des bases 
complémentaires. Plusieurs processus cellulaires, dont la réplication, la recombinaison et 
la réparation de l’ADN, requièrent la séparation de ces paires de bases nucléotidiques 
(résumé dans (Hickman & Dyda, 2005; Patel & Donmez, 2006)). Les hélicases sont 
responsables de la catalyse de ce déroulement selon un processus dépendant de 
l’hydrolyse de nucléotides triphosphates, typiquement de l’ATP. On retrouve des 
hélicases dans le génome de tous les organismes vivants ; leur importance étant illustrée 
par le fait que près de 1% des gènes eucaryotes encodent des hélicases connues ou 
présomptives (Wu, 2012). Les hélicases peuvent avoir des directionalités variables (5’-
3’ ou 3’-5’) et avoir pour substrat des duplex d’ADN et/ou d’ARN. Six superfamilles 
d’hélicases ont été identifiées, chacune caractérisée par la conservation de certains 
motifs dans leur séquence primaire. Toutes les hélicases partagent toutefois certaines 
similarités dans leur structure tridimensionnelle. 
La protéine virale E1 appartient à la superfamille 3 des hélicases à ADN, qui 
englobe d’ailleurs principalement des enzymes d’origine virale. Les hélicases de cette 
superfamille fonctionnent sous forme d’un hexamère en forme d’anneau. Elles agissent 
comme des pompes qui forcent le passage d’un seul des deux brins d’ADN à l’intérieur 
du canal contenu au centre de l’enzyme, induisant ainsi la séparation des duplex. 
L’antigène grand T de SV40 en est un membre prototypique et a souvent servi de 
modèle pour l’étude des hélicases à ADN. Le couplage  des différents monomères de 
l’enzyme à des nucléotides triphosphate, ainsi que l’hydrolyse de ces derniers, détermine 
les changements conformationnelles qui assurent la translocation de l’ADN à l’intérieur 
du canal et le déroulement des acides nucléiques sur un longue distance. La réplication 
de l’ADN du VPH requièrent la fonction hélicase catalysée par E1, mais aussi diverses 
autres activités exécutées par cette protéine virale.  
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1.3.3  Mécanisme de réplication de l’ADN viral 
Bien que E1 soit la protéine initiatrice de la réplication, E2 est strictement requis 
pour le recrutement de E1 à l’ori. L’interaction E1-E2, ainsi que la capacité de E2 à lier 
l’ori, permettent la liaison coopérative de E1 sur l’ADN viral (Abbate et al., 2004; Berg 
& Stenlund, 1997; Blitz & Laimins, 1991; Bonne-Andrea et al., 1997; Chiang et al., 
1992; Frattini & Laimins, 1994a; Kuo et al., 1994; Mohr et al., 1990; Sanders & 
Stenlund, 1998, 2000, 2001; Sedman & Stenlund, 1995; Seo, Muller, Lusky, Gibbs, et 
al., 1993; Ustav & Stenlund, 1991; Yang et al., 1991). E1 possède une faible spécificité 
pour la reconnaissance de l’ADN et sa liaison peut aisément être inhibée par la 
compétition avec des séquences d’ADN non-spécifiques, comme cela est le cas dans un 
contexte cellulaire où la quantité d’ADN de l’hôte dépasse largement la quantité d’ADN 
viral (Dixon et al., 2000; Sedman & Stenlund, 1995; Sedman et al., 1997; Titolo et al., 
2003; Yang et al., 1991). Alternativement, E1 peut lier l’ori in vitro en absence de E2 
lors de l’utilisation de concentrations élevées de E1 (Bonne-Andrea, Santucci, & 
Clertant, 1995). Dans un contexte in vivo, E2 est toutefois requis afin d’augmenter la 
concentration locale de E1 près de l’origine et ainsi lui permettre de reconnaître 
spécifiquement les E1BS.  
Outre les protéines E1 et E2, la réplication de l’ADN viral nécessite la 
machinerie cellulaire de synthèse de l’ADN (voir section 1.3.1). C’est cependant la 
protéine E1 qui orchestre l’ensemble des étapes d’initiation et d’élongation de la 
duplication de l’ADN, notamment en recrutant directement certains facteurs de 
réplication de l’hôte dont la polymérase α-primase, la topoisomérase I et RPA (voir 
section 1.4.5). Hormis les facteurs de réplication directement recrutés par E1, d’autres 
protéines cellulaires sont aussi requises pour la synthèse de l’ADN viral. Ces protéines 
ont été identifiées par la reconstitution in vitro d’un essai de réplication acellulaire en 
utilisant des facteurs de l’hôte purifiés et des extraits cellulaires fractionnés. Certaines de 
ces protéines furent validées par l’utilisation d’inhibiteurs spécifiques ou d’anticorps 
neutralisants. Parmi celles-ci se trouvent l’ADN polymérase δ, le facteur de processivité 
PCNA, le facteur de chargement RFC et les topoisomérases. Ces travaux suggèrent aussi 
que d’autres protéines, inconnues à ce jour, sont requises pour la réplication virale, dont 
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l’ADN polymérase ε a été proposée comme candidate (Kuo et al., 1994; Melendy et al., 
1995; Muller et al., 1994).  
Le génome viral est répliqué sous la forme d’un élément extrachromosomique 
nommé épisome. Le cycle réplicatif du VPH comprend trois étapes de réplication de 
l’ADN : l’établissement, le maintien et l’amplification. Tout d’abord, E1 assure 
l’établissement de l’infection en répliquant le génome viral à un faible niveau jusqu’à 
environ 50-100 copies par cellule (Frattini et al., 1996; Taichman et al., 1983). Ceci 
assure au virus l’accumulation d’un nombre de copies du génome suffisant pour 
accomplir les étapes subséquentes, dont l’expression des gènes viraux. Cette phase est 
rapide et transitoire, expliquant nos connaissances limitées sur le sujet. La rapidité de 
cette étape de réplication passe nécessairement par une expression rapide de E1 au début 
de l’infection qui pourrait être expliquée par un épissage alternatif favorisant la 
traduction de E1 ainsi que par l’utilisation de certains facteurs cellulaires de 
transcription (Demeret et al., 1995; Deng et al., 2003; Hubert & Laimins, 2002). Ensuite, 
la réplication virale assure le maintien du génome du VPH dans les cellules basales de 
l’épithélium. Ce maintien est une étape de réplication de l’ADN, dite ordonnée, qui 
survient en synchronie avec le cycle de la cellule hôte et qui est présumée survenir une 
fois seulement par division cellulaire (Roberts & Weintraub, 1988). Notons que certains 
laboratoires ont rapporté l’existence d’une réplication aléatoire du génome, i.e. ayant 
lieu plus d’une fois par cycle cellulaire (Gilbert & Cohen, 1987; Piirsoo et al., 1996; 
Ravnan et al., 1992). Cette disparité pourrait être attribuable aux conditions de 
surexpression de E1 utilisées dans ces études et moins représentatives des niveaux 
naturellement présents lors du maintien (Hoffmann et al., 2006). Le maintien du 
génome, conjointement avec la ségrégation mitotique de l’épisome accomplie par E2, 
permet d’assurer la persistance d’un nombre constant de copies du génome dans les 
cellules filles infectées et crée un réservoir viral dans la couche basale. Ce faible niveau 
de réplication est modulé par E1 dont l’expression est limitée par la répression du 
promoteur p97 par E2 dans les cellules non différenciées. Finalement, l’amplification du 
génome survient lors des étapes tardives de l’infection, de façon concomitante avec la 
différenciation cellulaire et l’activation du promoteur tardif (p742) qui conduit à la 
surexpression de E1 et E2. Ainsi, une réplication accrue de l’ADN viral est induite et 
mène à la production massive de copies du génome visant à leur encapsidation et la 
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production de nouvelles particules virales infectieuses (Bedell et al., 1991; Grassmann et 
al., 1996; Hummel et al., 1992; Klumpp & Laimins, 1999; Ozbun & Meyers, 1997, 
1998a, 1998b). La réplication n’est alors plus synchronisée avec le cycle cellulaire et 
devient donc aléatoire. Il est à noter que les génomes encapsidés sont sous forme de 
chromatine, associés à des histones cellulaires (Favre et al., 1977; Swindle & Engler, 
1998). Toutes ces étapes de réplication (établissement, maintien et amplification) 
impliquent E1 comme protéine initiatrice, bien que certaines études controversées 
suggèrent que la réplication puisse parfois survenir indépendamment de la présence de 
E1 (Angeletti et al., 2002; Egawa et al., 2012; Kim & Lambert, 2002; Pittayakhajonwut 
& Angeletti, 2008, 2010). Notons aussi que bien que l’ADN viral soit fréquemment 
détecté sous forme intégrée au génome cellulaire dans l’occurrence de cancers, ce 
phénomène est abortif pour la réplication et ne fait probablement pas partie du cycle 
viral normal. 
Plusieurs études suggèrent que la réplication du génome viral est effectuée de 
manière bidirectionnelle. En effet, les propriétés électrophorétiques de l’ADN répliqué 
lorsque analysé par gel de polyacrylamide bidimensionnel sont caractéristiques d’un 
mode de réplication bidirectionnel (Auborn et al., 1994; Geimanen et al., 2011; Kadaja 
et al., 2007; Schvartzman et al., 1990). De plus, la présence de bulles de réplication, i.e. 
une ouverture de l’ADN double brin (db) en forme d’oreilles de lapin, telle qu’observée 
en microscopie électronique est aussi en faveur de ce mode de réplication (Fouts et al., 
1999; Lin et al., 2002). Il a toutefois été proposé que pendant la phase productive de la 
réplication (ou amplification), la synthèse de l’ADN procède selon un mécanisme de 
cercles roulants typique d’une réplication unidirectionnelle (Dasgupta et al., 1992; 
Flores & Lambert, 1997; Kusumoto-Matsuo et al., 2011). Une réplication en cercles 
roulants génèrerait des concatémères d’ADN qui devraient éventuellement être clivés et 
refermés sous forme de génomes viraux circulaires individuels. Les protéines qui 
permettraient un tel type de réplication par le VPH demeurent inconnues. Certaines 
publications récentes suggèrent que les facteurs de réparation de l’ADN du complexe 
MRN (Mre11-Rad50-NBS1) sont impliqués lors de l’amplification du génome viral 
((Gillespie et al., 2012; Kadaja et al., 2009) et communication personnelle par CA 
Moody). Ces protéines sont normalement utilisées pour la réparation de l’ADN via le 
recrutement de facteurs de recombinaison homologue qui pourraient constituer une 
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machinerie capable de recirculariser des génomes concatémériques. Il pourrait donc y 
avoir une transition entre ces deux modes de réplication, bidirectionnel et 
unidirectionnel, lors du passage du maintien à l’amplification du génome, induite par la 
différenciation cellulaire. Cette hypothèse reste à être confirmée. 
Globalement, la réplication de l’ADN viral survient pendant différentes phases 
(établissement, maintien et amplification) et passe possiblement par différents modes de 
réplication (bi- ou unidirectionnel). Toutes ces étapes ont en commun l’implication de 
E1 comme protéine initiatrice, le recrutement des protéines de réplication de l’hôte et 
l’induction de la phase S grâce aux protéines E6 et E7. Des études récentes suggèrent 
aussi que certaines voies de réponse aux dommages à l’ADN sont activées lors de 
l’infection virale et ces aspects sont décrits dans la prochaine section. 
1.3.4  Instabilité génomique associée à la réplication 
Plusieurs infections virales induisent une activation des voies de réponse aux 
dommages à l’ADN qui est soit exploitée en faveur du cycle réplicatif du virus ou qui 
constitue une réponse antivirale. Le VPH n’échappe pas à cette réalité et l’activation de 
ces voies a été détectée dans des kératinocytes primaires qui maintiennent le génome 
viral de manière stable, un phénotype qui est exacerbé lors de la différenciation 
(Edwards et al., 2013; Gillespie et al., 2012; Moody & Laimins, 2009). Plus 
précisément, l’activation de la voie ATM (ataxia telangiectasia mutated) a été observée 
telle qu’indiqué par la phosphorylation de Nbs1 (Nijmegen breakage syndrome 1), 
BRCA1 (breast cancer 1, early onset), Chk2 (checkpoint kinase 2) et H2AX. La kinase 
ATM est typiquement activée en réponse aux bris db de l’ADN suite à leur détection par 
le complexe MRN et mène à la réparation par des mécanismes de recombinaison 
homologue ou non-homologue. La phosphorylation de ATM permet d’arrêter la division 
cellulaire pendant la réparation et induit notamment la phosphorylation de l’histone 
H2AX (γH2AX) qui facilite le recrutement des facteurs de réparation en amplifiant le 
signal de dommage et en décondensant la chromatine. La voie ATM semble directement 
requise pour l’amplification du génome viral, puisque l’utilisation d’inhibiteurs d’ATM 
(KU-55933) ou de Chk2 (Chk2i) réduit l’efficacité de réplication de l’ADN viral dans 
les kératinocytes en différenciation (Moody & Laimins, 2009). Ceci suggère que 
l’activation de ces voies est non délétère pour le cycle viral, un constat cohérent avec 
  
26 
l’observation que l’induction artificielle de dommages à l’ADN n’affecte pas la 
réplication transitoire de l’ADN viral, contrairement à la réplication cellulaire qui est 
inhibée (Fradet-Turcotte et al., 2011; King et al.). L’activation des voies de réponse aux 
dommages à l’ADN semble même bénéfique pour l’amplification du génome du VPH, 
alors qu’elle n’est pas requise pour le maintien ou la réplication transitoire. De plus, 
certaines études suggèrent que les facteurs de réparation de l’ADN sont relocalisés dans 
les foyers de réplication de l’ADN viral. Notamment, p-ATM, Nbs1 et γH2AX 
colocalisent avec les protéines virales E1 et E2, ainsi qu’avec le marquage EdU 
indiquant les sites actifs de synthèse d’ADN (Sakakibara et al., 2011). L’activation de la 
voie ATR a également été rapportée et les effecteurs de cette voie (p-ATR et ATRIP) 
colocalisent avec les foyers de réplication virale (Reinson et al., 2013). Plusieurs 
facteurs de recombinaison homologue, tels RAD51 et BRCA1, sont aussi recrutés dans 
des foyers nucléaires contenant l’ADN viral (Gillespie et al., 2012; Sakakibara, Chen, 
Jang, et al., 2013). La possible implication des voies de recombinaison homologue 
pourrait être en faveur d’un modèle de réplication unidirectionnel de l’ADN viral 
permettant de générer des génomes matures à partir de structures concatémériques (voir 
section1.3.2). 
L’activation de réponses aux dommages à l’ADN, et l’induction de dommages 
per se, ont été répertoriées dans le passé et associées principalement aux fonctions de E6 
et E7 (Duensing & Munger, 2002; Hashida & Yasumoto, 1991; White et al., 1994). Il a 
été récemment observé, néanmoins, que l’expression seule de E1 peut induire une 
activation de ATM et provoquer un arrêt de progression du cycle cellulaire au début de 
la phase S (Fradet-Turcotte et al., 2011; Fradet-Turcotte, Moody, et al., 2010; 
Sakakibara et al., 2011). On observe dans les cellules exprimant E1 une forte 
phosphorylation de H2AX et de Chk2. L’arrêt de prolifération cellulaire induit par E1 
est dépendant de sa localisation nucléaire et de ses activités de liaison à l’ADN et 
ATPase, mais indépendant du domaine N-terminal. L’hélicase active semble donc être 
requise pour ce phénomène, possiblement par l’interaction non-spécifique de E1 avec 
l’ADN de l’hôte. Ce phénotype est conservé chez tous les génotypes de VPH étudiés, 
qu’ils soient à haut-risque ou à bas-risque, et même chez le VPB1. Aussi, l’assemblage 
du réplisome viral sur des fragments d’ADN du VPH intégrés au génome cellulaire 
favorise l’activation des voies de réponse aux dommages à l’ADN et de recombinaison, 
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et contribue vraisemblablement à l’instabilité génomique propice à la carcinogenèse 
(Kadaja et al., 2009). La modulation dynamique du transport nucléocytoplasmique de 
E1, grâce à son export nucléaire, constitue possiblement un mécanisme de régulation ou 
d’atténuation de la réponse aux dommages qui accompagne l’expression de E1, 
puisqu’elle est néfaste pour la survie des cellules hôtes infectées. Globalement, le VPH 
induit l’activation de plusieurs voies de réponse aux dommages à l’ADN, dont certaines 
sont importantes pour l’amplification du génome viral. Le niveau d’activation de ces 
processus est contrôlé afin d’éviter l’induction d’effets néfastes sur le cycle cellulaire 
qui seraient abortifs pour le cycle réplicatif du VPH. 
1.3.5  Approches expérimentales pour l’étude de la réplication virale 
L’étude du VPH est toujours aujourd’hui limitée par l’inexistence d’un système 
efficace pour reproduire le cycle viral complet. Certains modèles animaux existent et 
permettent l’étude des dysplasies, de la réponse immunitaire et de la réplication des 
papillomavirus chez le bœuf, le chien et le lapin. Toutefois, ces modèles animaux sont 
beaucoup plus complexes et coûteux à mettre en place que des modèles murins sans 
compter que les papillomavirus de ces animaux se comportent souvent différemment des 
virus humains. Certains systèmes de xénogreffes de tumeurs humaines chez la souris ont 
été décrits, mais leur complexité les rend peu accessibles pour l’investigation de la 
réplication virale (Dollard et al., 1989; Sexton et al., 1995). Des approches in vitro et 
in vivo ont donc été développées pour l’étude de certaines étapes de l’infection, dont 
celle de la réplication de l’ADN viral.  
Le système le plus simple est basé sur l’utilisation de lysats cellulaires ou de 
fractions d’extraits cellulaires qui reconstituent la machinerie de réplication de l’ADN 
(Kuo et al., 1994; Li & Kelly, 1984; Melendy et al., 1995). Les éléments minimaux 
requis pour la réplication virale ont été décrits précédemment (voir section 1.3.3). On 
utilise dans ce système in vitro un plasmide contenant l’ori du VPH, suffisante à 
l’assemblage de la machinerie de réplication et à la duplication subséquente de l’ADN 
plasmidique. Cette méthode requiert aussi l’ajout des protéines virales E1 et E2 qui sont 
produites dans un système de réticulocytes de lapin ou encore dans un système 
d’expression baculoviral. L’ADN répliqué est ensuite détecté par autoradiographie grâce 
à l’incorporation de nucléotides radiomarqués. 
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Il est aussi possible d’observer la réplication de l’ADN du VPH dans des cellules 
transfectées, une réplication dite transitoire. Il suffit de co-transfecter dans des lignées 
cellulaires permissives les plasmides encodant E1 et E2 et un troisième plasmide 
contenant l’ori virale (ou encore le génome viral complet) (Cote-Martin et al., 2008; Del 
Vecchio et al., 1992; Frattini & Laimins, 1994b; Ziegler et al., 2004). Quelques jours 
après la transfection, l’ADN est extrait des cellules en utilisant des techniques favorisant 
l’isolation des petits ADN et digéré avec l’endonucléase DpnI qui détruit l’ADN 
initialement transfecté (et Dam-méthylé puisque isolé de bactéries) et de ne conserver 
que l’ADN synthétisé de novo. L’ADN répliqué est ensuite détecté en utilisant une 
approche de buvardage de type Southern ou encore par PCR quantitatif (Morgan & 
Taylor, 2005). Cette dernière approche a l’avantage de permettre une quantification plus 
précise de la réplication de l’ADN viral, mais est relativement fastidieuse en ce qui a 
trait à la purification et l’analyse de l’ADN. Ceci limite l’application à grande échelle de 
la méthode et augmente les risques d’erreur de manipulation. Notre laboratoire a 
récemment développé un nouvel essai de réplication transitoire, à la fois quantitatif et à 
haut débit (Fradet-Turcotte, Morin, et al., 2010). Cette méthode est basée sur l’ajout 
d’un rapporteur luciférase de la luciole (Fluc, firefly luciferase) en cis dans le plasmide 
contenant l’ori, et sous contrôle du promoteur du cytomégalovirus (CMV). Ainsi, 
lorsque le nombre de copies du vecteur ori augmente suite à la réplication virale, 
l’expression du gène de la luciférase augmente proportionnellement et est quantifiée par 
luminométrie. L’essai développé contient aussi un contrôle interne grâce à la co-
transfection d’un vecteur encodant la luciférase renilla (Rluc, renilla luciferase) qui 
permet de normaliser et contrôler le signal en fonction de la mortalité cellulaire, des 
effets généraux sur la transcription et de l’efficacité de transfection. La transfection est 
effectuée dans la lignée cellulaire immortalisée C33A qui est dérivée d’un cancer du col 
utérin négatif pour le VPH, évitant toute interférence par des éléments génétiques viraux 
extérieurs. Cette technique est grandement exploitée dans les travaux présentés dans de 
cette thèse. Globalement, la réplication transitoire de l’ADN du VPH permet d’étudier 
rapidement et facilement la réplication virale en se concentrant sur les fonctions des 
protéines virales E1 et E2 en absence du reste du protéome viral. Elle permet ainsi de 
tester l’effet de mutations dans les ORF encodant ces protéines ou de la modulation de 
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fonctions cellulaires par la surexpression ou la déplétion de protéines ou l’utilisation de 
petites molécules inhibitrices. 
Bien que ces essais transitoires soient des outils très utiles, ils possèdent certaines 
limitations. Ces techniques utilisent des cellules immortalisées et la réplication y est 
indépendante de la différenciation cellulaire, contrairement au cycle viral normal lors de 
l’amplification. Certaines études suggèrent que la réplication transitoire récapitule 
l’étape initiale d’établissement du génome viral (Hubert et al., 1999). En tout état de 
cause, la réplication transitoire ne permet pas de discriminer entre les étapes de 
réplication (établissement, maintien et amplification) et d’investiguer les conditions 
propices à la réplication à chacune de ces phases. Un autre système expérimental permet 
d’effectuer ces analyses et est généralement basé sur l’utilisation de kératinocytes 
primaires humains isolés de prépuces néonataux (HFK, human foreskin keratinocytes) 
(Meyers et al., 1992; Meyers et al., 1997). Ces HFK sont mis en culture, transfectés et 
immortalisés avec le génome pleine longueur du VPH. Ces lignées stables répliquent 
naturellement le génome du VPH sous forme épisomale au fil des passages et 
reconstituent ainsi l’étape du maintien du génome viral. Il est aussi possible d’induire 
artificiellement la différenciation des HFK, soit par la resuspension dans un milieu riche 
en calcium ou en méthylcellulose, ou encore par la création d’une interface air-liquide 
(raft culture) (Fehrmann et al., 2003; Hummel et al., 1992). Les HFK en différenciation 
induisent la surexpression des protéines virales E1 et E2, et incidemment la réplication 
du génome viral, imitant ainsi l’étape d’amplification de l’ADN viral. Le génome 
complet étant présent dans ces cellules, les autres protéines virales sont aussi exprimées 
et peuvent participer à la modulation des fonctions cellulaires et contribuer 
indirectement à la réplication de l’ADN. Cette approche est intéressante, mais comporte 
plusieurs limitations. D’abord, elle est longue, fastidieuse et chaque lignée provient d’un 
isolat unique de patient qui entraîne nécessairement une grande variabilité inter-
expérimentale. Également, les kératinocytes ici utilisés ne sont pas parfaitement 
identiques aux cellules de col utérin qui sont originaires d’un épithélium muqueux et non 
cutané. Pour les mêmes fins, plutôt que les HFK, on peut aussi utiliser des lignées de 
kératinocytes immortalisés comme les NIKS (normal immortalized keratinocytes) ou les 
HaCat (Boukamp et al., 1988; Flores et al., 1999; Schoop et al., 1999). Notons aussi 
qu’il existe certaines lignées cellulaires dérivées de lésions du col utérin et capables de 
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maintenir naturellement l’épisome du VPH, dont les lignées CIN-612 et W12-E. Ces 
lignées permettent d’étudier le maintien et l’amplification dépendante de la 
différenciation de manière plus reproductible (Bedell et al., 1991; Stanley et al., 1989). 
Cependant, ce ne sont pas des lignées primaires et elles ont le désavantage, comme toute 
lignée immortalisée, de contenir des mutations génétiques pouvant affecter les résultats 
obtenus.  
1.3.6  Intérêt thérapeutique 
La réplication de l’ADN étant une étape clef du cycle viral, beaucoup d’énergie a 
été investie dans l’objectif de développer des molécules antivirales ciblant cette fonction 
(résumé dans (Fradet-Turcotte & Archambault, 2007)). La réplication est 
particulièrement intéressante comme cible thérapeutique pour les pathologies 
occasionnées par les VPH à bas-risque, dont les condylomes et les papillomatoses 
respiratoires récurrentes, ou encore potentiellement pour les lésions pré-cancéreuses 
dans lesquelles le génome viral n’est pas encore intégré. Évidemment, dans le processus 
de carcinogenèse par les VPH à haut-risque, la progression de la pathologie dépend 
principalement de l’expression des oncogènes E6 et E7 et est indépendante de la 
réplication virale suite aux événements d’intégration.  
La difficulté de cibler la réplication virale réside dans le fait que le VPH dépend 
largement des enzymes de l’hôte pour assurer la synthèse de son ADN. Effectivement, la 
seule protéine virale détenant une activité enzymatique est l’hélicase E1. Plusieurs 
inhibiteurs de réplication ont été décrits au cours des dernières années, mais ont eu un 
succès mitigé in vivo. Des inhibiteurs de l’interaction E1-E2 (classe indandione) ont été 
décrits et sont efficaces pour l’inhibition de la réplication transitoire du VPH6 et VPH11 
(Wang, Coulombe, et al., 2004; White et al., 2003; Yoakim et al., 2003). D’autres 
approches se sont concentrées sur l’inhibition de la capacité de liaison à l’ADN de E1 ou 
de E2. Certains résultats positifs ont été obtenus par l’utilisation de polyamides liant des 
séquences spécifiques du LCR et empêchant la liaison des protéines virales sur l’ADN 
(Schaal et al., 2003). Finalement, des inhibiteurs de la famille des acides 
biphénylsulphoniques se sont avérés efficaces pour inhiber l’activité ATPase de E1 
(Faucher et al., 2004). Ces résultats constituent une preuve de concept que la réplication 
  
31 
virale peut être ciblée, mais se sont soldés jusqu’à maintenant par bien peu 
d’applications cliniques. 
1.4   E1 : hélicase virale 
1.4.1  Topologie et fonctions 
E1 est la seule protéine virale à encoder une activité enzymatique, celle d’une 
hélicase à ADN, et constitue la protéine initiatrice de la réplication du VPH. C’est aussi 
le plus long gène viral, encodant une protéine d’environ 600-650 aa, et celui qui est le 
mieux conservé entre les génotypes (résumé dans (Bergvall et al., 2013)). E1 possède 
des similarités de séquence et de structure avec l’antigène grand T (LT, large T antigen) 
du virus simien 40 (SV40), ce qui a guidé les études initiales dans la recherche d’une 
relation structure-fonction (Clertant & Seif, 1984). Plusieurs connaissances sur E1 nous 
proviennent d’études basées sur différents génotypes humains ou sur la protéine E1 du 
VPB1. Plusieurs outils existent dans notre laboratoire pour l’étude de la protéine E1 du 
VPH31, qui représente l’un des génotypes les plus prévalents après le VPH16 et le 
VPH18. Ainsi, dans les travaux ci-après présentés, VPH31 E1 est utilisée comme 
protéine modèle. On peut diviser E1 en trois domaines fonctionnels : un domaine C-
terminal encodant l’activité hélicase/ATPase, un motif central de liaison à l’ADN 





Figure 1.6 E1 : domaines fonctionnels 
 Représentation schématique de VPH31 E1 (haut) indiquant les trois grands domaines 
fonctionnels : la région N-terminale, le domaine de liaison à l’origine (OBD) et le domaine hélicase. 
Certains éléments fonctionnels connus dans le N-terminal sont également mentionnés : le domaine de 
liaison à UAF1 (p80), le site de clivage par les caspases 3 et 7 (séquence DxxDxxD) et le domaine de 
transport nucléocytoplasmique (shuttling). Le domaine hélicase est sous-divisé en deux régions, le 
domaine d’oligomérisation (O) et le domaine ATPase. Un alignement de séquence d’une portion du N-
terminal est illustré (bas) pour cinq génotypes différents. Le domaine de liaison à UAF1 est indiqué par un 
encadré et les résidus formant la séquence reconnue par les caspases sont surlignés en noir. Adapté de 
(Morin et al., 2011). 
 
1.4.1.1 Domaine hélicase/ATPase 
L’homologie de séquence entre le domaine C-terminal de E1 et de LT du SV40 a 
permis de présumer que E1 pouvait posséder une activité ATPase-Hélicase (Clertant & 
Seif, 1984). Cette activité enzymatique fut confirmée plus tard par des études in vitro 
utilisant du E1 recombinant (Hughes & Romanos, 1993a; Jenkins et al., 1996; Raj & 
Stanley, 1995; Rocque et al., 2000; Santucci et al., 1995; Sedman & Stenlund, 1998; 
Seo, Muller, Lusky, & Hurwitz, 1993; White et al., 2001; Yang et al., 1993). Le 
domaine C-terminal de E1 est aussi impliqué dans l’oligomérisation de la protéine 
menant à son assemblage en un double hexamère, la forme active de l’hélicase virale. 
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D’ailleurs, le C-terminal, lorsque purifié seul, est suffisant pour s’assembler en 
hexamères capables de dérouler de courts oligonucléotides (Castella, Burgin, et al., 
2006; White et al., 2001). Les détails de l’assemblage de E1 sur l’ori virale sont discutés 
dans la section 1.4.2. E1 appartient à la superfamille III des hélicases à ADN, tout 
comme LT, et son domaine C-terminal possède une activité ATPase encodée dans son 
module AAA+ (ATPase associated with various cellular activities) qui utilise un cation 
magnésium comme cofacteur (Liu & Stenlund, 2010; MacPherson et al., 1994; Raj & 
Stanley, 1995; Titolo et al., 1999; White et al., 2001). Ces hélicases sont caractérisées 
par la présence des domaines Walker A, Walker B, et du motif C. Les régions Walker A 
et Walker B permettent l’hydrolyse de l’ATP sous forme de chélate avec le magnésium. 
Le motif C contient un « doigt d’arginine » qui sert de senseur du nucléotide associé au 
monomère voisin et permet de coordonner les mouvements de l’hexamère en fonction de 
l’hydrolyse de l’ATP (Abbate et al., 2004; Castella, Bingham, et al., 2006; Liu & 
Stenlund, 2010; Sanders et al., 2007). Plusieurs mutations ont été rapportées ayant un 
effet sur l’activité ATPase de E1, dont la substitution K463A contenue dans le domaine 
Walker A (Fradet-Turcotte, Morin, et al., 2010; Titolo et al., 2000).  
C’est aussi dans le C-terminal de E1 qu’on retrouve l’interface d’interaction avec 
le TAD de E2 qui recrute E1 sur l’ADN viral et module son oligomérisation (Lusky & 
Fontane, 1991; Masterson et al., 1998; Moscufo et al., 1999; Muller & Sapp, 1996; 
Sarafi & McBride, 1995; Sun et al., 1998; Titolo et al., 1999; Yasugi, Benson, et al., 
1997). La structure cristallographique du complexe entre le TAD de E2 et le C-terminal 
de E1 a été précédemment résolue et indique que l’interface d’interaction est vaste 
(940 Å2), expliquant les difficultés passées à identifier des mutations uniques affectant 
l’interaction E1-E2 (Abbate et al., 2004).  
1.4.1.2 Domaine de liaison à l’origine 
Le domaine de liaison à l’origine (OBD), ou encore domaine de liaison à l’ADN, 
permet la reconnaissance par E1 des E1BS présents dans l’origine, mais avec une faible 
affinité (Chen & Stenlund, 1998; Dixon et al., 2000; Leng et al., 1997; Sarafi & 
McBride, 1995; Sun et al., 1998; Thorner et al., 1993; Titolo et al., 2003; Titolo et al., 
2000). L’interaction E1-E2 est nécessaire pour la reconnaissance spécifique de l’origine 
par E1. Néanmoins, la liaison de E1 avec l’ADN est requise pour la formation d’un 
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complexe stable sur le génome viral. L’OBD est un domaine dont le repliement compact 
a rapidement permis l’obtention de sa structure cristallographique et l’étude de sa liaison 
à l’ADN (Auster & Joshua-Tor, 2004; Enemark et al., 2000; Enemark et al., 2002; 
Gonzalez et al., 2000; West & Wilson, 2002). L’OBD est composé d’un feuillet β 
antiparallèle à cinq brins qui forme le centre de la structure, entouré de six hélices alpha 
(α1-α6). Cette structure comporte deux interfaces d’interaction : l’une sert à 
l’homodimérisation de molécules de E1 (helix α3) et l’autre est impliquée directement 
dans l’interaction avec l’ADN (DNA-binding loop et helix α4) (Figure 1.7) (Bergvall et 
al., 2013). L’interaction E1-ADN repose principalement sur des interactions 
électrostatiques non-spécifiques avec le phosphosquelette de l’ADN. Certaines 
interactions de Van der Waals avec les bases azotées de l’ADN permettent de créer un 
minimum de spécificité dans la reconnaissance des E1BS. Tel que mentionné à la 
section 1.2.4.1, les E1BS sont des palindromes présents dans l’origine et disposés sous 
forme de deux paires de séquences inversées se chevauchant (Figure 1.3). Cette 
disposition particulière et l’espacement des E1BS sont optimaux pour la liaison d’un 
homodimère de E1 sur chacune des deux paires, sur des faces opposées (Chen & 
Stenlund, 2001; Titolo et al., 2003). Certaines mutations dans l’OBD, dont la double 
substitution K265A/R267A, affectent le positionnement de l’hélice α4 et inhibent sa 




Figure 1.7 E1 : structure de l’OBD 
 A) Structure cristallographique du domaine OBD du VPB1 E1. Les régions impliquées dans 
l’homodimérisation (helix α3) et la liaison à l’ADN (DNA-binding loop et helix α4) sont identifiées. 
B) Structure de deux homodimères de E1 liés sur l’ADN. Cette représentation illustre bien que les deux 
dimères s’associent à l’ADN sur des faces opposées. D’après (Bergvall et al., 2013), avec la permission de 
Elsevier, et (Enemark et al., 2002), PDB no 1KSX. 
 
1.4.1.3 Domaine N-terminal 
Le domaine N-terminal de E1 n’est pas requis pour la réplication de l’ADN dans 





al., 2000; Ferran & McBride, 1998). Peu d’information existe quant à la structure de ce 
domaine, mais sa sensibilité aux protéases et des prédictions in silico suggèrent qu’il est 
intrinsèquement désordonné (Hughes & Romanos, 1993b; Morin et al., 2011) ; une 
hypothèse qui a pu être vérifiée au cours des travaux présentés dans cette thèse pour la 
région 1-83 (voir section 2, (Lehoux et al., 2012)). Le domaine N-terminal contient 
certains motifs qui expliquent en partie son importance biologique (voir Figure 1.6). On 
y retrouve une région permettant de réguler la localisation cellulaire de E1 et 
comprenant une séquence de localisation nucléaire (NLS) bipartite, une séquence 
d’export nucléaire (NES), un motif de liaison aux cyclines (CBM), ainsi qu’un nombre 
variable de sites de phosphorylation par Cdk2. L’ensemble de ces motifs permet une 
régulation fine de la localisation cellulaire de E1, un mécanisme complexe qui mérite 
qu’une section de cette thèse lui soit accordée (voir section 1.4.3). Notre laboratoire a 
aussi déterminé in silico qu’une portion du domaine N-terminal était typique d’une 
hélice amphipathique (φ-x-x-φ-φ, où φ est un résidu hydrophobe), similaire aux 
domaines de transactivation de p53 et de VP16 du virus de l’herpes simplex (Morin et 
al., 2011). Cette région serait intrinsèquement désordonnée et pourrait adopter une 
structure hélicoïdale suite à sa liaison à des facteurs cellulaires comme Tfb1, 
similairement à p53 et VP16. Tout comme ces derniers, des études antérieures ont 
démontré que E1 peut induire la transcription (Demeret et al., 1998; Titolo et al., 2000). 
De plus, la mutation des résidus hydrophobes MFI dans cette région s’est avérée néfaste 
pour la réplication transitoire de l’ADN du VPH, suggérant une implication de cette 
structure au cours du cycle viral. En outre, un site de clivage par les caspases 3 et 7 a été 
identifié dans la région N-terminale (D46xxD49) (Moody et al., 2007)). Sa fonction est 
discutée plus en détails dans la section 1.4.4.3. Finalement, le domaine N-terminal 
encode aussi le motif de liaison à UAF1 et est essentiel au maintien de l’épisome 
(section 1.4.5.5). 
1.4.2  Assemblage de l’hélicase 
L’initiation de la réplication débute par l’assemblage d’un complexe E1-E2-Ori 
qui précède une série d’étapes d’oligomérisation menant à la formation d’un double 
hexamère de E1 (voir Figure 1.8). Tel que précédemment mentionné, grâce à son OBD, 
E1 s’associe à l’ori virale sous forme de deux homodimères reconnaissant chacun une 
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paire de E1BS. Ces dimères interagissent avec l’ADN sur des faces opposées et 
n’interagissent vraisemblablement pas ensemble (Enemark et al., 2002). Cette 
dimérisation de E1 accroît son affinité pour l’ADN et facilite les étapes subséquentes 
d’oligomérisation de l’hélicase virale. En effet, des mutations dans E1 qui abolissent 
l’interaction E1-E1 réduisent sa capacité de réplication de l’ADN viral (Fradet-Turcotte, 
Morin, et al., 2010; Schuck & Stenlund, 2005b). De plus, cette dimérisation est possible 
grâce à l’espacement exact de trois nucléotides entre les paires de E1BS (Titolo et al., 
2003). Pour le VPH11, la région N-terminale de E1 pourrait aussi jouer un rôle dans la 
liaison à l’ADN tel qu’illustré par l’augmentation importante de l’affinité pour une 
sonde d’oligonucléotide suite à la délétion des 71 résidus amino-terminaux (Titolo et al., 
2000). E1 passe ensuite de son état de double dimère à un double hexamère selon un 
processus d’oligomérisation mal caractérisé. Des études ont démontré l’existence de 
certains intermédiaires dans l’assemblage de VPB1 E1, tels que des doubles trimères, 
mais qui n’ont jamais été confirmés chez le VPH (Schuck & Stenlund, 2005a; Sedman 
& Stenlund, 1996). 
 
 
Figure 1.8 Assemblage du pré-réplisome viral 
 Les monomères de E1 sont recrutés sur l’origine virale par E2, via l’interaction E1-E2 et la 
liaison de E2 sur les E2BS (rectangle gris) contenus dans l’origine. La disposition des E1BS, en deux 
paires inversées se chevauchant, permet la liaison coopérative de deux homodimères de E1 sur des faces 
opposées. D’autres monomères de E1 sont ensuite recrutés afin de permettre l’oligomérisation de E1 en un 
double hexamère, un processus dépendant de l’ATP et de l’exclusion de E2 de l’origine. Chacun des 
hexamères entoure l’ADN simple brin des deux brins opposés. Ce double hexamère forme l’hélicase 
virale active capable de dérouler l’ADN viral et de recruter la machinerie cellulaire de réplication afin 
d’assurer la synthèse de l’ADN du VPH. À la fin de la complétion d’un cycle de réplication, le réplisome 
est probablement désassemblé pour permettre une ré-initiation éventuelle de la réplication. 
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La formation du complexe E1-E2-Ori et l’initiation de l’oligomérisation 
induisent une courbure de l’ADN qui provoquent graduellement l’ouverture des deux 
brins, facilitant ainsi le recrutement de monomères de E1 additionnels dans le complexe 
(Chen & Stenlund, 2002; Gillette et al., 1994; Gillitzer et al., 2000; Sanders & Stenlund, 
2000). Cette torsion introduite dans l’ADN db induit la dissociation des deux brins dans 
la région en aval riche en AT qui possède une faible température de fusion. La liaison et 
l’hydrolyse de l’ATP participent aussi à la séparation des deux brins d’ADN, tout 
comme au processus d’oligomérisation (Gillette et al., 1994; Sanders & Stenlund, 1998; 
Seo, Muller, Lusky, Gibbs, et al., 1993). 
L’hexamérisation de E1 peut être induite in vitro par la simple présence 
d’ADN sb (Sedman & Stenlund, 1998; Titolo et al., 2000). Cependant, la formation 
d’hexamères doubles nécessite aussi la présence d’ATP (Fouts et al., 1999). Lors de la 
complétion de l’oligomérisation, l’hélicase virale passe d’un état de liaison spécifique à 
l’ADN db, i.e. la liaison de l’OBD avec les E1BS, à une forme de liaison non-spécifique 
du domaine C-terminal avec l’ADN sb (Castella, Burgin, et al., 2006; Stenlund, 2003). 
Cette liaison non-spécifique est requise pour l’activité hélicase qui nécessite une 
interaction continue avec l’ADN à dérouler. Lors de l’assemblage du réplisome, 
l’interaction E1-E2 inhibe l’oligomérisation de E1 par encombrement stériquement de la 
surface de E1 requise pour l’hexamérisation. L’activité de liaison non-spécifique de E1 
est donc inhibée à cette étape précoce où elle serait prématurée (Bonne-Andrea et al., 
1997; Lin et al., 2002; Stenlund, 2003). Ensuite, E2 est évincé du réplisome lors de 
l’oligomérisation de l’hélicase (Lusky et al., 1994; Sanders & Stenlund, 1998). La 
structure de l’oligomère suggère que la transition conformationnelle qui exclue E2 est 
induite par la liaison à l’ATP (Abbate et al., 2004; White et al., 2001). Ainsi, l’ATP est 
essentiel à la fois pour favoriser l’oligomérisation de E1 et pour exclure E2 de l’origine, 
dont la présence serait incompatible avec la structure active de l’hélicase. En absence de 
E2, le domaine hélicase de E1 interagit non-spécifiquement avec une région étendue de 
l’ADN adjacente aux E1BS qui inclut la région riche en A/T (Stenlund, 2003). 
L’oligomérisation de E1 requiert non seulement la liaison à l’ATP, mais aussi 
une région d’interaction entre les monomères appelée région A et homologue à un 
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domaine de LT (Titolo et al., 2000). Dans le double hexamère final, chacun des deux 
lobes de l’hélicase encercle l’un des deux brins opposés. À l’intérieur de chaque 
hexamère, une portion de E1 forme une structure toroïdale définissant un canal dans 
lequel se loge l’ADN sb, et illustré dans la Figure 1.9A (Bergvall et al., 2013; Enemark 
& Joshua-Tor, 2006). En C-terminal de cet anneau se trouve la région possédant 
l’activité ATPase. Chaque sous-unité de l’hélicase se trouve successivement dans un état 
lié à l’ATP, lié à l’ADP ou non lié (apo) au fur et à mesure des réactions d’hydrolyse de 
l’ATP catalysées par E1. Chacun de ces états de liaison possède sa conformation propre. 
Ce sont les permutations séquentielles de ces trois états pour chacun des monomères de 
l’hélicase qui permettent la translocation unidirectionnelle de l’ADN à l’intérieur du 
canal. L’interaction E1-ADN dans l’hexamère est principalement effectuée par une 
courte région de E1 appelée boucle en épingle à cheveux (β-hairpin). La position de 
cette boucle dépend du type de nucléotide lié (ATP, ADP ou aucun). Une sous-unité liée 
à l’ATP est dans une conformation où la boucle est dans une position haute (vers 
l’extrémité 5’), l’apo-E1 est dans une position basse (vers l’extrémité 3’) et le E1-ADP 
se trouve dans une position intermédiaire. Le positionnement relatif des boucles de 
chacune des sous-unités forme une structure similaire à un « escalier en spirale » qui 
permet l’interaction avec le squelette de déoxyribose-phosphate. Puisque chaque boucle 
liée à l’ADN garde un contact constant avec un seul nucléotide et que l’hydrolyse de 
l’ATP induit un mouvement de la boucle vers le bas de « l’escalier en spirale », l’ADN 
est déplacé de façon continue au travers du canal dans une direction 3’-5’. Ensuite la 
réaction se répète par la liaison d’une nouvelle molécule d’ATP au monomère apo et sa 
boucle est ramenée à nouveau à sa position haute. Globalement, chaque cycle de 
translocation implique un changement conformationnel des six monomères de E1, 
l’hydrolyse de six molécules d’ATP et permet une translocation de six nucléotides de 
l’ADN (Figure 1.9B). Il est à noter qu’une structure cristallographique plus récente, 
obtenue en absence d’ADN, suggère que les changements conformationnels de 
l’hélicase à l’origine de la translocation ne requièrent pas nécessairement l’hydrolyse de 
six molécules d’ATP par cycle (Sanders et al., 2007). Effectivement, l’hydrolyse de 
l’ATP par seulement une fraction des monomères de l’hélicase pourrait être suffisante 
pour assurer la propagation de la vague de changements conformationnels et la 
translocation des six nucléotides, et ainsi assurer un mécanisme ayant une meilleure 
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« efficacité énergétique ». C’est ce déplacement des acides nucléiques qui occasionne la 
séparation des deux brins par exclusion stérique du brin complémentaire, i.e. l’activité 
hélicase. Sommairement, l’activité hélicase de E1 procède par la translocation de l’ADN 
en direction 3’-5’ et demande l’oligomérisation de E1 en double hexamère, et de 
manière dépendante de l’hydrolyse de l’ATP. 
 
Figure 1.9 E1 : domaine hélicase 
 A) Structure cristallographique du domaine hélicase de E1. La structure hexamérique de BPV1 
E1 lié à l’ADP et à l’ADN simple brin (non montré) est représentée. Les six monomères sont colorés 
alternativement en bleu et en violet, et l’ADP en rouge. L’hexamère est représenté sous forme de rubans 
(haut) et de surfaces (bas). La vue de côté (gauche) montre la position relative de la région requise pour 
























clairement que les six monomères s’assemblent pour former une structure toroïdale avec un canal central. 
Les boucles en épingle à cheveux (β-hairpin), responsables de la liaison aux nucléotides et de la 
translocation de l’ADN, sont représentées par différentes couleurs pour chaque monomère. D’après 
(Bergvall et al., 2013) et (Enemark & Joshua-Tor, 2006), avec les permissions de Elsevier et de Nature 
publishing group, respectivement. PDB no 2GXA. B) Translocation de l’ADN catalysée par E1. Chaque 
monomère de E1 est représenté par un wagon coloré qui transporte chacun un nucléotide de la droite vers 
la gauche (direction 3’-5’). L’hydrolyse de l’ATP et la relâche de l’ADP surviennent au cours du 
processus et sont illustrées par les nucléotides identifiés entre les wagons. Le wagon rouge à gauche se 
détache de l’ADN et retourne à droite suite à sa liaison à une nouvelle molécule d’ATP. Ce wagon lie 
ensuite le prochain nucléotide de la séquence d’ADN et continue à le transloquer vers la gauche. D’après 
Enemark (2006), avec la permission de Nature publishing group. 
 
Il a longtemps été présumé que les deux hexamères de E1 restaient associés 
ensemble pendant le processus de déroulement de l’ADN, alors que chacun des deux 
brins était transloqué dans l’un des deux hexamères. Ce modèle a quelque peu été remis 
en question par la découverte récente que l’hélicase eucaryote MCM et l’hélicase LT 
peuvent se dissocier et former deux hexamères se déplaçant indépendamment sur chacun 
des brins (Yardimci et al., 2010; Yardimci et al., 2012). Ce nouveau modèle implique 
tout de même la structure dodécamérique comme complexe d’initiation du déroulement 
de l’ADN, mais ce double hexamère ne serait pas requis pour l’élongation. 
1.4.3  Localisation cellulaire 
Le domaine N-terminal de E1 contient divers motifs régulant sa localisation : un 
NLS, un NES, un CBM et plusieurs sites de phosphorylation. Le NLS bipartite de E1 
permet la relocalisation de la protéine au noyau, le compartiment où se déroule la 
majeure partie des étapes du cycle viral, dont la synthèse de l’ADN du virus (Deng et al., 
2004; Fradet-Turcotte, Moody, et al., 2010; Leng & Wilson, 1994; Lentz et al., 1993). 
Le NLS de E1 est hautement conservé d’un génotype à l’autre et exploite possiblement 
un mécanisme d’import dépendant des importines α3, α4 ou α5 (Bian et al., 2006). La 
translocation nucléaire est stimulée par la phosphorylation de certains résidus sérine et 
thréonine par les MAPK (mitogen-activated protein kinases) ERK1 (extracellular 
regulated kinase 1) et JNK2 (c-Jun N-terminal protein kinase) (Yu, Lin, et al., 2007). 
Deux sites de liaison aux MAPK ont été identifiés dans le C-terminal de E1 et leur 
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mutation réduit la localisation nucléaire de E1, tout comme l’inhibition de ces MAPK 
par des inhibiteurs spécifiques. Ces études ont aussi proposé que les sites S89 et S93 du 
VPH11 sont phosphorylés par ces MAPK et que leur substitution en alanines réduit 
l’import nucléaire. Ces résultats semblent incompatibles avec d’autres études, 
mentionnées ci-bas, qui suggèrent que la phosphorylation de ces mêmes résidus favorise, 
au contraire, la rétention nucléaire. Notons également que bien que la mutation du NLS 
affecte la localisation de E1 lorsque exprimé seul, la co-expression de E2, qui encode 
son propre NLS et interagit avec E1, suffit pour relocaliser E1 au noyau. Ce phénomène 
explique possiblement le fait que la mutation du NLS de E1 interfère peu avec son 
activité de réplication transitoire de l’ADN en présence de E2 (Fradet-Turcotte, Moody, 
et al., 2010). 
À l’équilibre, E1 est principalement localisé au noyau, bien qu’une certaine 
proportion soit aussi observée dans le cytoplasme. Effectivement, la protéine E1 de tous 
les génotypes étudiés est capable d’entrer et de sortir du noyau, de manière dynamique, 
en utilisant son NLS et son NES. La présence d’un NES riche en leucines permet 
l’export nucléaire de E1 via un mécanisme dépendant de l’exportine cellulaire Crm1 
(Deng et al., 2004; Fradet-Turcotte, Moody, et al., 2010). La présence du CBM, pour sa 
part, permet l’interaction avec les cyclines A/E-Cdk2 et la phosphorylation de leurs sites 
consensus S/T-P, qui sont au nombre de deux dans le N-terminal du VPH31 : S92 et 
S106 (Cueille et al., 1998; Lentz et al., 2006; Ma et al., 1999). L’export de E1 est régulé 
par la phosphorylation de ces sites par Cdk2 qui permet l’inactivation du NES et par 
conséquent, la rétention nucléaire (Deng et al., 2004; Fradet-Turcotte, Moody, et al., 
2010; Ma et al., 1999). En effet, l’expression de p21 ou encore le traitement des cellules 
avec la Roscovitine, tous deux des inhibiteurs de l’activité Cdk, favorisent l’export de 
E1 au cytoplasme. Cette régulation par Cdk2, dont l’activité est restreinte aux phases G1 
et S, permet vraisemblablement de dicter la localisation de E1 de manière synchronisée 
avec le cycle cellulaire. Bien que l’import et la rétention nucléaire soient essentiels pour 
la réplication du virus, le NES joue aussi un rôle important au cours du cycle viral. Bien 
que le NES ne soit pas strictement requis pour la réplication transitoire de l’ADN viral, 
un virus défectif pour l’export nucléaire montre un défaut prononcé pour le maintien du 
génome du VPH et inhibe la prolifération de la cellule hôte (Deng et al., 2004; Fradet-
Turcotte, Moody, et al., 2010). Cet effet sur la cellule infectée passe possiblement par un 
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mécanisme d’activation de voies de réponse aux dommages à l’ADN (voir 
section 1.3.4). 
Lorsque E1 est exprimé seul, sa localisation est principalement diffuse dans le 
nucléoplasme. Or, si co-exprimé avec E2, les deux protéines virales colocalisent dans 
des foyers nucléaires, et ce, même en absence de l’ori (Fradet-Turcotte, Moody, et al., 
2010; Sakakibara et al., 2011; Swindle et al., 1999). En effet, cette localisation est 
dépendante de l’interaction E1-E2 puisque l’introduction de mutations dans E2 qui 
abolissent sa capacité de liaison à E1 prévient la relocalisation dans les foyers (Fradet-
Turcotte, Moody, et al., 2010). La fonction de ces sous-domaines intranucléaires est 
incomplètement caractérisée, mais il a été suggéré qu’ils constituent des foyers de 
réplication de l’ADN. Plus précisément, E1 colocalise dans ces régions avec le facteur 
cellulaire de réplication RPA32 et ces sites montrent une activité d’incorporation de 
BrdU, une indication de synthèse active d’ADN (Swindle et al., 1999). En présence de 
l’origine virale, E1 et E2 s’assemblent également en foyers nucléaires colocalisant avec 
les facteurs de l’hôte RPA70, RFC1 et l’ADN polymérase δ (Wang et al., 2013). La 
protéine Brd4 serait aussi recrutée dans ces foyers, via l’interaction avec E2, mais son 
importance pour la réplication de l’ADN viral demeure controversée (Sakakibara, Chen, 
Jang, et al., 2013; Wang et al., 2013). 
Ainsi, le N-terminal de E1 régule dynamiquement son transport 
nucléocytoplasmique de manière dépendante de la phosphorylation et de l’interaction 
avec E2 afin de permettre ses fonctions nucléaires lors de la réplication, tout en atténuant 
les effets antiprolifératifs occasionnés par sa suraccumulation au noyau. 
1.4.4  Modifications post-traductionnelles 
1.4.4.1 Phosphorylation 
Outre la phosphorylation du N-terminal par Cdk2 et les MAPK décrite en détails 
dans la section 1.4.3, d’autres types de phosphorylation ont été identifiés dans E1. Un 
site de phosphorylation par Cdk2 est aussi présent dans l’OBD de E1 du VPB1. Sa 
phosphorylation favorise l’export nucléaire de la protéine et réduit la réplication de 




La protéine E1 du VPB1 a aussi été rapportée comme étant un substrat de la 
kinase CK2 (casein kinase 2) in vitro et in vivo, et menant à la phosphorylation des sites 
S48 et S584 (Lentz et al., 2002; Lentz, 2002; Lentz et al., 2006; McShan & Wilson, 
1997, 2000). CK2 est une kinase à sérine/thréonine considérée comme étant 
constitutivement active, ubiquitaire et régulant une grande variété de processus 
cellulaires. La substitution de ces sérines dans E1 en résidus non-phosphorylables (S48G 
ou S584A) réduit grandement son activité de réplication de l’ADN viral (Lentz et al., 
2002; McShan & Wilson, 2000). Au contraire, la substitution de S48 en résidus 
phosphomimétiques (aspartate ou glutamate) n’affecte aucunement la fonction de 
réplication de E1. Les substitutions S48G et S584A ont peu ou pas d’effet sur la liaison 
de E1 à l’ADN, l’interaction E1-E2 ou l’activité d’oligomérisation. La fonction exacte 
de ces phosphorylations reste donc à être évaluée. Les résidus S48 et S584 ne sont 
cependant pas très bien conservés chez le VPH. Une étude plus récente a démontré que 
plusieurs sites CK2 additionnels sont présents dans le domaine N-terminal de E1 du 
VPB1 et du VPH (Schuck et al., 2013). Ces sites sont phosphorylés in vitro et peuvent 
être détectés par spectrométrie de masse. La phosphorylation du N-terminal par CK2 
inhibe drastiquement la capacité de l’OBD du VPB1 et du VPH à lier spécifiquement 
l’ADN. Cependant, des génomes du VPB1 mutants pour ces sites de phosphorylation 
sont répliqués normalement dans des essais de réplication transitoire ou stable. La 
mutation du site T43A dans E1 du VPH31 n’a pas non plus d’effet sur la réplication 
transitoire de l’ADN (Morin et al., 2011). Toutefois, la surexpression de CK2 dans un 
essai de réplication transitoire inhibe la réplication virale, un effet qui dépend de la 
présence des sites de phosphorylation dans E1. Ainsi, la mutation de combinaisons de 
sites en alanines dans le N-terminal de E1 du VPB1 ou la délétion de portions du N-
terminal pour E1 du VPB1 ou du VPH lèvent l’inhibition par CK2. Cela indique que la 
phosphorylation du N-terminal agit à distance sur la capacité de l’OBD à reconnaître les 
E1BS. Similairement, le clivage du N-terminal par un traitement à la caspase 3 restaure 




1.4.4.2 Ubiquitination et SUMOylation 
La modification des protéines par la liaison covalente à l’ubiquitine ou à de 
petites protéines similaires à l’ubiquitine, tel SUMO (small ubiquitin-related modifier), 
permet de moduler l’activité, la localisation, les interactions ou la stabilité de ces 
dernières. Les mécanismes d’ubiquitination et de déubiquination sont décrits de manière 
détaillée dans la section 1.5. Il a été suggéré que le faible niveau d’expression de E1 
dans les cellules infectées et la modulation de l’abondance de E1 au cours des étapes du 
cycle viral pourraient être contrôlés par la stabilité de la protéine. La dégradation 
protéasomale dépendante de l’ubiquitine a précédemment été rapportée dans le cas de la 
protéine E1 du VPB1 (Malcles et al., 2002). Cette instabilité peut être inhibée par l’ajout 
de cycline E-Cdk2 dans un extrait cellulaire, indépendamment de son activité kinase, 
suggérant que la simple liaison à Cdk2 protège E1 de la dégradation. De plus, il a été 
proposé que E1 est polyubiquitiné in vitro et in vivo lorsqu’en conditions de réplication. 
Effectivement, l’instabilité de E1 du VPB1 peut être réduite par l’ajout d’aphidicoline, 
un inhibiteur des ADN polymérases, indiquant que la dégradation intervient de manière 
dépendante de la synthèse d’ADN. La E3 ubiquitine-ligase APC (anaphase-promoting 
complex) a été suggérée comme étant responsable de l’ubiquitination de E1 (Mechali et 
al., 2004). L’inhibition de APC stabilise E1 et promeut la réplication de l’ADN viral. Le 
même phénotype peut être obtenu par l’introduction de mutations dans les motifs de 
destruction présomptifs (D-box ou KEN) contenus dans E1. Ces motifs de destruction ne 
sont toutefois pas conservés chez le VPH et aucune ubiquitination de E1 n’a été décrite à 
ce jour dans le cas de génotypes humains. L’existence d’ubiquitination chez l’humain, 
ainsi que la nature des E3 ubiquitine-ligases et déubiquitinases restent donc à être 
évaluées. 
 La SUMOylation est une modification similaire à l’ubiquitination qui consiste en 
l’attachement d’une protéine SUMO à son substrat. Cette modification post-
traductionnelle requiert, comme l’ubiquitination, une cascade enzymatique impliquant 
une protéine activatrice E1, une protéine de conjugaison E2 et une E3 SUMO-ligase 
(Flotho & Melchior, 2013). Contrairement à la voie de l’ubiquitination, on ne retrouve 
qu’une seule protéine E2 pour la SUMOylation, nommée Ubc9, et elle est directement 
impliquée dans la reconnaissance des substrats via un site consensus de SUMOylation. 
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Une étude de double-hybride chez la levure a permis d’identifier que la protéine E1 du 
VPH interagit avec Ubc9 (Yasugi & Howley, 1996). Certaines substitutions d’aa ont été 
décrites dans E1 qui abolissent son interaction avec Ubc9 et ont coïncidé avec une 
réduction de sa capacité de réplication de l’ADN viral, suggérant une relation entre ces 
deux fonctions (Yasugi, Vidal, et al., 1997). Cette interprétation est toutefois difficile à 
établir avec certitude puisque ces mutations affectent plusieurs fonctions de E1. 
Rangasamy et al. suggèrent que l’interaction VPB1 E1-Ubc9 mène à la SUMOylation de 
E1 et que des mutations prévenant cette modification empêchent la localisation de la 
protéine dans des foyers intra-nucléaires (Rangasamy & Wilson, 2000). Les E3 SUMO-
ligase de la famille PIAS ont été proposées comme partenaires d’interaction de E1 et 
comme stimulateurs de sa SUMOylation (Rosas-Acosta et al., 2005). En outre, l’affinité 
de l’exportine Crm1 pour E1 est augmentée par la SUMOylation de E1 in vitro, 
suggérant à nouveau un rôle de cette modification dans la localisation de E1 (Rosas-
Acosta & Wilson, 2008). Au cours de ces travaux, diverses localisations cellulaires 
souvent contradictoires ont été rapportées pour les mutants non-SUMOylables. Une 
étude plus récente effectuée dans notre laboratoire a confirmé l’existence d’une 
interaction E1-Ubc9, mais exclut un rôle de la SUMOylation pour la régulation de la 
localisation cellulaire de E1 (Fradet-Turcotte et al., 2009). Effectivement, les mutations 
affectant l’interaction avec Ubc9, l’inhibition directe de Ubc9 à l’aide de la protéine 
Gam1 de l’adénovirus aviaire CELO, la déplétion de Ubc9 par interférence par l’ARN 
ou l’expression de dominants négatifs de Ubc9 n’ont pas d’effet sur la rétention 
nucléaire de E1. La mutation du site de SUMOylation présomptif (K514 chez VPB1 E1) 
n’a pas non plus eu d’effet sur son activité de réplication. Le rôle de la voie de la 
SUMOylation au cours du cycle viral reste donc à être élucidé. 
1.4.4.3 Clivage par les caspases 
Le domaine N-terminal de E1 contient aussi un site de clivage par les caspases 3 
et 7 (DxxD) qui est reconnu par les caspases in vitro (Moody et al., 2007). Lors de la 
différenciation des kératinocytes infectés, l’activité des caspases est induite par le VPH, 
une activation qui est insuffisante pour causer l’apoptose des cellules infectées. Cette 
absence d’apoptose peut possiblement être expliquée par le faible niveau d’activation 
des caspases, mais aussi par l’induction simultanée de l’expression de facteurs anti-
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apoptotiques de l’hôte comme Bcl-2 et survivine. L’activité des caspases et la présence 
du site de clivage sont requises pour l’amplification du génome viral. En effet, 
l’utilisation de l’inhibiteur de caspase Z-VAD-FMK ou l’inactivation du site de clivage 
par la mutation D49A réduisent la capacité du génome viral à être amplifié suite à la 
différenciation. La mutation D49A n’a toutefois aucun effet sur la réplication transitoire 
du génome viral ou le maintien de l’épisome, suggérant que le rôle des caspases est 
limité à l’étape végétative du cycle viral. 
1.4.5  Interaction avec les facteurs de l’hôte 
1.4.5.1 Facteurs de réplication de l’ADN 
L’assemblage de E1 sur le génome viral assure l’initiation de la réplication et le 
déroulement de l’ADN par sa fonction hélicase. Le VPH n’encode toutefois pas la 
machinerie nécessaire à la synthèse de l’ADN per se et le virus doit donc recruter les 
composantes cellulaires permettant d’assurer la réplication. E1 est central dans 
l’orchestration de cette fonction en interagissant directement avec plusieurs facteurs de 
l’hôte requis pour la réplication de l’ADN dont l’ADN polymérase α-primase, la 
topoisomérase I et RPA (illustré dans la Figure 1.10) (Bergvall et al., 2013). Ce mode de 
réplication est similaire à celui du virus SV40 dont la réplication est initiée par son 





Figure 1.10 Réplisome du VPH (modèle) 
 La protéine E1 est liée à l’ADN sous la forme d’un double hexamère (un seul est représenté ici), 
la forme active de l’hélicase virale. L’hexamère entoure un seul brin de l’ADN et le transloque à 
l’intérieur de son canal. L’interaction E1-topisomérase I favorise la liaison spécifique de E1 à l’origine et 
remodèle la topologie de l’ADN afin de libérer le stress de torsion. L’interaction E1-RPA mène au 
recrutement de RPA sur l’ADN sb fraîchement déroulé par l’hélicase virale. E1 recrute la polymérase α-
primase qui participe à la synthèse d’ADN, particulièrement sur le brin retardé. Le facteur RFC induit le 
chargement de PCNA et la polymérase δ. L’ensemble de ces facteurs forment le réplisome viral et 
contribuent à la synthèse de l’ADN du VPH. D’après (Bergvall et al., 2013), avec la permission de 
Elsevier. 
 
L’ADN polymérase α-primase (pol α-prim) est une enzyme impliquée 
principalement dans la synthèse de l’ADN sur le brin retardé grâce à sa double fonction 
enzymatique de synthèse d’amorce d’ARN et d’ADN polymérase. Ces 




plusieurs loci du brin retardé et d’en assurer la réplication. La pol α-prim est composée 
de quatre sous-unités : p180, p70, p58 et p48 (Hubscher et al., 2002). Les activités 
enzymatiques primase et polymérase sont assurées par les sous-unités p48 et p180, 
respectivement. p58 et p70 n’ont pas d’activité enzymatique, mais sont impliqués dans 
la régulation de la polymérase. L’activité de la pol α-prim est essentielle, conjointement 
avec la polymérase δ, pour la réplication du VPH et de SV40. L’utilisation d’anticorps 
neutralisants contre pol α-prim inhibe la réplication du VPH in vitro et l’ajout de pol α-
prim recombinante stimule la synthèse d’ADN viral (Melendy et al., 1995). E1 est 
directement impliqué dans le recrutement de la pol α-prim, mais le mécanisme exact 
demeure incertain. Des disparités ont été observées dans la nature de la sous-unité de pol 
α-prim et du domaine de E1 impliqués dans l’interaction. Une interaction avec E1 a été 
rapportée pour les sous-unités p70 et p180 de pol α-prim, mais la plupart des études 
n’ont observé une interaction qu’avec p70 (Amin et al., 2000; Bonne-Andrea, Santucci, 
Clertant, et al., 1995; Conger et al., 1999; Masterson et al., 1998; Park et al., 1994). 
L’importance de p70 pour le recrutement est supportée par l’observation que SV40 LT 
procède aussi principalement via cette sous-unité pour le recrutement de la polymérase 
(Zhou et al., 2012). Également, c’est le domaine C-terminal de E1 qui semble être 
impliqué dans l’interaction, et ce, pour tous les génotypes étudiés (VPB1, VPH11 et 
VPH16). De plus, les interactions E1-pol α-prim et E1-E2 sont mutuellement exclusives, 
puisque la surexpression de E2 inhibe le recrutement de la polymérase. Ceci suggère que 
la polymérase est recrutée à une étape postérieure à la dissociation de E2 de l’ADN. 
Lors de la réplication du génome, le déroulement de l’ADN en aval de la fourche 
de réplication induit un superenroulement de l’ADN. Cette tension topologique peut 
devenir problématique si non corrigée et entraîner un arrêt du réplisome. Les 
topoisomérases ont pour fonction de relâcher la torsion en créant une coupure dans 
l’ADN (sb ou db), en relaxant la structure et en ligaturant l’ADN sur lui-même (Wang, 
2002). C’est donc la topologie et non la séquence de l’ADN qui est altérée par 
l’intervention des topoisomérases, d’où l’origine de leur nom. Il existe deux classes de 
topoisomérases qui se distinguent par leur mécanisme d’action. La topoisomérase I 
relâche les structures de l’ADN par une coupure sb, alors que la topoisomérase II 
procède par une coupure db. La réplication du génome viral induit aussi un stress de 
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torsion qui doit être relâché par l’activité topoisomérase. D’ailleurs, l’inhibition des 
topoisomérases par l’utilisation de petites molécules inhibitrices, telles l’étoposide et la 
camptothécine, induit une réduction importante de la réplication virale in vitro (Kuo et 
al., 1994; Melendy et al., 1995). De surcroît, E1 interagit directement avec la 
topoisomérase I, via les domaines OBD et C-terminal de E1, et accroît l’activité 
topoisomérase (Clower et al., 2006). L’interaction avec la topoisomérase I stimule aussi 
la liaison de E1 avec l’ori, mais la topoisomérase ne demeure pas associée à l’ADN (Hu 
et al., 2006). L’interaction E1-topoisomérase pourrait ultérieurement être utile pour son 
recrutement lors de l’élongation et faciliter la réplication virale en relâchant le stress de 
torsion. L’importance de ces activités durant la réplication de l’ADN n’a néanmoins 
jamais été prouvée in vivo. 
Finalement, E1 interagit avec le facteur de réplication RPA, une protéine de 
liaison à l’ADN sb. RPA est constitué de trois sous-unités, RPA70, RPA32 et RPA14, et 
joue un rôle important lors de la réplication pour stabiliser l’ADN déroulé. E1 interagit 
avec la sous-unité RPA70, via le domaine de liaison à l’ADN sb de cette dernière (Han 
et al., 1999; Loo & Melendy, 2004). D’ailleurs, Loo et al. ont démontré in vitro que les 
interactions de RPA avec l’ADN et avec E1 sont mutuellement exclusives, puisque 
l’ADN sb compétitionne l’interaction E1-RPA. Ils suggèrent que E1 interagit avec RPA 
pour son chargement sur l’ADN fraîchement déroulé et qu’une fois l’ADN lié, E1 libère 
RPA et s’engage dans la liaison d’un nouveau hétérotrimère de RPA. Il est à noter que 
E2 a aussi été proposé comme partenaire d’interaction de RPA, suggérant que les deux 
protéines virales puissent coopérer pour le recrutement de RPA sur le génome du VPH 
(Li & Botchan, 1993). 
1.4.5.2 Facteurs de remodelage de la chromatine : H1 et hSNF5 
Puisque la réplication virale exploite la machinerie cellulaire de réplication, il 
n’est pas étonnant que le génome du VPH soit associé à des nucléosomes. Incidemment, 
on peut s’attendre à ce que la chromatine virale subisse des changements similaires à la 
chromatine cellulaire, soit par la modification post-traductionnelle des histones ou par le 
remodelage de l’organisation chromatinienne. Une interaction entre le domaine N-
terminal de E1 (1-185 pour E1 du VPH11) et l’histone H1 a été rapportée (Swindle & 
Engler, 1998). La liaison de E1 à H1 a été détectée non seulement in vitro, mais aussi 
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par une approche de co-immunoprécipitation d’extraits nucléaires. Contrairement aux 
histones qui forment les nucléosomes octamériques, l’histone H1 ne fait pas partie de 
cette structure en « collier de perles » observée en microscopie électronique. Sa fonction 
est plutôt de stabiliser les nucléosomes et de s’associer à l’ADN dans les régions inter-
nucléosomales afin de favoriser la compaction de la chromatine par des interactions 
nucléosome-nucléosome (Kowalski & Palyga, 2012). La modulation de l’interaction 
entre H1 et l’ADN permet de réguler cette compaction d’ordre supérieur et de réguler les 
fonctions cellulaires qui y sont sensibles, dont la transcription et la réplication. 
Effectivement, les nucléosomes font obstacles à la synthèse de l’ADN lors de la 
réplication du VPB1 (Li & Botchan, 1994). Les travaux de Swindel et al. suggèrent que 
E1 permet d’inhiber l’interaction entre H1 et l’ADN, tel que démontré par des essais de 
protection des endonucléases. L’action de E1 sur le déplacement de H1 et la 
modification de la topologie de la chromatine virale pourrait constituer un mécanisme 
facilitant l’élongation durant la réplication de l’ADN du VPH.  
Une approche de double hybride a aussi permis l’identification d’une interaction 
entre E1 et le facteur Ini1/hSNF5, une sous-unité du complexe de remodelage de la 
chromatine SWI/SNF (switch/sucrose non-fermenting) (Lee et al., 1999). Ce complexe 
multiprotéique module activement la position et la composition en histones de la 
chromatine grâce à son activité ATPase. Des essais de réplication transitoire ont révélé 
que SNF5 favorise la synthèse de l’ADN viral de telle sorte que sa surexpression ou sa 
déplétion par ARN interférence module à la hausse ou à la baisse, respectivement, la 
réplication du VPH. L’interaction semble requérir certains résidus dans l’OBD et le 
domaine C-terminal de E1, et les aa 182-331 de hSNF5. Ainsi, la régulation de la 
compaction de la chromatine pourrait être effectuée directement par des interactions de 
E1 avec les protéines de remodelage et faciliter la réplication virale. 
1.4.5.3 Chaperonnes : Hsp40 et Hsp70 
Une interaction entre E1 et les chaperonnes cellulaires Hsp70 et Hsp40 (heat 
shock protein) a été rapportée dans la littérature (Lin et al., 2002; Liu et al., 1998). Les 
fonctions cellulaires de Hsp70 sont diverses et impliquent notamment le repliement des 
polypeptides, le transport des protéines et l’assemblage de complexes multiprotéiques. 
Hsp40 est une famille de chaperonnes, comprenant Hdj1 et Hdj2, dont la fonction est 
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principalement de moduler l’activité et la spécificité de Hsp70 (Fan et al., 2003; Mayer 
& Bukau, 2005). L’association et la dissociation de Hsp70 à son substrat sont régulées 
par la liaison de l’ATP, et l’activité ATPase de Hsp70 est induite par des co-chaperonnes 
telles que Hsp40. Les travaux de Liu et al. suggèrent que Hsp70 et Hsp40 stimulent 
in vitro l’assemblage de E1 sur l’ori virale, et ce, de manière indépendante et additive. 
Ils démontrent également que Hsp70 interagit transitoirement avec E1, alors que Hsp40 
semble se lier de manière stable et former un complexe E1-Hsp40-ADN. Cette 
activation par Hsp70 nécessite l’hydrolyse de l’ATP, alors que celle induite par Hsp40 
est indépendante de l’ATP. De plus, Hsp40 stimule l’oligomérisation en double 
hexamère et incidemment, l’addition de Hsp70 et Hsp40 stimule légèrement la 
réplication transitoire de l’ADN du VPH. Tel que précédemment mentionné, lors de 
l’assemblage du réplisome viral, E2 agit comme facteur de coopérativité pour le 
recrutement spécifique de E1 à l’origine, mais E2 doit ultérieurement être évincé de 
l’ADN pour permettre l’initiation de la réplication sinon inhibée. Les travaux de Lin 
et al. suggèrent que les chaperonnes jouent un rôle actif dans l’exclusion de E2 du 
complexe E1-ADN. L’effet inhibiteur d’un excès de E2 dans des essais hélicase, dans 
lesquels l’activité de déroulement de l’ADN par E1 est évaluée, est levé par l’ajout de 
Hsp70 ou Hsp40. De plus, ces chaperonnes ne demeurent pas associées à l’ADN une 
fois que l’hélicase virale a initié son activité. Ainsi, les protéines Hsp70 et Hsp40 
pourraient être impliquées à une étape précoce pour promouvoir l’assemblage du pré-
réplisome. 
1.4.5.4 p56 et E1-BP 
Les interférons sont des facteurs connus pour leur capacité à inhiber la 
réplication du génome du VPH. Une étude suggère que p56, une protéine dont 
l’expression est régulée par l’interféron, inhibe la réplication de l’ADN viral (Terenzi et 
al., 2008). La réplication du génome viral est augmentée par la déplétion de p56. Le 
domaine C-terminal de E1 interagit avec p56, une interaction qui relocalise E1 du noyau 
au cytoplasme. De plus, p56 inhibe in vitro la réplication de l’ADN viral, ainsi que 
l’activité hélicase de E1 (Terenzi et al., 2008). Cet effet pourrait être occasionné par le 
potentiel inhibiteur de p56 sur l’interaction E1-E2 et E1-ori (Saikia et al., 2010). La 
délétion du résidu F399 de E1 du VPH18 génère une protéine incapable d’interagir avec 
  
53 
p56. Cette mutation n’affecte pas l’activité de réplication de E1, mais la rend insensible 
à l’effet inhibiteur de p56 et de l’interféron. Cependant, des études utilisant d’autres 
génotypes montrent que la substitution en alanine du résidus correspondant à F399 
affecte profondément l’activité de réplication de E1 (Fradet-Turcotte, Morin, et al., 
2010; Titolo et al., 2000). De plus, nos propres études n’ont pas permis de détecter une 
interaction entre E1 et p56 (Lehoux & Archambault, non publié). 
E1-BP (ou TRIP13, thyroid hormone receptor interactor 13) est une autre 
protéine identifiée comme interagissant avec E1 du VPH16. Des mutants de E1 défectifs 
pour cette interaction présentent un défaut de réplication de l’ADN, mais aussi une 
altération d’autres activités de E1 (oligomérisation, ATPase ou interaction avec E2). 
Aucune étude à ce jour ne s’est intéressée à l’implication directe de E1-BP dans la 
réplication virale. 
1.4.5.5 UAF1 
L’interaction E1-UAF1 a été identifiée par notre laboratoire via une approche de 
chromatographie d’affinité en tandem couplée à la spectrométrie de masse. La région N-
terminale de E1 de tous les VPH anogénitaux contient un domaine de liaison hautement 
conservé pour UAF1, contrairement aux virus cutanés ou aux virus du boeuf et du lapin 
(Cote-Martin et al., 2008). L’interaction a été validée avec plusieurs VPH anogénitaux : 
VPH6, VPH11, VPH16, VPH18, VPH31 et VPH33 (données non publiées et (Cote-
Martin et al., 2008)). Ce domaine d’interaction a été délimité aux résidus 10-40 de E1 
pour le VPH31. Trois protéines mutantes de E1, contenant des substitutions d’aa en 
alanines, ont aussi été générées et identifiées comme étant défectives pour l’interaction 
avec UAF1 : W17A/F18A (ou E1 WF), V20A/E21A (ou E1 VE) et V23A/I24A (ou 
E1 VI). 
Nous avons démontré que l’interaction E1-UAF1 induit la relocalisation de 
UAF1 du cytoplasme jusqu’au noyau, un phénomène abolit par n’importe laquelle des 
trois mutations de E1. De plus, des génomes pleine longueur encodant ces substitutions 
(WF, VE ou VI) génèrent un défaut majeur de maintien de l’épisome viral dans des HFK 
non différenciés. Plus spécifiquement, la réplication transitoire catalysée par ces 
protéines mutantes est moins efficace, sans toutefois être totalement inhibée (Cote-
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Martin et al., 2008; Fradet-Turcotte, Morin, et al., 2010). Similairement, une version 
tronquée de E1, dépourvue de son domaine de liaison à UAF1 (E1Δ, 40-629), présente 
aussi un important défaut de réplication transitoire de l’ADN (Morin et al., 2011). Ce 
phénotype semble indiquer que l’interaction avec UAF1 est importante pour la 
réplication de l’ADN viral. 
Cette thèse s’intéresse essentiellement à la fonction de UAF1 dans le cycle viral 
et de son implication dans la régulation de la déubiquitination. Les prochaines sections 
sont donc consacrées aux voies de l’ubiquitination et de la déubiquitination (section 1.5), 
ainsi qu’aux fonctions endogènes connues de UAF1 (section 1.6). 
1.5   Ubiquitination et déubiquitination 
1.5.1  Ubiquitination 
L’ubiquitination, à l’instar de la phosphorylation, est une modification post-
traductionnelle réversible. Lors de la réaction d’ubiquitination, l’ubiquitine, une petite 
protéine de 76 aa, est attachée de manière covalente à un substrat, typiquement sur la 
chaîne latérale de résidus lysine de ce dernier (Welchman et al., 2005). Le transfert de 
l’ubiquitine se fait en trois étapes qui nécessitent chacune une famille d’enzymes : une 
enzyme activatrice (E1), une enzyme de conjugaison (E2) et une ubiquitine-ligase (E3). 
Les E3 ubiquitine-ligases sont les enzymes qui agissent comme facteurs de 
sélectivité du substrat à ubiquitiner (Metzger et al., 2012). Les E3 sont sous-divisés en 
deux familles, en fonction de leur mécanisme catalytique : les E3 à domaine HECT 
(homologous to E6-associated protein C-terminus) ou à domaine RING (really 
interesting new gene). Les E3 de type HECT contiennent un résidu cystéine qui est 
utilisé pour transférer l’ubiquitine au substrat et est donc directement impliqué dans le 
mécanisme catalytique. Les E3 à domaine RING, pour leur part, ne sont pas directement 
impliqués dans le transfert de l’ubiquitine, mais agissent plutôt comme protéines 
d’échafaudage permettant le rapprochement du substrat et d’une enzyme de conjugaison 
E2 qui transfère directement l’ubiquitine. Il existe plus de 600 E3 ubiquitine-ligases, 
mais ce nombre demeure relativement limité comparativement au grand nombre de 
substrats potentiels et ne permet pas d’expliquer à lui seul la spécificité de la réaction 
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d’ubiquitination. Ce mystère fut en partie résolu par la découverte d’un nouveau niveau 
de complexité dans la régulation de cette modification. En 1997, un complexe 
multiprotéique de type SCF fut identifié et constitue présentement le membre 
prototypique de la superfamille des ligases Culline-RING (Feldman et al., 1997; Sarikas 
et al., 2011; Skowyra et al., 1997). Les SCF sont des E3 ubiquitine-ligases de la famille 
RING et sont composées de quatre sous-unités : la protéine d’échafaudage Cul1, la 
protéine à domaine RING Rbx1/Roc1, l’adaptateur Skp1 et une protéine de type F-box. 
La protéine F-box agit comme un récepteur de substrat et en détermine la spécificité, et 
β-TrCP est devenu l’un de ses membres le mieux caractérisé (voir Figure 1.11). Ces 
ligases Culline-RING étant modulaires, les différentes isoformes des sous-unités 
s’assemblent de manière combinatoire en un très grand nombre de E3 ubiquitine-ligases 
différentes avec des spécificités de substrat variables.  
 
 
Figure 1.11 E3 ubiquitine-ligase de type SCF 
 Modèle du membre prototypique des E3 ubiquitine-ligases de type SCF(β-TrCP). Les sous-unités 
Rbx1, Cul1, Skp1 et la protéine F-box β-TrCP sont identifiées, ainsi que le substrat indiqué à droite par un 
peptide de format « atomes colorés ». Adapté de (Cardozo & Pagano, 2004), avec la permission de Nature 
Publishing Group. 
 
Domaine d’interaction  






L’ubiquitination possède plusieurs fonctions biologiques qui sont en partie 
expliquées par les différents types d’ubiquitination. Contrairement à la phosphorylation, 
l’ubiquitination prend plusieurs formes en fonction du nombre d’ubiquitines transférées 
sur un même substrat et variant de la monoubiquitination à la polyubiquitination. De 
plus, l’ubiquitine possède sept lysines (K6, K11, K27, K29, K33, K48 et K63) qui 
peuvent toutes être utilisées pour la conjugaison de chaînes d’ubiquitines à topologie 
variable qui spécifieront leurs fonctions. La variante de l’ubiquitination la plus connue 
est certainement la polyubiquitination de type K48 et qui est généralement utilisée 
comme signal de ciblage vers le protéasome, un complexe multiprotéique impliqué dans 
la dégradation des protéines. Un autre patron d’ubiquitination classique est le type K63 
qui est notamment exploité dans le marquage de cargos membranaires pour l’endocytose 
et le tri intracellulaire, permettant notamment l’internalisation de récepteurs plasmiques. 
Cette endocytose induite par l’ubiquitination permet de désensibiliser les voies modulées 
par ces récepteurs, et de réguler leur abondance en surface soit en dictant leur recyclage 
ou leur dégradation lysosomale. L’ubiquitination d’une protéine permet des interactions 
avec des motifs de liaison à l’ubiquitine (UBM, ubiquitin-binding motif) contenus dans 
un très grand nombre de protéines qui dictent la liaison de substrats spécifiques ayant 
des topologies d’ubiquitination particulières. Ces protéines à UBM contribuent 
grandement à dicter la fonction et le destin du substrat ubiquitiné. 
1.5.2  Déubiquitination 
Tout comme la phosphorylation, les réactions d’ubiquitination doivent être 
finement régulées. Bien que la réaction d’ubiquitination soit hautement contrôlée, 
temporellement et par la spécificité du substrat, la réaction inverse de déubiquination est 
également importante. Ceci est illustré par le nombre grandissant de pathologies 
associées à des défauts de déubiquitination (Nijman, Luna-Vargas, et al., 2005). La 
déubiquitination est catalysée par les déubiquitinases (DUB) dont on estime le nombre 
dans le génome humain à 95 membres. Les DUB sont des protéases appartenant soit à la 
classe des métallo-protéases (sous-classe JAMM, JAB1/MPN/Mov31 metalloenzymes) 
ou à celle des protéases à cystéine. Les DUB utilisant une cystéine comme résidu 
catalytique peuvent être sous-divisées en quatre sous-classes : hydrolases C-terminale de 
l’ubiquitine (UCH), protéases Otubain (OTU, ovarian tumor proteases), protéases MJDs 
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(Machado-Joseph disease protein domain proteases) et protéases spécifiques à 
l’ubiquitine (USP, ubiquitin-specific proteases).  
Les USP sont des protéases à cystéine qui englobent plus de la moitié des DUB 
connues. Ils possèdent deux motifs hautement conservés, une boîte histidine et une boîte 
cystéine, contenant les résidus catalytiques. Les déterminants de la spécificité de ces 
enzymes sont peu connus et il est intriguant que le nombre de E3 ubiquitine-ligases soit 
largement supérieur au nombre de DUB, suggérant l’existence de mécanismes de 
régulation inconnus. Ceci est encore une fois similaire aux réactions de phosphorylation 
dans lesquelles le nombre de phosphatases est nettement inférieur à celui des kinases. 
Dans le cas des phosphatases, on sait maintenant que l’association avec des sous-unités 
régulatrices et la compartimentalisation cellulaire sont des modes de régulation de la 
déphosphorylation (Sacco et al., 2012). Il a été démontré expérimentalement que les 
USP ont une sélectivité pour un nombre limité de substrats et que certains sont 
spécifiques à certaines formes d’ubiquitination ou de branchements d’ubiquitine (Faesen 
et al., 2011; Nijman, Luna-Vargas, et al., 2005). Les deux boîtes catalytiques des USP 
sont souvent séparées par des régions hautement variables en composition et en longueur 
qui pourraient vraisemblablement être impliquées dans la régulation de ces protéases 
(Ye et al., 2009). Plusieurs modifications post-traductionnelles peuvent moduler 
l’activité des DUB, dont la phosphorylation, la SUMOylation et l’ubiquitination 
(Villamil et al., 2013). Les USP sont aussi régulés dans leur abondance via la 
modulation de leur stabilité, de leur transcription et de leur localisation cellulaire. Le 
clivage protéolytique des USP est un autre moyen de contrôler leur activité. Notamment, 
USP7 est inactivé par un clivage dépendant des caspases, alors que USP1 subit un auto-
clivage qui stimule sa dégradation protéasomale (Huang et al., 2006; Vugmeyster et al., 
2002). Finalement, plusieurs USP comportent aussi des motifs d’interaction leur 
permettant de s’associer avec leurs substrats ou des protéines régulatrices, et plusieurs 
complexes protéiques comportant des USP ont été répertoriés (Sowa et al., 2009; Ventii 
& Wilkinson, 2008). Par exemple, l’interaction entre la GMP synthétase et USP7 a été 
démontré comme étant stimulatrice pour son activité protéolytique (van der Knaap et al., 
2005). En outre, la protéine UAF1 fonctionne comme cofacteur de USP1, USP12 et 
USP46 (voir section 1.4.4).  
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1.5.3  Ubiquitine et infections virales 
Les infections virales entraînent l’activation d’une multitude de voies dont 
certaines constituent une réponse antivirale face à laquelle les virus développent souvent 
des stratégies d’évasion, alors que d’autres servent au bénéfice du virus. Les voies de 
l’ubiquitine ne font pas exception et sont souvent modulées lors des infections. Certains 
virus détournent des E3 ubiquitine-ligases cellulaires ou encodent leurs propres enzymes 
pour favoriser l’ubiquitination et la dégradation de diverses protéines néfastes pour le 
cycle viral (Gao & Luo, 2006; Isaacson & Ploegh, 2009). L’inhibition de la réponse 
immunitaire par la dégradation des protéines présentatrices d’antigène CMH I est 
observée dans plusieurs cas, notamment par les E3 ubiquitine-ligases K3 et K5 de 
l’herpèsvirus humain 8 (ou KSHV, Kaposi's sarcoma-associated herpesvirus) qui 
favorisent la dégradation lysosomale de CMH I. La protéine Vpu du VIH-1 sert aussi de 
protéine adaptatrice entre la E3 ubiquitine-ligase SCF(β-TrCP) et le corécepteur CD4 
des lymphocytes T, qui est ainsi ciblé pour la dégradation par le protéasome 
(Nomaguchi et al., 2008). 
La déubiquitination de certaines protéines peut aussi être contrôlée par les virus. 
USP7, aussi connu sous le nom de HAUSP (herpesvirus-associated ubiquitin-specific 
protease), est impliqué de manière endogène dans la stabilisation de p53. Le virus de 
l’herpes simplex 1 encode la protéine ICP0 qui interagit avec USP7 et l’empêche de lier 
et stabiliser p53. Cette interaction inhibe ainsi l’apoptose et l’arrêt de la prolifération 
cellulaire. ICP0, étant une E3 ubiquitine-ligase, peut aussi induire directement la 
polyubiquitination et l’instabilité de p53. La liaison ICP0-USP7 est aussi connue pour 
stabiliser ICP0, qui autrement est déstabilisé par son auto-ubiquitination (Canning et al., 
2004). De façon similaire, la protéine EBNA1 du virus Epstein-Barr (EBV) séquestre 
USP7 et déstabilise p53. L’interaction EBNA1-USP7 semble aussi jouer un rôle au 
cours de la réplication de l’ADN viral (Sarkari et al., 2009). USP7 est directement 
recruté sur le génome du EBV et est impliqué dans la déubiquitination de l’histone H2B, 
possiblement pour favoriser un remodelage de la chromatine compatible avec la 
réplication. Certains virus encodent leurs propres DUB, tels l’adenain des adénovirus et 
la PLpro (papain-like protease) des coronavirus, mais leur fonction demeure peu connue 
à ce jour. 
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Le détournement des voies de l’ubiquitination joue aussi un rôle prépondérant 
dans le contexte de l’infection par le VPH, notamment en ce qui a trait à l’induction de 
l’instabilité des protéines cellulaires p53 et pRb, respectivement par E6 et E7 (voir 
section 1.2.4.3). Notre laboratoire a aussi identifié dans le passé une interaction entre E1 
et UAF1, une protéine associée aux enzymes de déubiquitination USP1, USP12 et 
USP46. L’implication au cours du cycle viral de UAF1 et des DUB associées est un 
sujet d’importance dans cette thèse. Les fonctions endogènes connues de ces enzymes 
sont détaillées dans les prochaines sections. 
1.6   UAF1 
1.6.1  Généralités 
La protéine cellulaire UAF1 (USP1-associated factor 1), aussi connue sous le 
nom de p80 ou de WDR48, a été mentionnée pour la première fois dans la littérature en 
2002 par le laboratoire du Dr Jae U. Jung (Park et al., 2002). Dans les cellules humaines, 
cette protéine s’associe aux enzymes USP1, USP12 et USP46, d’où son nom UAF1 
(Cohn et al., 2009; Cohn et al., 2007). La dénomination UAF1 est maintenant 
généralement acceptée, mais on utilisera le nom p80 dans l’article de la section 2, publié 
antérieurement à l’adoption de la nouvelle nomenclature. 
UAF1 est encodé par un gène localisé sur le chromosome 3 dont aucune mutation 
n’a été associée à des manifestations cliniques, outre un événement de translocation 
ayant mené à la fusion de UAF1 avec le récepteur PDGFR dans une leucémie aiguë 
myéloblastique (Hidalgo-Curtis et al., 2010). Les premières études sur UAF1 ont débuté 
par l’identification de son interaction avec la protéine Tip (tyrosine kinase-interacting 
protein) du virus de l’herpès Saimiri. Tip s’associe sous forme d’un complexe ternaire 
avec UAF1 et la tyrosine-kinase Lck (lymphocyte-specific kinase) dans les 
lymphocytes T (Jung et al., 1995; Park et al., 2002). L’interaction Tip-UAF1 induit la 
formation d’endosomes tardifs et de lysosomes, où UAF1 et Lck sont relocalisés. Ce 
complexe Tip-UAF1 favorise la dégradation lysosomale de Lck et mène à la déplétion 
des récepteurs des cellules T (TCR, T-cell receptor) et du corécepteur CD4 à la surface 
des cellules. En outre, l’internalisation des récepteurs TCR requiert le recrutement de ces 
derniers et de Tip dans des radeaux lipidiques, un phénomène sollicitant également 
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l’interaction Tip-UAF1 (Park et al., 2003). Ces études suggèrent donc que Tip-UAF1 
interfère avec la signalisation des cellules T en modulant le transport endosomal et la 
dégradation de récepteurs et de kinases. Il est à noter que la localisation lysosomale de 
UAF1 semble être une observation isolée qu’aucun autre groupe, incluant le nôtre (voir 
section 2), n’a réussi à reproduire ; une disparité possiblement attribuable aux types 
cellulaires utilisés. Plusieurs nouvelles fonctions de UAF1 ont été décrites au cours de la 
dernière décennie et sont assimilables principalement à ses partenaires d’interaction, qui 
sont énumérés dans les sections subséquentes. Des souris transgéniques déficientes pour 
UAF1 (knock-out) ont été récemment générées (Park et al., 2013). La délétion 
homozygote (UAF1 -/-) est létale au stade embryonnaire avant le jour E7.5, toutefois le 
mutant hétérozygote (UAF1 +/-) est viable. Les souris hétérozygotes montrent plusieurs 
défauts de développement : elles ont une petite taille, montrent des défauts du 
développement squelettique, ont des problèmes de fertilité et sont très sensibles aux 
agents inducteurs de dommages à l’ADN. Ce dernier phénotype est cohérent avec la 
fonction attribuée à UAF1 dans la régulation des voies de réponse aux dommages à 
l’ADN via son interaction avec USP1 (voir section 1.6.4). Toutefois, comparativement à 
la souris transgénique USP1 -/-, la souris UAF1 +/- montre une hypersensibilité 
supérieure aux agents génotoxiques, suggérant que UAF1 accomplit des fonctions 
indépendantes de USP1 pour le maintien de la stabilité génomique. Les investigations 
sur les défauts de ces souris, notamment en ce qui a trait aux autres fonctions de UAF1, 
demeurent à effectuer. 
1.6.2  Évolution et structure de UAF1 
Aucune information n’est présentement disponible sur le repliement de UAF1, 
cependant certains domaines structuraux sont identifiables à l’intérieur de la protéine 
(voir Figure 1.12A). Dans la portion N-terminale, une répétition de 7-8 motifs WD40 est 
présente et est prédite pouvoir se replier en hélices de feuillets β antiparallèles (ou β-
propeller). La structure β-propeller de WDR5, la protéine à WD40 dont la structure est 
résolue et ayant la plus grande homologie de séquence avec UAF1, est représentée dans 
la Figure 1.12B. Le nom du motif WD40 est dérivé du fait que ce domaine est 
typiquement composé d’environ 40 aa comportant un dipeptide WD en son C-terminal. 
Chaque WD40 forme une « pale » comportant un feuillet β antiparallèle constitué de 
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quatre brins β, et l’ensemble des « pales » (en général 7-8) forme une structure en forme 
d’hélice ou β-propeller. La structure est stabilisée par des interactions hydrophobes 
entre les « pales » et par leur entrelacement de telle sorte que le dernier brin β d’un motif 
WD40 et les trois premiers brins β du motif subséquent forme chaque « pale ». Cette 
structure rigide offre une exposition étendue de ses surfaces (latérale, supérieure et 
inférieure) et est généralement connue pour être impliquée dans des interactions 
protéine-protéine. Un domaine C-terminal semblable à l’ubiquitine a également été 
identifié in silico dans UAF1. Sa classification n’est pas clairement établie, mais ce 
domaine pourrait appartenir à la famille des domaines UBX (ubiquitin-like X) ou des 
SLD (SUMO-like domain) ; cette dernière possibilité est supportée par une littérature 
plus abondante (Sanchez-Pulido et al., 2008; Yang et al., 2011). 
UAF1 est une protéine présente chez tous les eucaryotes, de la levure à l’humain 
(voir Figure 1.12C). Tous les orthologues de UAF1 contiennent les motifs WD40 en N-
terminal, suggérant que cette région joue un rôle biologiquement important. Une section 
du domaine C-terminal est également hautement conservé et comprend le domaine SLD. 
L’orthologue de UAF1 chez S. pombe est nommé Bun107 et interagit avec la DUB 
Ubp9, l’homologue de USP12 (Kouranti et al., 2010). Bun107 est localisé dans le 
cytoplasme, principalement dans le septum et près de la membrane. Similairement au 
complexe UAF1-USP12, Bun107 est important pour l’activité enzymatique de Ubp9 et 
de plus module sa localisation cellulaire en favorisant sa rétention cytoplasmique. Des 
analyses d’interactions génétiques ont permis à Kouranti et al. de suggérer que le 
complexe Bun107-Ubp9 joue un rôle lors de l’endocytose et de la réorganisation du 
cytosquelette. Un autre élément intéressant est que Bun107 et Ubp9 forment un 
complexe ternaire avec une autre protéine à WD40, Bun62, qui est l’orthologue de 
WDR20. Ce complexe ternaire existe également chez l’humain sous la forme UAF1-
WDR20-USP12 (voir section 1.6.5). L’orthologue de UAF1 chez S. cerevisiae se 
nomme Duf1 (DUB-associated factor 1), ou Yol087c, et s’associe également avec des 
enzymes de déubiquitination. En l’occurrence, Duf1 interagit avec Ubp9 et Ubp13, les 
homologues de USP12 et USP46 respectivement (Kanga et al., 2012). Duf1, Ubp9 et 






Figure 1.12 UAF1 : topologie, structure et évolution 
 A) Représentation schématique de la topologie de UAF1. Les 8 motifs WD40 sont identifiés dans 
la région 1-388. L’authenticité du 8e WD40 étant incertaine, il est représenté par un dégradé. Le domaine 
C-terminal de type SLD (SUMO-like domain) est aussi indiqué. B) Structure cristallographique de 
WDR5, la protéine dont la structure du domaine β-propeller est connue et ayant la plus grande homologie 
avec UAF1. La protéine est colorée du bleu au rouge, du N-terminal au C-terminal. PDB no 2H68 
C) Arbre phylogénétique de différents orthologues de UAF1. Comparaison de la séquence primaire 
d’orthologues de UAF1 originaires d’une sélection d’organismes eucaryotes variés. L’arbre a été généré 
par analyse ClustalW non-enraciné (neighbor joining). La longueur des branches est inversement 
proportionnelle à l’homologie de séquence. 
 
1.6.3  Rôle comme cofacteur de DUB 
Au cours des dernières années, quelques laboratoires, incluant le nôtre, se sont 
intéressés aux fonctions endogènes de UAF1. Des études protéomiques ont indiqué que 
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(Cohn et al., 2009; Cohn et al., 2007). Tel que décrit dans la section précédente, ces 
interactions sont conservées chez tous les eucaryotes et semblent donc être 
fondamentales dans la fonction de UAF1. 
Cohn et al. ont d’abord identifié USP1 comme partenaire d’interaction de UAF1, 
initiant l’adoption de la nomenclature USP1-associated factor 1 (Cohn et al., 2007). 
USP1 est retrouvé majoritairement associé à UAF1 in vivo, suggérant un complexe dont 
la formation est constitutive et stoechiométrique. L’interaction UAF1-USP1 augmente 
in vitro et in vivo l’activité déubiquitinase de USP1 vis-à-vis de son substrat FANCD2 
(voir section 1.6.4). D’ailleurs, USP1 possède une activité enzymatique très faible en 
absence de UAF1. Cette induction dépend de l’augmentation de la constante catalytique 
(Kcat ou turnover) et n’affecte que marginalement son affinité pour le substrat (Km) 
(Faesen et al., 2011). De plus, la liaison UAF1-USP1 requiert le domaine WD40 de 
UAF1. Des études subséquentes ont démontré que UAF1 s’associe aussi à deux autres 
enzymes de déubiquitination, USP12 et USP46, et induit leur activité de manière 
similaire à USP1 (Cohn et al., 2009). Les complexes UAF1-USP sont mutuellement 
exclusifs, si bien qu’une seule USP peut s’associer avec UAF1 à un moment donné. 
L’induction de l’activité déubiquitinase est également un aspect conservé pour 
l’orthologue Duf1 (Kanga et al., 2012). 
La modulation de l’activité des USP par UAF1 est un nouveau mode de 
régulation des réactions de déubiquitination. Plusieurs autres DUB ont été identifiées en 
association avec des protéines à domaine WD40 et la formation de ces complexes 
pourrait constituer un mécanisme de régulation des DUB assez courant (Cohn et al., 
2007; Sowa et al., 2009; Villamil et al., 2013). L’induction de l’activité de USP1 par 
UAF1 a été plus spécifiquement disséquée et procède via la modulation de la 
conformation de la triade catalytique, soit par interaction directe avec le site actif ou par 
un effet allostérique (Villamil, Chen, et al., 2012). Ces résultats démontrent que UAF1 
joue un rôle fondamental dans la régulation de l’activité des déubiquitinases USP1, 
USP12 et USP46. Il faut noter que l’architecture de ces complexes est probablement 
plus élaborée, tel que démontré par la découverte que la protéine WDR20, une autre 
protéine à domaine WD40, peut s’associer sous la forme d’un complexe ternaire avec 
UAF1 et USP12 et stimuler encore davantage l’activité catalytique de USP12 (Kee et al., 
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2010). Pour mieux comprendre la fonction de UAF1 en lien avec la déubiquitination, les 
prochaines sections sont consacrées aux DUB s’associant avec UAF1.  
1.6.4  USP1 
Le gène encodant USP1 a été cloné il y a environ 15 ans. USP1 est une protéine de 
88 kDa possédant les boîtes catalytiques classiques des USP (Fujiwara et al., 1998). 
L’activité déubiquitinase de USP1 est dépendante de la cystéine C90 et de 
l’hétérodimérisation avec UAF1. USP1 joue un rôle central dans la réponse aux 
dommages à l’ADN en régulant la voie de l’anémie de Fanconi (FA) et de la synthèse 
translésionnelle de l’ADN (Translesion synthesis, TLS), en déubiquitinant 
respectivement FANCD2 et PCNA. USP1 est également impliqué dans la stabilisation 
de certaines protéines dont les protéines ID (inhibitor of DNA-binding) et PHLPP1 





Figure 1.13 USP1 : topologie et fonctions 
A) Schéma illustrant le rôle de USP1 dans la régulation de diverses voies cellulaires. Dans la voie 
de l’anémie de Fanconi (haut), le complexe E3 ubiquitine-ligase (FA core complex) monoubiquitine les 
effecteurs FANCD2 et FANCI qui dimérisent sur l’ADN au site de lésion (ICL) et induisent le 
recrutement des facteurs de réparation. UAF1-USP1 assure la déubiquitination de FANCD2 et FANCI et 
permet l’inactivation de la voie. Le recrutement des ADN polymérases translésionnelles requiert la 
monoubiquitination de PCNA et permet de poursuivre la synthèse de l’ADN malgré la lésion (milieu). 
UAF1-USP1 antagonise cette voie et assure son activation opportune. UAF1-USP1 inhibe aussi la 
différenciation cellulaire en stabilisant les protéines ID qui sont des régulateurs négatifs des facteurs de 
transcription bHLH. B) Représentation schématique des domaines de USP1. Les boîtes cystéine (cys box) 
et histidine (his box), requises pour la fonction enzymatique de USP1 sont indiquées en vert. Le motif de 





dans la liaison avec UAF1 n’est pas clairement définie ; deux domaines ont été proposés et sont indiqués 
sous le schéma. Le motif d’auto-clivage Gly-Gly et le site de phosphorylation Ser313 sont indiqués. 
D’après (Garcia-Santisteban et al., 2013). 
 
La voie FA permet notamment de réparer les dommages à l’ADN de type 
réticulation inter-brin (ICL, interstrand crosslinks) en activant un complexe 
multiprotéique de huit protéines ayant une activité E3 ubiquitine-ligase (FA core 
complex) et menant à la monoubiquitination des protéines effectrices FANCD2 et 
FANCI. Une fois ubiquitinées, ces protéines hétérodimérisent, s’associent à la 
chromatine aux sites de dommage et recrutent des facteurs de réparation dont ceux de la 
recombinaison homologue (Nakanishi et al., 2005). L’activation opportune et la 
désactivation de la réponse une fois la réparation effectuée s’effectuent via le contrôle du 
niveau de monoubiquitination de FANCD2 et FANCI. La déubiquitination de FANCD2 
est catalysée par USP1, ce qui est aussi présumé pour FANCI puisque la déplétion de 
USP1 augmente sa monoubiquitination (Nijman, Huang, et al., 2005; Smogorzewska et 
al., 2007). La reconnaissance de l’hétérodimère FANCD2-FANCI par le complexe 
UAF1-USP1 nécessite le motif C-terminal SLD de UAF1 qui permet l’interaction avec 
le motif SIM (SUMO-like domain-interacting motif) de FANCI (Yang et al., 2011). La 
désactivation de la voie FA par USP1 est importante pour le bon fonctionnement de 
cette voie. Effectivement, la délétion de USP1 dans des souris transgéniques ou des 
lignées cellulaires génère un phénotype quasi identique à la délétion des gènes impliqués 
dans la monoubiquitination de FANCD2 et récapitule les effets de l’anémie de Fanconi, 
dont l’hypersensibilité à certaines génotoxines (Kim et al., 2009; Oestergaard et al., 
2007; Parmar et al., 2010). Les cellules USP1 -/- montrent une accumulation constitutive 
de FANCD2 sur la chromatine, une hypersensibilité aux dommages à l’ADN et des 
défauts dans la voie de recombinaison homologue (Murai et al., 2011; Oestergaard et al., 
2007). En outre, les souris USP1 -/- exhibent un haut taux de mortalité périnatale (80% 
de décès dans les deux jours postnataux) et des défauts de spermatogenèse menant à 
l’infertilité.  
La protéine PCNA, un facteur de processivité de la réplication de l’ADN 
cellulaire, est aussi un substrat de USP1 (Huang et al., 2006). PCNA subit une 
monoubiquitination, catalysée par Rad18, sur la lysine 164 en réponse à des dommages à 
  
67 
l’ADN occasionnant une pause de la fourche de réplication. L’ubiquitination de PCNA 
induit le recrutement d’ADN polymérases atypiques qui sont capables de franchir les 
lésions et ainsi nommées ADN polymérases translésionnelles (TLS polymerases). Ces 
polymérases TLS sont essentielles pour prévenir les bris de l’ADN db pouvant résulter 
d’un blocage prolongé de la fourche de réplication, mais ont le désavantage d’être plus 
mutagéniques que les polymérases conventionnelles. Il est donc impératif que le 
recrutement de ces polymérases TLS soit effectué de manière appropriée et implique le 
contrôle du niveau de monoubiquitination de PCNA par USP1 (Huang et al., 2006). La 
déubiquitination de PCNA est aussi facilitée par la protéine ELG1, une composante d’un 
complexe alternatif de RFC, qui interagit avec le complexe UAF1-USP1 (Lee et al., 
2010). Le motif SLD de UAF1 est impliqué dans l’interaction avec ELG1 qui contient 
un motif de liaison aux SLD (Yang et al., 2011). 
Tel que mentionné précédemment, USP1 est aussi impliqué dans la stabilisation 
des protéines ID, et plus particulièrement les isoformes ID1, ID2 et ID3 (Williams et al., 
2011). Les protéines ID sont des répresseurs des facteurs de transcription de type bHLH 
(basic helix-loop-helix) qui sont impliqués dans la promotion de la différenciation 
cellulaire de plusieurs tissus. La dégradation des protéines ID est induite dans les tissus 
différenciés, ou dans les cellules en différenciation, et survient suite à leur 
polyubiquitination et leur ciblage au protéasome. La stabilisation des facteurs ID par 
USP1 inhibe l’activité des facteurs de transcription bHLH et maintient les cellules dans 
un état non différencié et prolifératif. Il a d’ailleurs été proposé que certaines tumeurs 
surexpriment USP1 afin de préserver leur potentiel prolifératif et échapper à la 
différenciation terminale. L’inhibition de USP1 dans ces tumeurs pourrait être une 
approche anti-tumorale prometteuse, notamment pour les ostéosarcomes où la déplétion 
de USP1 suffit à induire la différenciation (Williams et al., 2011). 
Dans certains contextes, USP1 semble au contraire pouvoir jouer un rôle de 
suppresseur de tumeur en stabilisant PHLPP1 (PH domain leucine-rich protein 
phosphatase 1) et en évitant sa dégradation par le protéasome (Zhiqiang et al., 2012). La 
phosphatase PHLPP1 est connue pour sa capacité à déphosphoryler divers substrats, 
dont Akt sur la sérine 473 qui est ainsi inactivée (Gao et al., 2005). La voie PI3K-Akt 
joue un rôle central dans la survie et la prolifération des cellules normales et tumorales, 
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et l’inactivation de Akt par PHLPP1 freine la prolifération. Une surexpression de USP1 
a été détectée dans certains tissus tumoraux dont dans les cancers du poumon (Garcia-
Santisteban et al., 2013). Dans ces cellules, la déplétion de USP1 par ARN interférant 
mène à la déstabilisation de PHLPP1 et l’augmentation concomitante de la 
phosphorylation de Akt sur la sérine 473. Tel qu’attendu, la surexpression de PHLPP1 
dans les cellules dérivées de tumeurs pulmonaires induit une inhibition de la 
prolifération cellulaire et une activation de l’apoptose. 
Plusieurs mécanismes permettent de réguler l’activité de USP1. Tel que 
mentionné précédemment, son activité est augmentée par l’interaction avec UAF1 et 
ELG1. Alors que l’abondance de UAF1 semble être constante au cours du cycle 
cellulaire, l’expression de USP1 varie et atteint un maximum lors de la phase S (Nijman, 
Huang, et al., 2005). En outre, l’expression de USP1 est réprimée en réponse aux 
dommages à l’ADN, permettant ainsi l’activation des voies FA et TLS (Cohn et al., 
2007). Cette régulation de l’abondance de USP1 se fait à l’échelle transcriptionnelle, 
mais aussi par l’induction de la dégradation de USP1 par le protéasome. Les dommages 
à l’ADN induisent l’auto-clivage de USP1 à l’intérieur d’un motif di-glycine (G670-
G671) et les deux fragments générés sont hautement labiles et dégradés par le 
protéasome. Le fragment C-terminal possède d’ailleurs un dégron de type N-end rule 
(Huang et al., 2006; Piatkov et al., 2012). Ainsi, des mutations dans USP1 qui inactivent 
son activité catalytique ou la substitution du motif di-glycine entraînent la stabilisation 
de USP1 (Cotto-Rios, Jones, Busino, et al., 2011). L’autocatalyse de USP1 n’inactive 
pas nécessairement son activité enzymatique puisque les fragments générés sont 
maintenus ensemble, en présence de UAF1, sous la forme d’un complexe ternaire actif 
(Cohn et al., 2007). USP1 est polyubiquitiné par la E3 ubiquitine-ligase APC/CCdh1 
(anaphase-promoting complex/cyclosome) en phase G1 (Cotto-Rios, Jones, Busino, et 
al., 2011). Cette activité est régulée par CAPNS1 (calpain small subunit 1) qui 
antagonise APC/CCdh1 (Cataldo et al., 2013). De plus, USP1 est phosphorylé sur la sérine 
313, une modification requise pour l’interaction avec UAF1 et donc pour la formation 
du complexe enzymatique actif UAF1-USP1 (Villamil, Liang, et al., 2012). La sérine 
313 se trouve dans un site de phosphorylation consensus des kinases Cdk. 
Effectivement, USP1 est phosphorylé par Cdk1 in vitro et in vivo (Cotto-Rios, Jones, & 
Huang, 2011) et la forme phosphorylée de USP1 est enrichie lors de la mitose. Ce site de 
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phosphorylation se trouve exactement à l’intérieur du dégron reconnu par APC/CCdh1 
(Figure 1.13B). La phosphorylation de USP1 augmente sa stabilité, possiblement par la 
liaison de UAF1 qui masque le motif de dégradation. En effet, des études antérieures 
démontrent que la simple liaison de UAF1 à USP1, pleine longueur ou clivé, induit sa 
stabilisation (Cohn et al., 2007). Le domaine exact de USP1 requis pour l’interaction 
avec UAF1 reste toutefois sujet de controverse, mais serait localisé entre les aa 235 et 
520 (Garcia-Santisteban et al., 2012; Villamil, Liang, et al., 2012). 
USP1 peut aussi être inactivé, mais de manière réversible, par l’oxydation de sa 
cystéine catalytique par les dérivés réactifs de l’oxygène (ROS, reactive oxygen species), 
une modification permettant de réagir rapidement aux stresss oxydatifs et d’assurer 
l’activation des voies de réparation de l’ADN régulées par USP1 (Cotto-Rios et al., 
2012). Un autre fait intéressant est la localisation nucléaire de USP1, alors que nos 
travaux suggèrent que UAF1 est principalement localisé dans le cytoplasme. Cette 
différence de localisation constitue peut-être un moyen de réguler l’activité de USP1 par 
le contrôle de la translocation nucléaire de UAF1. En accord avec cette hypothèse, USP1 
encode deux NLS capables in vivo d’induire la relocalisation nucléaire de UAF1 
(Garcia-Santisteban et al., 2012). 
1.6.5  USP12 et USP46 
USP12 et USP46 sont également des DUB interagissant avec UAF1 et dont 
l’activité catalytique est induite par cette interaction. Il est à noter que la protéine 
WDR20 a aussi été identifiée comme un autre partenaire de UAF1-USP12 et UAF1-
USP46. Comme pour UAF1, l’interaction avec WDR20 augmente l’activité catalytique 
des USP, et ce, de manière additive à l’induction par UAF1 (Kee et al., 2010). Aussi, la 
liaison de WDR20 est spécifique à USP12 et USP46, puisqu’aucune association n’est 
détectée avec USP1. Le gène encodant USP12 fut originellement cloné en 1998, et 
initialement connu sous le nom UBH1 (ubiquitin hydrolyzing enzyme 1) (Hansen-Hagge 
et al., 1998). USP46 est une DUB hautement apparentée à USP12, partageant plus de 
88% d’identité de séquence. Leur forte homologie laisse présager que ces enzymes 
peuvent présenter une redondance fonctionnelle. Certains travaux suggèrent que ces 
DUB partagent effectivement des substrats communs, mais tel que présenté ci-bas, ces 
enzymes semblent également posséder une certaine spécificité pour des substrats 
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distincts. USP12 et USP46 ont aussi des orthologues chez S. cerevisiae connues sous les 
noms respectifs de Ubp9 et Ubp13.  
Peu d’information existe à ce jour quant à la fonction de ces DUB. Des souris 
possédant un polymorphisme pour USP46, menant à la délétion de la lysine 92, montrent 
de nombreuses altérations comportementales apparentées à la dépression et un défaut de 
la signalisation par le neurotransmetteur GABA (Tomida et al., 2009). La mutation de 
K92 occasionne une diminution de l’activité catalytique de USP46 et le phénotype des 
souris portant cette mutation est similaire aux souris USP46 -/-, suggérant que la 
délétion K92 équivaut à une perte de fonction (Imai et al., 2013; Imai et al., 2012; Zhang 
et al., 2011). Des études épidémiologiques dans la population japonaise démontrent une 
légère association entre certains polymorphismes de USP46 et la dépression, mais pas 
d’association claire avec d’autres pathologies neuropsychiatriques telles la schizophrénie 
ou les troubles bipolaires (Fukuo et al., 2011; Kushima et al., 2010). 
Certains substrats de USP12 et USP46 ont été identifiés dans les dernières années 
(résumé dans le tableau 1.1). Une étude a proposé que UAF1-USP12 et UAF1-USP46 
sont impliqués dans la régulation du niveau de monoubiquitination des histones H2A et 
H2B, menant à une modulation transcriptionnelle de certains gènes importants lors du 
développement embryonnaire chez la grenouille et de la gastrulation plus 
particulièrement (Joo et al., 2011). Plusieurs études ont aussi suggéré que USP12 et 
USP46 jouent un rôle dans la régulation de la stabilité de plusieurs protéines, soit par 
l’inhibition de la dégradation lysosomale ou protéasomale.  
Certains récepteurs de la membrane plasmique, dont l’endocytose et la 
dégradation lysosomale sont régulés par l’ubiquitination, sont des substrats de ces USP. 
Le récepteur du glutamate GLR-1, chez C. elegans, est déubiquitiné et stabilisé par 
USP46 (Kowalski et al., 2011). Lors de la déplétion de USP46, l’abondance de GLR-1 
est réduite d’une façon dépendante de l’endocytose par la clathrine et du tri vers les 
endosomes tardifs et les lysosomes. Paradoxalement, le récepteur membranaire Notch, 
aussi connu pour être dégradé par les lysosomes, est régulé négativement par UAF1-
USP12 (Moretti et al., 2012). Ainsi, la déplétion de USP12 inhibe la translocation de 
Notch vers les lysosomes et augmente son expression de surface et son activité. Par 
contre, l’homologue USP46 n’a aucun effet sur l’abondance de Notch. Ce phénomène 
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est peut-être occasionné par la modulation d’une autre protéine régulatrice de la stabilité 
de Notch et qui demeure à être identifiée. L’implication de USP12 et USP46 dans le tri 
intracellulaire de protéines cargo lors de l’endocytose n’est pas sans rappeler les 
premières études sur UAF1 ayant démontré sa colocalisation avec des marqueurs des 
endosomes tardifs et des lysosomes (Park et al., 2002). L’implication de UAF1 lors de 
l’endocytose est aussi cohérente avec l’observation que l’orthologue Bun107 possède 
des fonctions endocytiques similaires (Kouranti et al., 2010). Il est vraisemblable que 
UAF1 et ses USP associés puissent dans certains contextes jouer un rôle dans la voie 
endocytique, bien que leurs fonctions ne semblent pas limitées à ces compartiments. 
 USP12 et USP46 inhibent aussi la dégradation protéasomale de certaines 
protéines. Notamment, USP12 stabilise le récepteur nucléaire des androgènes (AR, 
androgen receptor) et régule ainsi positivement son activité transcriptionnelle (Burska et 
al., 2013). Cette stabilisation du AR est induite par la présence de UAF1 et de WDR20, 
deux interactions stimulatrices connues pour USP12. La phosphatase PHLPP1, en plus 
d’être ciblée par USP1 (voir section 1.6.4), semble aussi être un substrat de USP12 et 
USP46 (Gangula & Maddika, 2013; Li et al., 2013). Cette stabilisation de PHLPP1 par 
USP12 et USP46 inhibe la voie PI3K-Akt et réduit la prolifération et la survie cellulaire. 
La régulation de la stabilité de PHLPP1 par les trois USP normalement associés à UAF1 
est intéressante puisqu’une étude protéomique a permis d’inférer que UAF1 et PHLPP1 
font partie d’un même complexe (Sowa et al., 2009). L’implication directe de UAF1 




Tableau 1.1 Substrats connus de USP1, USP12 et USP46 




FANCD2  UAF1 Réparation ADN : Voie FA (Nijman, Huang, et al., 2005) 
FANCI  Réparation ADN : Voie FA (Smogorzewska et al., 2007) 
PCNA UAF1/ELG1 Synthèse translésionnelle (Huang et al., 2006) 
ID1, 2 et 3 UAF1 Transcription/différenciation (Williams et al., 2011) 





H2A/H2B UAF1 Transcription/embryogenèse (Joo et al., 2011) 
Notch UAF1 Prolifération/Survie/Différenciation (Moretti et al., 2012) 
AR UAF1/WDR20 Transcription (Burska et al., 2013) 




 H2A/H2B UAF1 Transcription/embryogenèse (Joo et al., 2011) 
GLR-1  Signalisation synaptique (Kowalski et al., 2011) 




1.7   But du projet de recherche 
Les travaux antérieurs de notre laboratoire démontrent que l’hélicase virale E1 
interagit in vivo avec la protéine cellulaire UAF1. Les substitutions d’aa dans E1 qui 
interfèrent avec cette interaction ont un effet inhibiteur sur le maintien du génome viral 
dans des kératinocytes non différenciés. Ces résultats suggèrent que l’interaction E1-
UAF1 est importante pour la réplication de l’ADN du VPH. 
Le but de ce projet de recherche était d’évaluer directement l’implication de la 
protéine UAF1 lors de la pathogenèse du VPH, et plus particulièrement lors de la 
réplication de l’ADN viral. Nous voulions d’abord caractériser le défaut des protéines 
E1 défectives pour l’interaction avec UAF1 par l’utilisation d’un essai de réplication 
transitoire et quantitatif de l’ADN du VPH récemment implanté au laboratoire. Ensuite, 
nous voulions développer un inhibiteur peptidique de l’interaction E1-UAF1 et vérifier 
son effet antagoniste sur la réplication de l’ADN viral. Ainsi, notre objectif était 
d’étudier l’importance du recrutement de UAF1 dans le contexte de protéines virales 
sauvages, évitant tout effet indirect de l’introduction de mutations dans E1. Pour 
confirmer la vraisemblance d’une implication de UAF1 lors de la synthèse de l’ADN 
viral, nous avions aussi pour objectif d’évaluer la localisation cellulaire de UAF1 dans 
un contexte de réplication et son association potentielle avec le réplisome viral et 
l’origine de réplication (voir section 2). 
Ensuite, puisque la fonction de UAF1 est présumée dépendre de ses partenaires 
d’interaction et que notre compréhension de l’interactome dans le contexte de l’infection 
est fragmentaire, nous voulions investiguer l’architecture du complexe associé à E1-
UAF1 dans des cellules du col utérin. Ces études ayant mené à la découverte des 
déubiquitinases USP1, USP12 et USP46 comme partenaires d’interaction de E1-UAF1, 
nous voulions vérifier si ces enzymes s’associaient au réplisome viral et si leur activité 
catalytique était importante pour la réplication de l’ADN (voir section 3). Finalement, 
comme nous avons découvert que la phosphatase PHLPP1 lie UAF1 via un domaine de 
liaison homologue à E1, nous voulions tester si ce peptide était fonctionnellement 
équivalent au N40. Notre but était d’évaluer si l’expression ectopique de ce peptide 
dérivé de PHLPP1 interférerait avec la réplication de l’ADN viral. Nous voulions aussi 
vérifier si ce peptide agirait comme un mimétique fonctionnel du N40 et pourrait 
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restaurer l’activité de réplication d’une protéine E1 défective pour l’interaction avec 
UAF1 (voir section 3). L’objectif était donc de faire la preuve de concept que le 
domaine N-terminal de E1 (N40) a pour fonction première le recrutement à l’origine 
virale du complexe UAF1-USP et de déterminer si l’activité déubiquitinase est 
importante pour la réplication de l’ADN du VPH.  
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2.1   Mise en contexte de l’article 
Notre laboratoire a antérieurement découvert que l’hélicase E1 interagit avec la 
protéine cellulaire p80/UAF1 (Cote-Martin et al., 2008). L’interaction E1-UAF1 mène à 
la relocalisation de UAF1 du cytoplasme au noyau. Des substitutions d’aa en alanines 
qui réduisent l’interaction avec UAF1 ont été introduites dans E1. Ces mutations 
affectent la capacité du génome viral à être maintenu dans des kératinocytes primaires et 
réduisent la réplication transitoire de l’ADN. L’implication directe de UAF1 dans le 
défaut de ces mutants n’a pas été clairement démontrée, pas plus que la localisation de 
UAF1 dans le contexte de la réplication virale. Le but de cette étude était d’investiguer 
si l’interaction E1-UAF1 per se est importante pour la réplication du génome du VPH et 
si UAF1 s’associe au réplisome viral. L’objectif était de faire la preuve de concept que 
l’interaction E1-UAF1 constitue une cible thérapeutique antivirale intéressante.  
UAF1 est présenté sous le nom de p80 dans cet article, mais notons que la 
nomenclature a depuis évolué et UAF1 est maintenant plus généralement accepté. 
2.2   Contribution des auteurs 
À l’exception de la Figure 2.10D, j’ai réalisé toutes les expériences présentées 
dans ce manuscrit. J’ai également purifié les peptides utilisés dans l’expérience de 
résonance magnétique nucléaire et effectué par Mathieu Lussier-Price (Fig. 2.10D). J’ai 
aussi écrit l’article, en étroite collaboration avec le Dr Archambault.  
Dr Amélie Fradet-Turcotte était étudiante au doctorat dans le laboratoire du 
Dr Archambault lors de la publication de ce manuscrit. Elle a apporté des commentaires 
constructifs pour la rédaction de l’article, a réalisé plusieurs clonages et contribué au 
développement des techniques suivantes utilisées dans cette étude : essai de réplication 
transitoire de l’ADN du VPH et analyse de la distribution du cycle cellulaire par 
cytométrie de flux sur des cellules vivantes. 
Mathieu Lussier-Price était étudiant au doctorat sous la supervision du 
Dr Omichinski lors de la publication de cet article. Il a effectué l’acquisition et l’analyse 




Dr James G. Omichinski a apporté des commentaires constructifs pour la 
rédaction de l’article et supervisé l’expérience effectuée par Mathieu Lussier-Price. 
Dr Jacques Archambault a supervisé le projet et écrit l’article avec moi.  
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2.3   Texte de l’article 
2.3.1  Abstract 
The papillomavirus E1 helicase is recruited by E2 to the viral origin where it 
assembles into a double hexamer that orchestrates replication of the viral genome. 
We previously identified the cellular WD40 repeat-containing protein p80/UAF1 as 
a novel interaction partner of E1 from anogenital HPV types. p80 was found to 
interact with the first 40 residues of HPV31 E1 and amino acid substitutions within 
this domain abrogated the maintenance of the viral episome in keratinocytes. In 
this study, we report that these p80-binding substitutions reduce by 70% the ability 
of E1 to support transient viral DNA replication, without affecting its interaction 
with E2 and assembly at the origin in vivo. Microscopy studies revealed that p80 is 
relocalized from the cytoplasm to discrete subnuclear foci by E1 and E2. 
Chromatin immunoprecipitation assays further revealed that p80 is recruited to 
the viral origin in an E1- and E2-dependent manner. Interestingly, overexpression 
of a 40 amino acid long p80-binding peptide, derived from HPV31 E1, was found to 
inhibit viral DNA replication by preventing the recruitment of endogenous p80 to 
the origin. Mutant peptides defective for p80-interaction were not inhibitory 
demonstrating the specificity of this effect. Characterization of this E1 peptide by 
NMR showed that it is intrinsically disordered in solution while mapping studies 
indicated that the WD repeats of p80 are required for E1 interaction. These results 
provide additional evidence for the requirement of p80 in anogenital HPV DNA 
replication and highlight the potential of the E1-p80 interaction as a novel antiviral 
target. 
2.3.2  Introduction 
Human papillomaviruses (HPVs) are small double-stranded DNA viruses that 
replicate and cause hyperproliferative lesions within stratified epithelia (reviewed in (26, 
34). Among the 100 described HPV genotypes, more than 30 infect the anogenital 
mucosa (3, 14). These mucosal types are classified as low- or high-risk viruses 
according to their capacity to cause benign or cancerous lesions, respectively. High-risk 
HPVs are the etiological agent of cervical cancer, the second leading cause of cancer in 
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women worldwide (47). These viral types have also been linked with other malignancies 
of the genital tract and with the majority of anal cancers, both in men and women (2, 13, 
24, 48). Specific high-risk types, and in particular HPV16, are also increasingly being 
associated with a subset of head-and-neck cancers (32). 
HPVs infect keratinocytes of the basal cell layer. Upon infection, the viral 
genome is established as a multi-copy episome in the nucleus of these cells through 
several rounds of viral DNA replication. Maintenance of the viral episome at 50-
100 copies in these undifferentiated cells is then achieved through low levels of DNA 
replication and is essential for the persistence of the infection, itself a risk-factor for 
viral-induced carcinogenesis. As the infected cells differentiate and reach the upper 
layers of the epithelium, the virus switches from the maintenance to the productive 
phase of its life cycle, characterized by the amplification of the viral episome to greater 
than 1000 copies per cell and the expression of the late genes encoding the capsid 
proteins (reviewed in (26)). HPV DNA replication, which is required for establishment 
and maintenance of the viral episome in undifferentiated cells, as well as for its 
amplification in response to differentiation, is achieved by the viral E1 and E2 proteins 
in concert with the host DNA replication machinery. E1, the viral helicase, is recruited 
by E2 to the viral origin (ori) where it assembles into a double-hexameric complex 
capable of unwinding DNA ahead of the bi-directional replication fork (1, 22, 23, 39, 51, 
53, 54, 64). E1 also recruits several cellular DNA replication factors required for viral 
DNA synthesis, such as the single-stranded DNA binding protein RPA, topoisomerase I 
and the polymerase α-primase complex (8, 11, 25, 35, 36, 46).  
E1 can be subdivided into three functional regions: a C-terminal helicase/ATPase 
domain, a central origin-binding domain (OBD) that mediates interaction with specific 
sequences within the ori, and an N-terminal regulatory region. The latter encodes several 
functional elements, such as a nuclear localization sequence (NLS), a nuclear export 
sequence (NES), a cyclin-binding motif and Cdk2 phosphorylation sites. Altogether, 
these sequences mediate the nucleo-cytoplasmic shuttling of E1 and its nuclear 
accumulation during S-phase, when viral DNA replication occurs (15, 19). We 
previously reported that the N-terminal regulatory region of E1 from anogenital HPV 
types also interacts with the cellular protein p80 (12), alternatively known as UAF1 or 
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WDR48. Deletion analysis revealed that amino acids 10 to 40 of E1, a region which is 
well conserved amongst low- and high-risk HPV genotypes, constitutes the minimal 
p80-binding domain (Fig. 2.1A). Three independent double amino acids substitutions to 
alanine within this domain of E1 were identified (highlighted in black; Fig. 2.1A) that 
prevent p80-binding. These substitutions were found to abrogate the maintenance of the 
viral genome in immortalized keratinocytes and to reduce transient HPV DNA 
replication (12, 20). These substitutions appeared to specifically prevent the interaction 
of E1 with p80 as they neither affected the ability of E1 to bind to DNA or to Cdk2 
in vitro nor its nuclear accumulation in vivo, in transfected cells. Collectively, these 
findings suggested that p80 is essential for the maintenance of the HPV episome in 
keratinocytes.  
Although p80 was first identified as an interaction partner of the Tip protein from 
Herpes saimiri virus (6, 7, 44, 45), several recent studies have begun to address its role 
in uninfected cells. Various cellular proteins that bind p80 have been described, 
including the deubiquitinating enzymes USP1, USP12 and USP46 (9, 10). Interestingly, 
p80 was found to enhance the deubiquitinating activity of these enzymes, although the 
exact substrates of the different p80-USP complexes are only beginning to be unraveled. 
Amongst those that may be relevant to HPV DNA replication are monoubiquitinated 
FANCD2 and PCNA, which are deubiquitinated by USP1 as a means of 
downregulating, respectively, the Fanconi Anemia (FA) DNA repair pathway (30, 43) 
and DNA translesion synthesis, a DNA-damage tolerance process (27). As for USP12 
and 46, they were recently shown to associate with p80 to deubiquitinate 
monoubiquitinated histones H2A and H2B, perhaps as a way to modulate chromatin 
structure during transcription (21, 29). Structure-function studies have indicated that p80 
interacts with USP1, 12 and 46 through its N-terminal WD40 repeats, predicted to fold 
as a β-propeller. More recently, the C-terminal domain of p80 was found to contain a 
ubiquitin-like motif, either a UBX domain (50) or a SUMO-like domain (SLD), that may 
be involved in targeting specific p80-USP complexes to their appropriate substrates (66).  
Despite the studies presented above, our understanding of the function of p80 in 
normal cell physiology and in HPV episomal maintenance remains limited. This 
prompted us to characterize in greater details the role of p80 in HPV DNA replication 
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with an emphasis on determining the potential of the E1-p80 interaction as a therapeutic 
target. In this study, we report that the DNA replication defect of E1 mutant proteins 
deficient for p80-binding is unrelated to their capacity to interact with E2 and to 
assemble into the E1-E2-ori pre-initiation complex in vivo. We also demonstrate that in 
the presence of E1 and E2, p80 is relocalized into nuclear foci and recruited to the viral 
origin prior to the initiation of DNA synthesis. Importantly, we determined that 
overexpression of an E1-derived peptide (N40), encompassing the p80-binding motif of 
HPV31 E1, prevents the recruitment of p80 to the viral genome and, accordingly, 
inhibits transient HPV DNA replication. NMR and biochemical studies showed that this 
peptide is intrinsically disordered in solution and likely binds to the WD-repeat region of 
p80. Collectively, these results provide further evidence that p80 is essential for efficient 
HPV DNA replication, at a step following assembly of the E1-E2-ori complex. 
Furthermore, they suggest that the E1-p80 interaction may be a valid therapeutic target, 
as highlighted by the inhibitory effect of the E1 N40 peptide on HPV DNA replication. 
2.3.3  Materials and Methods 
Plasmid construction and mutagenesis. The plasmids encoding GFP-E1 and 
YFP-E1 were previously described (18). The plasmid used to express p80 fused at its N-
terminus to a triple-Flag epitope (3F) was constructed by inserting the PCR-amplified 
p80 ORF between the EcoRV and XhoI sites of pCMV-3Tag-1a (Stratagene). Plasmids 
expressing codon-optimized 3F-E1 (p31E1) and 3F-E2 (p31E2) were described 
previously (20). The plasmid used to express untagged E1 was constructed by excising 
the 3xFlag coding region from pCMV-3Tag-1a by NotI/BamHI digestion and replacing 
it with the codon optimized E1 ORF. The plasmids expressing the red fluorescent 
protein (RFP) and RFP-p80 have been described previously (12). The RFP-E2 
expression plasmid was constructed by PCR-amplification of the codon-optimized E2 
ORF and ligation between the NotI and XbaI sites of the RFP vector. The N40-YFP 
expression plasmids were obtained by inserting the amplified p80-binding domain 
coding region of E1 (amino acids 1-40) between the BamHI and AgeI sites of pVenus-
N1 (42), upstream of the Venus variant of the yellow fluorescent protein (YFP) coding 
region. Plasmids to express the N40 and N83 peptides fused to glutathione S-transferase 
(GST) were constructed by inserting the E1 peptide coding regions (amino acids 1-40 
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and 1-83, respectively) between the EcoRI and SalI restriction of pGEX-4T-1 (GE 
Healthcare). 3F-p80 truncations were generated by cloning PCR-amplified p80 
fragments between the EcoRV and XhoI sites of pCMV-3Tag-1a for in vivo expression, 
or between the NcoI and XhoI sites of pTM1 (61) for in vitro translation. E1 mutants 
were generated by site-directed mutagenesis using the QuickChange Site-Directed 
Mutagenenis kit (Stratagene). All DNA constructs were verified by sequencing. 
Sequences of primers and additional details on the construction of these plasmids will be 
made available upon request. 
Antibodies and Western blotting. 3xFlag-tagged proteins and β-tubulin were 
detected using mouse monoclonal antibodies from Sigma-Aldrich (M2-Flag antibody 
catalog no. F1804 and β-tubulin antibody catalog no. T4026). The mixture of two mouse 
monoclonal antibodies against GFP was purchased from Roche (catalog 
no. 11814460001) and the mouse monoclonal antibody against RFP was from Abcam 
(catalog no. AB65856). The HA antibody was purchased from Covance (HA.11 catalog 
no. MMS-101P). Rabbit polyclonal antibodies against p80 or E1 were raised, 
respectively, by injecting rabbits (Open Biosystems) with a purified C-terminal fragment 
of p80 (amino acids 400-677) or an E1 fragment (amino acids 50-332) produced in 
bacteria as a GST-6xHis fusion protein. Protein purification and cleavage of the GST 
moiety were performed as previously described (12). For Western blot analysis, proteins 
were transferred onto polyvinylidene difluoride membranes and were detected using 
horseradish peroxidase-conjugated secondary antibodies from GE Healthcare, either 
sheep anti-mouse IgG (catalog no. NA931) or donkey anti-rabbit IgG (NA934V), and an 
enhanced chemiluminescence detection kit (GE Healthcare).  
Cell culture and transfections. The human cervical carcinoma cell line C33A 
was grown in Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM) supplemented with 10% 
FBS, 2 mM L-glutamine, 50 IU/ml of penicillin and 50 µg/ml streptomycin. For the 
selection and the growth of stably transfected cell lines (YFP constructs), the culture 
medium was supplemented with 15 µg/ml bleomycin (Bleocin; EMD Millipore catalog 
no. 203408). Transfections of C33A were performed using the lipofectamine 2000 
reagent (Invitrogen) according to the manufacturer's protocol. 
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Luciferase HPV DNA replication assay. The HPV DNA replication assay was 
performed as previously described (20). Briefly, C33A cells were plated at a density of 
25,000 cells/well in white flat-bottom 96-well plates and were transfected 24 h later with 
a mix of four plasmids: an origin-containing plasmid with a firefly luciferase reporter 
in cis (pFLORI31), a Renilla luciferase plasmid as an internal control (pRL) and the 
indicated quantities of codon optimized HPV31 E1 (p31E1) and HPV31 E2 (p31E2) 
expression vectors. For all experiments, the total quantity of plasmid DNA transfected 
was adjusted to 100 ng (or to 150 ng when N40-YFP was added) with the pCMV-3Tag-
1a vector as carrier DNA. Firefly and Renilla luciferase activities were measured using 
the Dual-Glo Luciferase assay system (Promega) 72 h post-transfection. When 
mentioned in the text, two-way analysis of variance (ANOVA) was performed to 
determine if differences in the replication signal are significant. 
Co-immunoprecipitation assays. C33A cells were grown on 100-mm plates and 
transfected with the indicated DNA. Cells were harvested 48 h post-transfection in lysis 
buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 5 mM EDTA, 1% Triton X-100, and 
the following protease inhibitors: 10 µg/ml antipain, 2 µg/ml leupeptin, 2 µg/ml 
aprotinin, 1 µg/ml pepstatin A and 1 mM phenymethylsulfonyl fluoride). Cleared 
cellular extracts were then immunoprecipitated for 3 h with 40 µl protein G-sepharose 
(GE Healthcare), conjugated to 1 µg of anti-Flag or anti-GFP antibodies. The resin was 
washed 3 times with TBS (50 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl) and the bound 
proteins were analyzed by Western blotting.  
Chromatin immunoprecipitation (ChIP). The ChIP protocol was modified 
from a previously published procedure (65). C33A cells were plated at a density of 
3.6x106 cells on 100 mm diameter plates and were transfected 24 h later with the 
following plasmids: 0.5 µg pFLORI31, 0.1 µg pRL, 1 µg p31E1 and 2 µg RFP-E2. In 
N40 inhibition studies, 4.2 µg of the plasmid N40-YFP was added. In all experiments, 
the total quantity of DNA was adjusted to 12 µg with pUC18 DNA as carrier. 24 h post-
transfection, cells were cross-linked with 1% formaldehyde, lysed in lysis buffer (1% 
SDS, 10 mM EDTA, 50 mM Tris pH 8, and containing protease inhibitors) and 
sonicated to shear the DNA. The lysate was diluted 10-fold in ChIP dilution buffer 
(0.01% SDS, 1.1% Triton X-100, 1.2 mM EDTA, 16.7 mM Tris pH 8.1, 167 mM NaCl, 
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and containing protease inhibitors) and precleared using protein G-sepharose (GE 
Healthcare catalog no. 16-0618), pre-blocked with 5 mg/ml BSA and 0.5 mg/ml salmon 
sperm DNA. The lysates (1 million cells per IP) were then incubated overnight with the 
indicated antibodies and protein G-sepharose was added and mixed for 3 h to capture the 
complexes. The resin was then successively washed with the following buffers: Low salt 
buffer (0.1% SDS, 1% Triton X-100, 2 mM EDTA, 20 mM Tris pH 8, 150 mM NaCl), 
High salt buffer (0.1% SDS, 1% Triton X-100, 2 mM EDTA, 20 mM Tris pH 8, 
500 mM NaCl), LiCl buffer (250 mM LiCl, 1% NP-40, 1% Deoxycholic acid, 1 mM 
EDTA, 10 mM Tris pH 8) and twice with TE buffer (10 mM Tris pH 8, 1 mM EDTA). 
The immunoprecipitate was recovered by two successive elutions in elution buffer (1% 
SDS, 0.1 M NaHCO3) at 65°C, treated with RNase A and the cross-links reversed by 
overnight incubation in 0.2 M NaCl at 65°C. The eluates were treated with proteinase K 
for 1 h at 45°C and DNA was purified using QIAgen spin columns. The eluates and 
corresponding input DNA were then analyzed by qPCR. 
Quantitative real-time PCR. Quantification of DNA samples was done using 
TaqMan probes and the “PerfeCTa™ PCR SuperMix, UNG, Low ROX” kit (Quanta 
Biosciences) on a ViaaTM 7 real-time PCR system (Applied Biosystems). The primers 
(Invitrogen) were designed to amplify a fragment overlapping the HPV31 origin within 
the pFLORI31 plasmid or a portion of the Renilla luciferase gene present in the pRL 
internal control vector. The TaqMan probes were synthesized by Eurogentec and are 
labeled with FAM and TAMRA at their 5’ and 3’ ends, respectively. Real-time qPCR 
was performed using 900 nM of primers and 125 nM of probe. Quantification was 
performed using a 7-point standard curve of pFLORI31 or pRL plasmid ranging from 
104 to 10-2 pg (10-fold serial dilutions) using the following PCR amplification 
conditions: 95°C for 15 s and 60°C for 1 min, for 40 cycles. The normalized enrichment 
levels of the ori-plasmid are reported in pg of origin detected in the immunoprecipitate 
per pg of pRL vector found in the corresponding input DNA. The primers for the ori are 
5’-CGAAAACGGTTGGTATATAAAGCA-3’ and 5’-GGGAGCCCCCGATTTAGAG-
3’, and the primers for RLuc are 5’-GCTACGAGCACCAGGACAAGA-3’ and 5’-
TCGTCCCAGCTCTCGATCAC-3’. The sequences of the TaqMan probes are 5’-
AACCTACGCCGGCTTTCCCCG-3’ for the ori and 5’-
AAGGCCATCGTGCACGCCGA-3’ for RLuc. 
  
85 
Confocal fluorescence microscopy. C33A cells were plated at a density of 
6x105 cells/well on cover-slips and were transfected 24 h later with the indicated 
plasmids. 24 h post-transfection, cells were fixed with 4% formaldehyde, permeabilized 
with 0.2% Triton X-100 and their DNA was stained with 1 µg/ml 4,6-diamidino-2-
phenylindole (DAPI, Invitrogen catalog no. D1306). Slides were mounted using 
Vectashield mounting medium (Vector Laboratories). Images were collected with a 
Zeiss LSM710 laser scanning confocal microscope and analyzed using the Zen 2009 LE 
software. 
Flow cytometry analysis. (i) Cell cycle analysis. Cell cycle profiles were 
obtained by staining live cells 48 h post-transfection with 6.3 µg/ml Hoescht and 50 µM 
verapamil. (ii) BrdU incorporation. 48 h post-transfection, cells were pulsed for 1 h with 
10 µM BrdU and were then fixed and stained using the APC BrdU Flow kit (BD 
Pharmingen catalog no. 522598). BrdU was detected using allophycocyanin (APC)-
conjugated anti-BrdU antibodies and DNA was stained with 7-amino-actinomycin D (7-
AAD). The percentage of cells incorporating BrdU was determined using the FlowJo 
software program (v.8.1). All the flow cytometry acquisitions were done using a BD 
LSR flow cytometer, gated on the YFP-positive population. When indicated, aphidicolin 
(1.7 µg/ml) was added to the transfected cells for 2 h before the addition of BrdU. 
Colony formation assay. C33A cells (~1.2x106) were transfected with 1.5 µg of 
the indicated plasmids in a 6 well plate. 24 h post-transfection, cells were trypsinized 
and 2/5th of the cells were plated onto 100 mm plates in fresh medium. 24 h later, 
bleomycin-containing media was added and was changed every 3-4 days for a period of 
about 3 weeks or until fully-resistant cells were selected. Colonies were then fixed in 
cold methanol for 10 min and stained for 2 min at room temperature with methylene 
blue (1% w/v in 60% Methanol/H2O). 
NMR spectroscopy. Peptides comprising amino acids 1-40 (N40) or 1-83 (N83) 
of HPV31 E1, containing the C14A and C14A/C54S substitutions, respectively, were 
produced as 15N-labeled GST-fusion proteins in Escherichia coli BL21(DE3) (Novagen) 
as previously described (16). The GST moiety was cleaved with thrombin and the 
peptides were purified to homogeneity using anion exchange FPLC (Q-Sepharose). The 
peptides were lyophilized and resuspendend at 400 µM in 20 mM phosphate buffer 
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pH 6.5 containing 90% H20 and 10% D2O. NMR spectra were collected at 300 K on a 
Varian Unity Inova 600-MHz NMR spectrometer equipped with a z pulsed-field 
gradient unit and a triple resonance probe. 
GST pull-down assays. GST fusion proteins were produced in Escherichia coli 
BL21(DE3) (Novagen) as previously described (55). 3F-p80 truncations were expressed 
using the TnT T7 Quick Coupled Transcription/Translation System (Promega catalog 
no. L1170) with unlabelled methionine. Purified GST and GST-E1 were immobilized on 
gluthathione beads (GE Healthcare) at a concentration of 4 mg/ml. GST pull-down 
assays were performed as described elsewhere (61), but with a modified buffer A 
(10 mM Tris pH 8, 1 M NaCl, 0.1 mM EDTA, 0.1 mM DTT and 10% glycerol) and 
binding buffer (10 mM Tris pH 8, 100 mM NaCl, 0.1 mM EDTA, 0.1 mM DTT and 
10% glycerol). Bound proteins were eluted with binding buffer containing 20 mM 
reduced glutathione and analyzed by Western blotting.  
2.3.4  Results 
2.3.4.1 The p80-binding domain of E1 is required for efficient viral DNA 
replication 
 We previously reported three double amino acid substitutions in the p80-binding 
domain of HPV31 E1 (W17A/F18A, V20A/E21A and V23A/I24A; Fig. 2.1A) that 
abrogate its interaction with p80 and its ability to maintain the viral episome in 
immortalized keratinocytes (12). These three substitutions were also found to reduce 
transient HPV31 DNA replication, with little to no effect on the ability of E1 to bind to 
DNA in vitro and to localize to the nucleus and interact with Cdk2 in vivo, indicating 
that they do not grossly alter the structure of E1 (12, 20). Here, we used our recently 
described luciferase-based DNA replication assay to further characterize and quantify 
the DNA replication defect imposed by the WF, VE and VI substitutions. First, we 
investigated if this defect could be rescued by overexpression of the mutant E1 proteins, 
as could be expected if the p80-binding substitutions reduce the expression and/or 
stability of E1, for example. To do so, increasing amounts of expression vector for WT 
or the p80-binding defective E1, tagged with a triple Flag-epitope (3F-E1), were 
transfected into C33A cells along with a constant amount of E2 expression vector and of 
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a third plasmid encoding the origin in cis of a firefly luciferase-reporter gene. A fourth 
plasmid encoding Renilla luciferase was used as an internal control to normalize for 
differences in transfection efficiency and cell viability. As expected, the DNA 
replication signal obtained with wild type (WT) E1 increased in a dose-dependent 
manner, eventually reaching a maximum (Fig. 2.1B). The three E1 mutant proteins also 
supported DNA replication in a dose-dependent manner but their maximum levels were 
consistently lower than that achieved with WT E1. While WF E1 reached a maximum at 
approximately 25-35% of WT, overexpression of the VE and VI mutant proteins led to 
higher values (~50-60% of WT levels). These results indicate that the replication defect 
of WF E1 is more pronounced than that observed with of the other two mutant proteins. 
These findings are in complete agreement with results from co-immunoprecipitation 
experiments indicating that the VE and VI E1 proteins retain weak residual p80-binding 




Figure 2.1 The p80-binding domain of E1 is required for efficient HPV DNA 
replication 
A) Amino acids sequence alignment of the p80-binding domain of E1 from different anogenital 
HPV types. Residues highlighted in black are those mutated to alanines in the p80-binding mutants (WF, 
VE and VI) of HPV31 E1. The boundaries of the different N-terminal truncations generated in HPV31 E1 
are indicated below the alignment by arrows (C20, C30 and C40). B) DNA replication activities of 3F-
E1 WT compared with the indicated E1 mutant proteins or truncated derivatives using a broad gradient of 
E1 expression vector (0.625, 1.25, 2.5, 5, 10, 20, 25, 50, 75 and 90 ng). Cells transfected without an E1 
expression plasmid were used as a negative control (No E1). Replication activity is reported as a 
percentage of the maximal signal obtained with WT E1. The error bars represent the standard deviation of 
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duplicate values. These results are representative of at least three independent experiments. C) Anti-Flag 
Western blot showing the expression of the different E1 proteins. β-tubulin was used as a loading control.  
 
In addition to these three amino acid substitutions, we previously reported three 
N-terminal deletions that partially or completely remove the p80-binding domain of E1 
(C20, C30 and C40; Fig. 2.1A) and reduce its capacity to support viral DNA replication 
(41). Similarly to what was done above, we tested if overexpression of these truncated 
E1 could rescue their DNA replication defect but found that none could reach a plateau 
superior than 30% of WT levels (Fig. 2.1B). These defects are similar to that observed 
with WF E1. Western blotting was used to confirm that all E1 proteins tested were 
expressed at comparable levels and thus that the lower DNA replication activities of the 
p80-binding defective E1 mutant proteins are not due to lower expression (Fig. 2.1C). 
Collectively, these results indicate that mutation or deletion of the p80-binding domain 
of E1 reduces transient DNA replication by more than 70% and cannot be compensated 
for by overexpression of the protein. As such, they provide further evidence that the 
p80-binding domain of E1 is required for efficient viral DNA replication. 
2.3.4.2 The p80-binding domain of E1 is dispensable for the assembly of the E1-E2-
ori complex 
HPV DNA replication is initiated by the cooperative binding of E1 and E2 to the 
viral origin (ori). Assembly of the E1-E2-ori complex requires the DNA-binding 
activities of E1 and E2 as well as a critical protein-protein interaction between both 
proteins. To test if the DNA replication defects of the p80-binding defective E1 were 
due to impaired association with E2, these mutant proteins were tested for E2-binding in 
co-immunoprecipitation assays. C33A cells were co-transfected with an expression 
plasmid for RFP-E2 together with a vector encoding for 3F-E1, either the WT, WF 
mutant or C40 truncated protein. For later studies, a mutant E1 protein devoid of 
ATPase activity (K463A) was also included. Results presented in Fig. 2.2A show that all 
three mutant proteins are as competent as WT E1 for binding to E2. Thus, the p80-




Figure 2.2 The p80-binding domain of E1 is dispensable for the assembly of the E1-
E2-ori complex 
A) Interaction of HPV31 E1 and E2 in vivo. 3F-tagged E1 WT, ATPase mutant K463A (ATP), or 
p80-binding mutants (WF and C40), alone or in combination, were co-transfected in C33A with RFP-
tagged E2. Cells were harvested 48 h post-transfection and whole cell extracts submitted to 
immunoprecipitation using an anti-Flag antibody. The immunoprecipitates were analyzed by Western 
blotting using anti-RFP and anti-Flag antibodies. B) Inhibition of HPV DNA replication by the ATPase-
negative K463A E1 and derivatives containing the WF or C40 mutations. DNA replication was performed 
using 5 ng of WT E1 expression plasmid and the indicated amounts of E1-inhibitory plasmid. The error 
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bars represent the standard deviation of duplicate values. These results are representative of at least three 
independent experiments. C) Western blot showing the expression of mutant E1 proteins. β-tubulin was 
used as a loading control. 
 
Next, we sought to determine if the p80-binding domain was needed for 
assembly of the E1-E2-ori complex in vivo. To do so, we made use of the previous 
observation that the ATPase-negative K463A E1 has a dominant-negative effect on HPV 
DNA replication (41). This mutant protein retains the ability to interact with E2, as 
shown by co-immunoprecipitation (Fig. 2.2A). As such, K463A E1 can compete with 
WT E1 for assembly into the E1-E2-ori complex; this competition is very efficient as 
K463A E1 inhibits DNA replication by 50% when expressed in a 1:1 ratio relative to 
WT E1. Based on these findings, we rationalized that if the WF substitution and C40 
truncation affect the formation of the E1-E2-ori complex, they should attenuate the 
dominant-negative effect of K463A E1. This possibility was addressed by transfecting 
cells with plasmids encoding WT E1, E2 and the origin (the plasmid mix normally used 
in the HPV DNA replication) assay together with increasing concentrations of 
expression vector for K463A E1 or for the same mutant E1 in combination with the p80-
binding mutations WF and C40. The double-mutant proteins WF/K463A and 
C40/K463A were found to inhibit viral DNA replication as efficiently as K463A E1 
(50% inhibition at a 1:1 ratio relative to WT E1, Fig. 2.2B). All three mutant E1 proteins 
were expressed at comparable levels as determined by Western blotting (Fig. 2.2C). 
These results provide evidence that the p80-binding domain of E1 is not required for its 
assembly with E2 at the origin in vivo. 
2.3.4.3 The p80-binding domain is not required for the stable assembly of E1 at the 
viral origin 
To monitor directly the binding of WT and mutant E1 proteins to the viral origin 
of replication in vivo, we developed a chromatin immunoprecipitation (ChIP) assay 
using cells transiently expressing E1 and E2 and containing a plasmid encoding the 
origin, under similar conditions as those used in the DNA replication assay. E1 was 
immunoprecipitated using an anti-Flag antibody and the amount of co-precipitated 
origin plasmid was measured by quantitative real-time PCR (qPCR). As shown in 
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Fig. 2.3A, immunoprecipitation of 3F-E1 with the anti-Flag antibody led to a significant 
enrichment of the ori-plasmid, which was not detected when an isotype-matched 
irrelevant antibody (anti-HA) was used as a control. To further confirm the specificity of 
the immunoprecipitation, the experiment was repeated with an untagged E1 protein (WT 
(no tag)) and no enrichment of the viral origin was observed. As additional negative 
controls, we performed the ChIP assay with a mutant E1 protein defective for DNA-
binding (KR265/267AA; OBD) and, separately, with WT E1 in absence of E2. In both 
cases, little to no enrichment of the ori-plasmid was observed, thus confirming that the 
presence of E1 at the origin requires its DNA-binding activity and interaction with E2. 
Interestingly, we also observed that the ATPase-negative mutant K463A E1 did not co-
precipitate the origin. This result indicates that the ATP-binding site is required for the 
stable association of E1 with the origin in vivo, similarly to what we previously observed 
in vitro (60). The requirement for a functional ATP-binding site raises the possibility 
that the ori-bound E1 that is immunoprecipitated in our ChIP assay is oligomeric and, by 
extension, that the binding of monomeric E1 to DNA may be too weak and/or transient 
to be detected. Interestingly, when using the p80-binding defective mutant WF and 
C40 E1, enrichment levels similar to those of WT E1 were obtained, suggesting that the 
p80-binding domain is not required for the assembly of E1 into a stable complex at the 
origin, in vivo. Expression levels of the different E1 proteins were found to be 





Figure 2.3 The p80-binding domain is not required for the stable assembly of E1 at 
the viral origin 
A) ChIP assays were performed in C33A cells transfected with 3F-E1 (WT or mutant), RFP-E2 
and an origin plasmid (pFLORI31). Equal quantities of cell lysates were immunoprecipitated with anti-
Flag (E1) or anti-HA (non-specific) antibodies. Results of the ori enrichment levels determined by qPCR 
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are shown after normalization to input DNA, using the internal control pRL (RLuc). Each value is the 
average of at least two replicates, with the standard deviation presented as an error bar on the graphs. 
B) Western blot showing the expression of E1 mutant proteins detected by either the anti-Flag or anti-E1 
antibodies, and of RFP-E2 using an anti-RFP antibody. β-tubulin was used as a loading control. C) C33A 
cells were transfected with plasmids expressing 3F-E1 (WT or mutant) and RFP-E2 and one containing 
the origin (pFLORI31). The cells were treated with 5 µg/ml of aphidicolin 4 h post-transfection and ChIP 
assays were performed on the lysates using anti-Flag and anti-HA antibodies. Results of the ori 
enrichment levels determined by qPCR are shown after normalization to input DNA using the internal 
control pRL (RLuc). Each value is the average of at least two replicates, with the standard deviation 
presented as an error bar on the graphs. 
 
A potential caveat in the aforementioned experiments is the fact that the ori-
plasmid can be replicated in cells expressing WT E1 and E2 but not in control cells 
expressing either the OBD or ATPase mutant E1, or lacking E2. Because replication of 
the ori-plasmid could potentially contribute to its levels of enrichment in the ChIP 
experiments, we were cautious to perform these assays 24 h post-transfection, when 
viral DNA replication is minimal as we previously published (20) and confirmed here by 
quantification of the total amount of input and replicated DNA (data not shown). 
However, to definitively rule out an effect of ori-plasmid replication, we repeated the 
ChIP experiments in cells treated with aphidicolin, a specific inhibitor of DNA 
polymerases α and δ. Aphidicolin treatment reduced by 10-fold the total amount of ori-
plasmid extracted from the cells prior to immunoprecipitation, as compared to untreated 
cells, indicating that it efficiently inhibited ori-plasmid replication (data not shown). 
Aphidicolin also led to an approximately 10-fold decrease in the levels of ori-plasmid 
co-precipitated with WT E1 and the WF mutant protein (Fig 3C). Importantly, however, 
both E1 proteins were bound to the origin to a similar extent and substantially above 
background levels. Altogether, these results provide further evidence that the p80-
binding domain of E1 is not required for the E2-dependent binding of E1 at the origin. 
From these findings and those presented in the sections above, we surmise that the p80-
binding domain of E1 is required for viral DNA replication at a step following assembly 
of the E1-E2-ori complex and stable binding of E1 to the origin. 
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2.3.4.4 p80 is relocalized to nuclear foci in an E1- and E2-dependent manner 
It is now well established that E1 is relocalized to discrete subnuclear domains 
when co-expressed with E2 into cells (19, 49, 59). Although the exact function of these 
nuclear foci remains uncertain, they were previously suggested to be the precursors of 
DNA replication centers (49, 59). As expected, our GFP-E1 fusion protein also 
accumulates in nuclear foci, in the presence of E2, where the two viral proteins 
colocalize (Fig. 2.4A). E1 mutant proteins defective for p80-binding also accumulate in 
similar foci (data not shown and Fig. 2.4B), suggesting that their DNA replication defect 
is not due to their mislocalization within the nucleus. Since our previous observations 
pointed towards a role for the E1-p80 interaction during HPV DNA replication, we 
investigated if p80 is also present in these nuclear domains. When transiently expressed 
in C33A cells together with GFP-E1 and 3F-E2, RFP-p80 colocalized with E1 in nuclear 
foci (Fig. 2.4B). In contrast, RFP-p80 remained cytoplasmic in cells expressing any of 
the E1 mutants defective for p80-binding. These results indicate that p80 is recruited 
from the cytoplasm to nuclear foci through its association with E1, consistent with its 





Figure 2.4 p80 is relocalized nuclear foci in an E1- and E2-dependent manner 
A) Fluorescence confocal microscopy images showing the subcellular localization of GFP-E1 and 
RFP-E2. B) Subcellular localization of RFP-p80 when co-expressed with 3F-E2 and WT or p80-binding 




2.3.4.5 Endogenous p80 interacts with E1 and is recruited to the viral origin in vivo 
All of our previous studies on p80 were performed with overexpressed and 
epitope-tagged versions of the protein due to the lack of a good antibody against 
endogenous p80. This prompted us to develop a rabbit polyclonal antibody against the 
C-terminal domain of p80 (see Materials and Methods) and to test by co-
immunoprecipitation if E1 could interact with endogenous p80. To do so, 3F-E1, either 
WT or p80-binding mutant derivatives, were transiently expressed in C33A cells and 
immunoprecipitated 48 h post-transfection. Western blot analysis of the 
immunoprecipitate showed that WT E1 does interact with endogenous p80, in contrast to 
the three previously described E1 mutant proteins (WF, VE and VI) which were used as 
controls (Fig. 2.5A). In addition to confirming the association of E1 with endogenous 
p80, these results also demonstrate the specificity of the anti-p80 antiserum. 
To determine if p80 could be found in association with viral DNA, we next 
repeated the ChIP experiments using the p80-specific rabbit antiserum or the 
corresponding non-specific pre-immune serum as a control. As hypothesized, the ori-
plasmid was enriched in p80 immunoprecipitates from cells expressing WT E1 and E2 
(Fig. 2.5B). This enrichment was specific and dependent upon the interaction of E1 with 
p80, as it was not observed with the pre-immune serum or when using the E1 WF or 
C40 mutant proteins. The use of E1 mutant proteins defective for DNA-binding or 
ATPase activity, as well as conditions without E2, suggested that this enrichment was 
also dependent on the stable assembly of E1 at the origin. Not surprisingly, pull-down of 
p80 also led to a significant enrichment of the origin in cells transfected with vectors 
encoding E2 and untagged E1. We consistently observed throughout these studies that 
the levels of ori DNA co-precipitated by the anti-p80 antibody were much lower than 
those obtained by immunoprecipitation of E1, perhaps because the endogenous levels of 
p80 are limiting compared to those of overexpressed E1. In support of this suggestion, 
we found that overexpression of p80 (achieved by transfection of a p80-expression 
plasmid) greatly increased its presence at the origin (Fig. 2.5C). This greater association 





Figure 2.5 Endogenous p80 interacts with E1 and is recruited to the viral origin 
in vivo 
A) Co-immunoprecipitation of endogenous p80 with WT or p80-binding defective 3F-E1 (WF, 
VE and VI). C33A cells were transfected with the indicated E1 expression vectors, harvested 48 h post-
transfection and whole cell extracts submitted to immunoprecipitation using an anti-Flag antibody. The 
immunoprecipitates were analyzed using an anti-Flag antibody or a p80 anti-serum. B) ChIP assays were 
performed in C33A cells co-transfected with plasmids encoding 3F-E1 (WT or mutant) and RFP-E2 and 
one containing the origin (pFLORI31). Equal quantities of cell lysates were immunoprecipitated with a 
rabbit antiserum raised against p80 or the pre-immune serum. C) ChIP assays were repeated with WT and 
WF E1, in conditions similar to the ones described in (B), but in presence of overexpressed RFP-p80 
D) C33A cells were transfected as described in (B) but treated with 5 µg/ml of aphidicolin 4 h post-
transfection. ChIP assays were performed on the lysates using a p80 antiserum or pre-immune serum. For 
all ChIP experiments, results of the ori enrichment levels determined by qPCR are shown after 
normalization to input DNA, using the internal control pRL (RLuc). Each value is the average of at least 




To rule out any artefactual bias due to ori-plasmid replication, the ChIP assays 
were repeated in the presence of aphidicolin. Under this condition, immunoprecipitation 
of p80 also lead to an enrichment of the ori-plasmid when the latter was co-transfected 
with WT E1 but not with the WF mutant protein (Fig. 2.5D). These results demonstrate 
that the recruitment of p80 to the viral origin is specific and does not require viral DNA 
replication. From these findings, we conclude that endogenous p80 is recruited to the 
viral origin, by E1 and E2, during the initiation of DNA replication. 
2.3.4.6 Inhibition of the E1-p80 interaction by N40, a short peptide spanning the 
p80-binding domain of HPV31 E1 
The results presented above strongly suggest a role for the E1-p80 interaction in 
HPV DNA replication. To more directly assess the requirement for p80 in viral DNA 
replication, we sought to downregulate p80 using RNA interference. However, in both 
cell lines tested, C33A and HeLa, depletion of p80 with short hairpin RNA (shRNA) 
was found to significantly reduce cellular proliferation and viability as well as cell cycle 
progression (data not shown). The need for p80 for the growth of non-infected cells is 
intriguing and is the subject of ongoing experiments, but unfortunately limits the study 
of its function in viral DNA replication as inhibition of cell cycle progression almost 
inevitably results in abrogation of viral and host DNA synthesis. Accordingly, we 
confirmed that shRNA-mediated depletion of p80 reduces HPV DNA replication but this 
effect is likely indirect (data not shown). To overcome this limitation, we aimed to 
specifically inhibit the E1-p80 interaction by overexpressing a short E1-derived peptide 
spanning the p80-binding domain. To do so, we constructed a plasmid encoding the first 
forty amino acids of E1 fused at their C-terminus to YFP (referred to as N40; Fig. 2.6A). 
Similar N40 mutant peptides containing the p80-binding substitutions, WF, VE and VI, 
were also constructed as specificity controls. First, co-immunoprecipitation experiments 
were used to confirm that the WT N40 peptide is sufficient for interaction with RFP-
p80, in contrast to the three mutant peptides (Fig. 2.6B). We repeatedly observed that the 
VE N40 peptide migrates faster in SDS-PAGE than the WT and other mutant peptides, 
perhaps because removal of the negatively charged aspartate increases SDS binding on 
the VE peptide. We then investigated if overexpression of N40 could prevent the 
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interaction between full-length E1 and p80 in vivo. Co-immunoprecipitation experiments 
showed that the expression of increasing amounts of N40 could efficiently inhibit the 
binding of full-length 3F-E1 to RFP-p80, in a dose-dependent manner (Fig. 2.6C). In 
contrast, expression of any of the three N40-mutant peptides, at the highest 
concentration tested, had no effect on formation of the full-length E1-p80 complex. 
These results indicate that N40 can efficiently compete with full-length E1 for binding to 
p80 and, furthermore, that it can be used as a tool to specifically antagonize the E1-p80 





Figure 2.6 Inhibition of the E1-p80 interaction by N40 
A) Schematic representation of HPV31 E1 and of the N40 peptide. E1 is subdivided in its three 
functional domains: the N-terminal regulatory domain (white), the origin-binding domain (OBD; light 
grey) and the helicase domain (Helicase; dark grey). N40 encompasses amino acids 1-40 of HPV31 E1, 
which includes the p80-binding motif (striped box), and is fused C-terminally to the Venus yellow 
fluorescent protein (YFP). B) Co-immunoprecipitation of RFP-p80 with WT or p80-binding defective 
N40 (WF, VE and VI) fused to YFP (N40-YFP). C33A cells were co-transfected with the indicated N40-
YFP and RFP-p80 expression vectors, harvested 48 h post-transfection and whole cell extracts submitted 
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to immunoprecipitation using anti-GFP antibodies that also recognize YFP. C) Inhibitory effect of N40-
YFP on the co-immunoprecipitation of RFP-p80 with full-length WT 3F-E1. C33A cells were co-
transfected with the indicated E1 and p80 expression vectors, as well as with increasing amounts of 
WT N40 expression plasmid, and harvested 48 h post-transfection. The WF, VE and VI mutant peptides 
were also tested as controls at the highest level of expression vector. Whole cell extracts were submitted to 
immunoprecipitation using an anti-Flag antibody. 
 
2.3.4.7 N40 prevents the E1- and E2-dependent recruitment of p80 to the origin and 
inhibits viral DNA replication 
Next, we used the N40 peptide to further probe the requirement for the E1-p80 
interaction in viral DNA replication. First, we performed ChIP assays to determine if 
N40 was able to prevent the recruitment of p80, by E1 and E2, to the viral origin. We 
observed that N40 had no effect on the ability of E1 to associate with the origin 
(Fig. 2.7A). In contrast, results shown in Fig. 2.7B indicated that N40, but none of the 
three N40 mutant peptides or YFP alone (ctl), could efficiently inhibit the recruitment of 
p80 to the origin. Thus, N40 can be used to exclude p80 from the viral DNA replication 
complex.  
We next tested the effect of N40 on viral DNA replication per se, by transfecting 
increasing amounts of N40 expression vector in the luciferase-based DNA replication 
assay. Satisfyingly, N40 could efficiently inhibit viral DNA replication in a dose-
dependent manner (Fig. 2.7C). This effect was specific as neither YFP alone (ctl) nor 
any of the three N40 mutant peptides were inhibitory. In several experiments, we noted 
that WT N40 could not reduce viral DNA replication by more than 75%, consistent with 
the previous observation that p80-binding defective E1 mutant proteins still support viral 
DNA replication at approximately 30% of WT levels. From these results, we could also 
determine that N40 inhibits 50% of the DNA replication signal when its expression 
plasmid is transfected in a ~ 2:1 ratio relative that of full-length E1, thus providing a 
measure of its potency. As an important control for the specificity of N40, we verified 
that it has no effect on expression of the luciferase reporter gene in absence of the viral 
proteins (i.e. in absence of ori-plasmid replication) (Fig. 2.7D). Co-immunoprecipitation 
experiments also indicated that N40 does not prevent the interaction between E1 and E2 
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(data not shown). Altogether, these results indicate that overexpression of the N40 
peptide inhibits HPV DNA replication in a manner that recapitulates the effect of the 
p80-binding substitutions in E1 and, as such, provide additional evidence that p80 is 
required for efficient HPV DNA replication.  
 
 
Figure 2.7 N40 prevents the recruitment of p80 to the origin and inhibits viral DNA 
replication 
A) C33A cells were transfected with 3F-E1, RFP-E2 and N40 (WT or mutant) expression vectors, 
together with an origin plasmid. ChIP assays were performed on the lysates using anti-Flag and anti-HA 
antibodies or B) with a p80 antiserum or pre-immune serum. Results of the ori enrichment levels 
determined by qPCR are shown after normalization to input DNA, using the internal control pRL (RLuc). 
Each value is the average of at least two replicates, with the standard deviation presented as an error bar 
on the graphs. Unpaired two-tailed Student's t-test was used to determine if differences in enrichment 
levels are significant. Differences with a p-value greater than 0.05 were deemed to be non-significant 
(n.s.) and are indicated. C) DNA replication levels in cells expressing a gradient of WT or mutant N40 
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peptide (1, 10 and 50 ng of N40-YFP expression vector). Cells co-transfected with the empty YFP vector 
were used as a negative control (ctl). DNA replication activity is reported as a percentage of the signal 
obtained at the highest amount of YFP control vector. The error bars represent the standard deviation of 
duplicate values. These results are representative of at least three independent experiments. D) Effect of 
N40-YFP on expression of CMV-FLuc in the absence of the viral proteins. Luciferase signal is reported as 
a percentage of the signal obtained with the highest amount of empty YFP control vector. The error bars 
represent the standard deviation of duplicate values. These results are representative of at least three 
independent experiments. 
2.3.4.8 N40 expression has little to no effect on cell cycle progression and DNA 
synthesis 
HPV DNA replication takes place during the S-phase of the cell cycle and we 
have previously shown that interfering with cellular proliferation, with the use of 
chemical inhibitors or shRNA against p80, affects viral DNA replication indirectly ((20) 
and data not shown). This prompted us to investigate if the inhibitory effect of N40 on 
viral DNA replication was due to an indirect effect on cell cycle progression. We 
observed by FACS analysis that transient overexpression of N40 had no major effect on 
the cell cycle distribution of an asynchronously growing cell population, except for a 
slight accumulation of cells in G2/M that was not noticed in cells expressing the 
N40 WF mutant peptide or YFP alone (Fig. 2.8A). Note that only YFP-positive cells 
were analyzed (i.e. gated) in these experiments. To determine if N40-expressing cells 
could progress normally through S-phase, they were synchronized in G1/S with the 
chemical inhibitor mimosine and released in fresh medium lacking mimosine but 
containing nocodazole to prevent them from progressing past G2/M. Results shown in 
Fig. 2.8A demonstrate that N40-expressing cells are able to resume cell cycle 
progression and accumulate in G2/M as efficiently as control cells. 
Since host DNA replication factors are absolutely essential for HPV DNA 
replication, we next tested if the N40 peptide had any effect on cellular DNA synthesis. 
This was done by measuring BrdU incorporation as a function of cell cycle progression, 
the latter being determined by staining cellular DNA and measuring its content with 
7-AAD. Once again, no major effect on cell cycle distribution was observed in N40-
expresing cells, as determined by their DNA staining profile (Fig. 2.8B). Furthermore, 
N40-expressing cells incorporated BrdU to the same extent as cells expressing the 
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N40 WF mutant peptide or YFP alone. Treatment with aphidicolin was used as a control 
to ensure that BrdU incorporation was indeed the result of DNA synthesis. For each 
condition, the percentage of cells incorporating BrdU was determined from three 
independent experiments and is reported in Fig. 2.8B. This quantification confirmed that 
cells expressing the WT or WF N40 mutant peptide incorporate BrdU as efficiently as 
the control YFP-expressing cells. Collectively, these results indicate that N40 expression 
has little to no effect on cell cycle progression and cellular DNA synthesis. As such, they 





Figure 2.8 N40 expression has little to no effect on cell cycle progression and DNA 
synthesis 
A) Cell cycle analysis of C33A cells transiently expressing YFP alone or YFP-tagged WT or 
WF N40. DNA content was determined by Hoechst staining and flow cytometry. For each transfection, 
the cells were either grown asynchronously (Asynch.) or synchronized with mimosine for 24 h (Mimo. 
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block) and then released in nocodazole for another 24 h (Released in nocodazole). B) BrdU incorporation 
of C33A cells transiently expressing YFP alone or YFP-tagged WT or WF N40. Cells were pulsed for 1 h 
with BrdU 48 h post-transfection and were then dual-labeled for BrdU and DNA using an APC-coupled 
antibody and 7-AAD staining, respectively. For each sample, BrdU incorporation is graphed as a function 
of DNA content. BrdU incorporation of cells treated with aphidicolin is shown as a negative control. 
Quantification of the percentage of cells incorporating BrdU, from three independent experiments, is 
shown on the right (average ± standard deviation). 
 
2.3.4.9 HPV DNA replication is attenuated in N40-expressing stable cell lines 
The results presented above suggested that N40 does not affect cellular 
proliferation. To extend these findings, we performed colony formation assays and 
confirmed that cells stably expressing the N40 peptide, either the WT or mutant 
versions, are viable (Fig. 2.9A). These cells, as well as YFP-expressing control cells, 
were successfully established as stable lines that remained proliferative for several 
passages without any detectable defect, while maintaining continuous expression of N40 
(Fig. 2.9B). These stable cell lines were then tested for their capacity to support transient 
HPV DNA replication. As anticipated, the N40 WT stable cell line was able to support 
lower levels of viral DNA replication than the three N40 mutant lines or the control 
YFP-expressing cell line (Fig. 2.9C). In three independent experiments, each performed 
at three different amounts of E1-expression vector, the levels of viral DNA replication 
were reduced by 30-50% in N40-YFP expressing cells as compared to YFP-expressing 
control cells (two-way ANOVA, p<0.005). In contrast, no statistically significant 
reduction in viral DNA replication was observed in cell lines expressing the three N40-
YFP mutant peptides. These results provide further evidence that the inhibition of HPV 
DNA replication by N40 is not caused by an indirect effect on cellular proliferation and 
indicate that long-term expression of N40 is not deleterious to cell viability. Together, 
the specificity of the N40 peptide towards p80 and its lack of cytotoxicity suggest that 





Figure 2.9 HPV DNA replication is attenuated in N40-expressing stable cell lines 
A) Colony formation assay. C33A cells were transfected with the indicated expression vectors and 
then selected for approximately three weeks in bleomycin-containing media. Drug-resistant colonies were 
fixed with methanol and stained with methylene blue. B) Western blot showing the expression of N40, 
whether WT of p80-binding mutant (WF, VE and VI), in the established stable cell lines. β-tubulin was 
used as a loading control. C) DNA replication activities of WT E1 was tested by transfecting three 
different quantities of E1 expression vector (2.5, 5 and 10 ng) in the indicated N40 stable cell lines. DNA 
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replication was also measured in a control cell line expressing YFP alone (ctl). DNA replication activity is 
reported as a percentage of the signal obtained with 10 ng of WT E1 expression vector in the control cell 
line. The error bars represent the standard deviation of duplicate values. These results are representative of 
at least three independent experiments. 
 
2.3.4.10 The N40 p80-binding peptide is intrinsically disordered 
We previously reported that the first 83 amino acids of HPV31 E1 (N83), which 
include the p80-binding domain, are predicted to constitute an intrinsically disordered 
domain (IDD) (41). To test this prediction, we set out to analyze the structure of the E1-
derived N40 and N83 peptides by NMR. However, this region of HPV31 E1 is not ideal 
for NMR analysis as it contains two cysteine residues, at position 14 and 54, that could 
possibly become oxidized and complicate the interpretation of the data. To circumvent 
this problem, both cysteines were changed to alanine and serine, respectively (C14A and 
C54S). To test if these substitutions had any effect on the function of E1, they were 
introduced in the context of full-length YFP-E1 and the resulting mutant proteins tested 
for their ability to support transient DNA replication. Satisfyingly, both substitutions, 
either alone or in combination, had little to no effect on viral DNA replication 
(Fig. 2.10A) and E1 levels (Fig. 2.10B). We then produced 15N-labelled versions of the 
N40 and N83 peptides (containing the cysteine substitutions) as GST fusions in bacteria, 
purified the proteins and removed the GST moiety by thrombin cleavage. The purified 
untagged peptides are shown in Fig. 2.10C. Two-dimensional 1H-15N heteronuclear 
single-quantum coherence (HSQC) spectra were then acquired for both peptides 
(Fig. 2.10D). The limited chemical shift dispersion of the signals strongly suggests the 
absence or either secondary or tertiary structural elements. Moreover, the nearly perfect 
superposition of the two spectra shows that amino acids 40-83 do not influence the 
folding of N40. The absence of secondary structural elements was further verified by the 
absence of medium or long-range NOEs in a three dimensional 15N-NOESY experiment 
(data not shown). Collectively, these results provide direct evidence that N40 and N83 
are disordered in solution. They also support our previous suggestion that the N-terminal 
region of E1 constitutes an IDD, which could fold upon interaction with binding-





Figure 2.10 The N40 p80-binding peptide is intrinsically disordered 
A) DNA replication activities of WT E1 was compared to C14A or C14A/C54S E1 mutant by 
transfecting three different quantities of E1 expression vector (1.25, 2.5 and 5 ng). C33A cells transfected 
without an E1 plasmid were used as a negative control (No E1). Replication activity is reported as a 
percentage of the signal obtained with 5 ng of WT E1. The error bars represent the standard deviation of 
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duplicate values. These results are representative of at least three independent experiments. B) Anti-GFP 
Western blot showing the expression of the E1 mutant proteins in C33A cells. β-tubulin was used as a 
loading control. C) Coomassie gel showing the purified 15N-labelled peptides D) Overlay of the 2D 1H-15N 
heteronuclear single-quantum coherence (HSQC) spectra of 15N-labeled E1 N-terminal peptides N40 
(a.a. 1-40; black) and N83 (a.a. 1-83; red). 
2.3.4.11 E1 interacts with amino acids 1-573 of p80 
To complete the characterization of the E1-p80 interaction, we mapped the 
domain of p80 required for E1-binding in vitro and in vivo using the series of p80 
truncations shown in Fig. 2.11A. For the in vitro studies, each p80 truncation was 
expressed, as fusions to the triple Flag-epitope (3F-p80), in a rabbit reticulocyte lysate 
and tested for binding to the N-terminal domain of E1 (1-170), fused to GST, in pull-
down assays. The results shown in Fig 11B revealed that the first 573 amino acids of 
p80 are required for robust binding to E1. This interaction was specific as it was not 
observed with GST alone and, importantly, was abolished by the VE substitution in E1. 
Shorter fragments of p80 spanning the first 400 amino acids showed weaker binding to 
E1 indicating that the WD40 repeat region may constitute the minimal E1-interaction 
motif. Accordingly, little to no binding of the C-terminal domain of p80 (a.a. 389-677) 
to E1 was detected.  
The same p80 truncations were then tested for interaction with full-length E1 
in vivo by co-immunoprecipitation. Specifically, the various 3F-p80 fragments were 
expressed in C33A cells together with YFP-E1, immunoprecipitated using an anti-Flag 
antibody and the precipitates probed for the presence of YFP-E1 by Western blotting 
with an anti-GFP antibody. These studies confirmed that the first 573 amino acids of p80 
(1-573) interact with E1 as efficiently as the full-length p80 (Fig. 2.11C). However, and 
in contrast to what was observed in vitro, none of the shorter N-terminal fragments of 
p80 were able to interact with E1, possibly because of the lower concentration of these 
fragments and of E1 in vivo as compared to the in vitro assay. Finally, no interaction was 
detected between E1 and the C-terminal fragment of p80, which contains the putative 
UBX/SLD. Altogether, these results indicate that the N-terminal 573 amino acids of p80, 





Figure 2.11 E1 interacts with amino acids 1-573 of p80 
A) Schematic representation of the p80 truncations used for mapping the E1 binding domain on p80. 
The WD40 repeats of p80 are identified by a black box. B) In vitro pulldown assays. 3F-p80 truncations 
were expressed in rabbit reticulocyte lysates and tested for binding to the N-terminal domain of E1 (1-170) 
fused to GST. GST alone or GST-E1 VE were used as negative controls. Bound proteins were detected by 
Western blotting using an anti-Flag antibody. The bottom panel shows a Coomassie blue-stained SDS-
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PAGE gel of the purified GST fusion proteins used in these pull-down experiments. The sizes of 
molecular weight markers (in thousands) are indicated on the left. C) In vivo co-immunoprecipitation 
assays. The indicated 3F-p80 truncations were expressed in C33A cells together with YFP-E1 and 
immunoprecipitated using anti-Flag antibodies. The presence of YFP-E1 in the immunoprecipitates was 
determined by Western blotting using an anti-GFP antibody. Cells expressing the YFP-E1 VE mutant 
protein and full-length 3F-p80 were used as a negative control. 
2.3.5  Discussion 
We previously reported that E1 interacts with p80 to promote the maintenance of 
the viral genome in undifferentiated keratinocytes and mapped the p80-binding domain 
on E1 to a short N-terminal region of the protein located between amino acids 10-40. 
This sequence is highly conserved among E1 from mucosal HPV types, but less so 
between cutaneous types. Accordingly, we previously found that only the E1 proteins 
from anogenital HPV types interact with p80. In this study, we have determined that the 
p80-binding domain of E1 is essential for efficient transient HPV DNA replication, a 
finding which likely accounts for the failure of viral episomes expressing a p80-binding 
defective E1 to be properly maintained in keratinocytes. Furthermore, we have shown 
that overexpression of these E1 mutant proteins cannot suppress their transient DNA 
replication defect, suggesting that the latter it is not due to lower expression and/or 
stability of these proteins. Importantly, we have also gathered evidence in functional 
assays and by ChIP that these E1 mutant proteins retain the capacity to interact with E2 
at the viral origin, in vivo. Collectively, these findings suggest that p80-binding deficient 
E1 proteins are intrinsically impaired for viral DNA replication, at a step following the 
assembly of the E1-E2-ori initiation complex. 
The results summarized above suggest that the interaction of anogenital HPV E1 
with p80 is essential for efficient viral DNA replication. In support of this suggestion, 
we observed for the different E1 mutant proteins that the magnitude of their DNA 
replication defect correlates with their capacity to interact with p80. Namely, we found 
that the WF and C40 E1, which are completely defective for p80-interaction, are more 
severely compromised for DNA replication than the VI or VE mutant proteins, which 
both retain weak binding to p80. Additional evidence that the E1-p80 interaction is 
required for viral DNA replication came from the observation that p80 is recruited from 
the cytoplasm to discrete nuclear foci and to the viral origin, by E1 and E2, in a manner 
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dependent on the integrity of the E1 p80-binding domain. Of particular significance was 
the demonstration that the HPV31 E1-derived peptide N40, which efficiently binds to 
p80 and antagonizes the E1-p80 interaction in vivo, can prevent the recruitment of p80 
onto the viral origin and inhibit viral DNA replication. The antagonistic effect of this 
peptide was specific to viral DNA replication, as it did not affect host DNA synthesis 
and cell cycle progression or any other host functions required for cellular proliferation 
and viability. Further evidence of specificity came from the observation that N40 mutant 
peptides defective for p80-binding have little to no effect on the recruitment of p80 to 
the viral origin and on transient HPV DNA replication. Together, these findings provide 
strong evidence that the interaction of E1 with p80 is required for efficient HPV DNA 
replication.  
While the E1-p80 interaction is not strictly essential for transient DNA 
replication, it greatly enhances the overall efficiency of the process. Indeed, amino acid 
substitutions or truncations in E1 that abrogate p80-binding, or overexpression of the 
N40 peptide, reduce transient DNA replication by 70-75% but never completely abolish 
it. Although the E1-p80 interaction is not essential in transient DNA replication assays, 
it appears from our previous study to be indispensable for the proper maintenance of the 
viral episome in keratinocytes. Thus, the E1-p80 interaction seems to be more 
stringently required for episomal maintenance in immortalized keratinocytes than for 
viral DNA synthesis in transient assays, perhaps because the latter assays are performed 
under the less physiologically relevant condition of E1 and E2 overexpression. Although 
the exact molecular mechanism by which p80 promotes viral DNA replication remains 
elusive at the moment, we can discuss some possibilities based on our current 
understanding of the structure and functions of p80. The N-terminal half of p80 is 
comprised of WD40-repeats, which are known to fold into β-propeller structures that 
often act as protein-protein interaction modules (56). In this respect, our finding that the 
WD40 repeats of p80 are needed for interaction with E1 is not surprising. Thus, one 
possible role of p80 in viral DNA replication may be to act as a scaffold to facilitate 
either the assembly of a replication-competent E1 double-hexamer, its licencing, its 
processivity during DNA synthesis or its recycling for further rounds of DNA 
replication. As such, the p80-binding domain of E1 could play a role similar to that of 
the SV40 Large T antigen J-domain in polyomavirus DNA replication (57, 63). One 
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reason for raising this possibility is the previous report that p80 co-purifies with Hsp70, 
although this interaction was deemed to be non-specific (45). Our finding that p80 is 
recruited to the viral origin during the initiation of viral DNA replication (i.e. in 
aphidicolin treated cells) is consistent with p80 playing a role in assembly of the viral 
DNA replication complex. However, the fact that the WF and C40 E1 still assemble at 
the origin in our ChIP asays, an activity that requires the ATPase function of E1, suggest 
that these mutant proteins are capable of oligomerizing at the origin. Thus, we surmise 
that the requirement for p80 arises after E1 oligomerization, such as for the licencing, 
processivity, or recycling of the helicase. 
Interestingly, p80 was recently shown to associate with and to stimulate the 
activity of three deubiquitinating enzymes (DUBs), namely USP1, USP12 and USP46 
(9, 10). Similarly to what we found for E1, the WD repeats of p80 were shown to be 
required for interaction with these enzymes. This prompted us to investigate if E1 
competes with these DUBs for binding to p80. On the contrary, we found in co-
immunoprecitation assays that E1 can form a ternary complex with p80 and any of the 
three USPs (M.L. and J.A., unpublished), indicating that their interactions are not 
mutually exclusive. USP1 has been implicated in two different aspects of the cellular 
DNA damage response (DDR), namely the Fanconi anemia pathway, which coordinates 
the repair of DNA damages such as DNA crosslinks, and the translesion synthesis 
pathway, which allows DNA replication to proceed past certain DNA lesions. It has 
been found that USP1 can downregulate these two pathways, by deubiquitinating 
monoubiquitinated FANCD2 and monoubiquitinated PCNA, respectively. Interestingly, 
FANCD2 activation and recruitment to nuclear foci was previously observed in cells 
expressing SV40 Large T antigen (5). This activation was shown to correlate with DNA 
replication-induced stress and to be required for SV40 DNA replication. In the context 
of HPV, it is tempting to speculate that the presence of p80 at the replication fork may 
facilitate the recruitment of DDR proteins to promote viral DNA replication or, 
conversely, to alleviate problems linked with a stalled replication fork. However, we and 
others recently showed that DNA damage neither interferes nor stimulates transient HPV 
DNA replication (18, 31), suggesting that the effect of p80 in this context is independent 
of DDR signaling. Furthermore, Moody et al. also observed using the chemical inhibitor 
KU-55933 that the ATM pathway has no effect on the stable maintenance of the HPV 
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episome in undifferentiated keratinocytes (40), in contrast to p80 whose interaction with 
E1 is essential for this process (12). Altogether, these results suggest a function for p80 
in episomal replication and maintenance that is independent of DNA damage signaling 
events. Another possibility is that p80 could serve to modulate the monoubiquitination 
status of PCNA during viral DNA replication, through its association with E1 and USP1, 
perhaps as a means to recruit translesion synthesis polymerases. In this context, it is 
intriguing that a previous study addressing the protein requirement for papillomavirus 
DNA replication in vitro indicated the need for an unknown cellular factor present in the 
same biochemical fraction as polymerases α and δ, but different from these two 
enzymes, that could potentially be a third polymerase such as polymerase ε (37). 
As for USP12 and USP46, they have been shown to deubiquitinate 
monoubiquitinated histones H2A and H2B (29). Thus, one possible role of p80 in viral 
DNA replication may be to modify chromatin to facilitate the assembly of the E1-
containing DNA replication complex and/or its progression at the fork. Two other E1-
associated proteins, histone H1 and hSNF5, were previously suggested to affect 
chromatin structure for the benefit of viral DNA replication (33, 58). Interestingly, the 
initiator protein EBNA1 of Epstein-Barr virus (EBV) has recently been shown to recruit 
USP7 to the latent viral origin in order to locally deubiquitinate H2B (52). However, the 
exact function of this process in the EBV life cycle remains to be determined. While a 
role for USP1, 12 and 46 in the HPV life cycle remains attractive, our current 
unpublished results obtained using dominant negative versions of these enzymes suggest 
that their catalytic activity is not required for transient viral DNA replication, although 
these results should be interpreted with caution as any other negative findings. In 
summary, it appears that the role of p80 in transient HPV DNA replication does not rely 
on its association with catalytically active DUBs, a conclusion that does not preclude a 
role for these interactions in other aspects of the viral life cycle, but one that suggests 
that p80 can also function independently of these enzymes. 
As a first step toward understanding the mechanism of action of the N40 
inhibitory peptide, we used NMR to analyze its structure and that of a longer E1 
fragment spanning the first 83 amino acids. Both peptides were found to be intrinsically 
disordered in solution, a finding consistent with our previous in silico predictions that 
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the N-terminal region of E1 is predominantly unstructured (41). In addition to the p80-
binding domain, we previously showed that the first 83 residues of E1 contain a 
conserved ΦxΦΦ motif (in which Φ indicates a hydrophobic amino acid) that is required 
for efficient DNA replication and which may fold as an amphipathic helix with 
structural and functional similarity to those found in the p53 TAD2 and VP16C 
transactivation domains (41). The latter protein domains are known to be intrinsically 
disordered in solution and to fold into α-helices upon binding to their interaction 
partners, such as the Tfb1/p62 subunit of the transcription factor TFIIH (4, 16, 28, 62). 
By analogy, it is possible that the first 83 amino acids of E1 undergo folding upon 
interaction with binding partners such as p80. Similarly, the E1 N40 peptide may 
interact with the WD40 repeat region of p80 through an induced-fit mechanism. From a 
thermodynamic point of view, this type of peptide-protein interaction is disfavored 
entropically but often compensated for by highly specific and extensive interaction 
surfaces comprised of several low-affinity contacts (17). By their very nature, these 
kinds of reversible interactions have been suggested to be ideal targets for therapeutic 
intervention (38). The finding that the E1-p80 interaction is essential for episomal 
maintenance, coupled with the discovery of an E1-derived, p80-binding peptide that 
inhibits viral DNA replication and is well tolerated in cells, represent important steps in 
the validation of the E1-p80 interface as a novel antiviral target.  
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3.1   Mise en contexte de l’article 
L’interaction E1-UAF1 promeut la réplication transitoire de l’ADN du VPH et le 
maintien de l’épisome dans des kératinocytes primaires. Puisque UAF1 n’encode aucune 
activité enzymatique, sa fonction est présumée être dépendante de ses partenaires 
d’interaction. Les interactions endogènes avec le complexe E1-UAF1 sont inconnues. 
L’objectif de cette étude était de caractériser l’architecture du complexe associé à E1 et 
UAF1 dans le contexte du réplisome viral et de déterminer l’importance de ces 
partenaires pour la réplication de l’ADN du VPH.  
3.2   Contribution des auteurs 
J’ai réalisé toutes les expériences présentées dans les figures 1-6 de ce manuscrit. 
Pour les figures 7-8, j’ai développé les réactifs et effectué les expériences préliminaires 
qui ont ensuite été répétées plusieurs fois et à plus grande échelle par le Dr David 
Gagnon. J’ai aussi écrit le manuscrit.  
Dr David Gagnon était stagiaire postdoctoral dans le laboratoire du 
Dr Archambault lors de la réalisation des expériences de ce manuscrit. Il a effectué les 
expériences des figures 7 et 8.  
Dr Jacques Archambault a supervisé le projet et apporté des commentaires 
constructifs pour la réalisation et l’analyse des expériences, ainsi que pour la rédaction 
du manuscrit.  
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3.3   Texte de l’article 
3.3.1  Abstract 
The papillomavirus E1 protein, in concert with E2, initiates viral DNA 
replication and mediates the recruitment of host replication factors. We have 
previously identified the cellular protein p80/UAF1 as a novel interaction partner 
of E1 N-terminal region from anogenital human papillomaviruses (HPVs). The 
importance of this interaction was demonstrated by showing that mutations within 
the UAF1-binding domain of E1, or in trans overexpression of this UAF1-binding 
peptide, reduced viral DNA replication by up to 70%. UAF1 has no known 
enzymatic activity but contains several WD repeats suggesting that it relies on 
protein-protein interactions to carry out its function. Through affinity purification, 
we found UAF1 to interact with three deubiquitinating enzymes in cervical cells: 
USP1, USP12 and USP46. Coimmunoprecipitation experiments demonstrated that 
E1 binds simultaneously with UAF1 and any of the three USPs, possibly as a 
ternary complex. Moreover, E1 redistributed USP12 and USP46 from the 
cytoplasm to the nucleus through their association with UAF1. Chromatin 
immunoprecipitation assays further revealed that the USPs are recruited to the 
viral origin by E1 in a UAF1-dependent manner. Overproduction of a catalytically 
inactive version of the USPs specifically reduced viral DNA replication by up to 
70%. These results highlight the importance of UAF1-USP activities during HPV 
DNA replication. 
3.3.2  Introduction 
Human papillomaviruses (HPVs) infect the stratified epithelium of the skin and 
anogenital mucosa where they replicate and induce hyperproliferative lesions through 
the expression of the viral oncogenes E6 and E7. While the vast majority of infections 
remain subclinical, a subset of anogenital HPV types, known as high-risk, are the 
etiological agents of cervical cancer and a large proportion of anal and other genital 
cancers (reviewed in (12, 21, 25)). 
Upon establishment of viral infection in the basal cells of the epithelium, the early 
viral proteins E1 and E2 are expressed; these proteins are essential for the replication of 
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the episomal double-stranded DNA genome of HPV. Viral DNA replication occurs in 
three main phases of DNA synthesis (reviewed in (21)). First, the viral genome is 
established and replicated, as an extrachromosomal element, to approximately 50-
100 copies per cell (establishment step). The genome is then maintained over cellular 
divisions at a constant copy number in the basal cells of the tissue (maintenance step). 
Maintenance is believed to occur once per cell cycle in a synchronized manner with the 
cell during S-phase. Finally, as the infected cells migrate through the upper layers of the 
epithelium, HPV DNA is replicated to high copy numbers, a step that is tightly coupled 
with the cellular differentiation program (amplification step). At this productive step, the 
late genes encoding the structural proteins L1 and L2 are also induced, allowing for 
encapsidation of the genomes in new viral particles, which are shed at the uppermost 
layers of the epithelium. 
In addition to the viral proteins E1 and E2, HPV relies extensively on host proteins 
to carry out replication of its DNA. The assembly of the viral replisome is first initiated 
by the binding of E2 to specific sites within the viral origin (ori) of replication. Through 
direct protein-protein interactions, E2 recruits E1 monomers to stimulate the assembly of 
the active viral helicase composed of an E1 double-hexamer (2, 16, 17, 36, 43-45, 51). 
Once assembled, the E1 helicase is thought to melt the viral origin, unwind the viral 
DNA in a bidirectional manner and directly recruit various components of the host DNA 
replication machinery, such as DNA polymerase α-primase, toposisomerase I and RPA 
(single-stranded DNA-binding protein) (7, 10, 20, 32, 34, 39).  
Apart from its highly-conserved helicase and DNA-binding domains, E1 comprises a 
more divergent N-terminal region that is strictly required for DNA replication in vivo (1, 
47). A portion of this N-terminal domain is required for E1 nucleocytoplasmic shuttling. 
Although E1 is constituvely translocated to the nucleus via its bipartite NLS, it also 
encodes a NES. E1 shuttling is coordinated by cell cycle-dependent phosphorylation of 
E1 that inhibits its Crm1-dependent nuclear export. Through proteomic studies, we 
identified a binding site for the cellular protein p80/UAF1 (USP1-associated factor 1), 
thereafter named UAF1, located in the N-terminus between amino acids (aa) 10-40 in 
HPV31 E1 (11). Several lines of evidence support an important role for the E1-UAF1 
interaction in replication of the viral genome. First, mutational analysis showed that 
interaction with UAF1 is required for efficient viral DNA replication and long-term 
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maintenance of the viral episome in undifferentiated keratinocytes (11, 14). Second, E1 
relocalizes UAF1 from the cytoplasm to the nucleus and, in the presence of E2, to 
specific nuclear foci where viral DNA replication is thought to occur. Third, E1 and E2 
recruit UAF1 to the viral origin as evidenced by ChIP experiments (30). Fourth, 
inhibition of the E1-UAF1 interaction by in trans overexpression of an E1-derived 
UAF1-binding peptide (N40) prevents UAF1 enrichment on the episome and inhibits 
HPV DNA replication by 70%. Altogether, these observations suggest that UAF1-
binding plays a central role in the HPV DNA replication process.  
 UAF1 has no intrinsic enzymatic activity, but bears WD40 repeats as well as a 
SUMO-like domain (SLD) (41, 42). These domains are commonly involved in protein-
protein interactions and thus, UAF1 probably mediates its activities through binding 
with other cellular partners. While some groups reported UAF1 interactions with the 
deubiquitinating enzymes (DUB) USP1, USP12 and USP46 (8, 9, 49), little is known 
about architecture of this UAF1 complex in the context of HPV infection in cervical 
cells. In the present study, we show that HPV E1 associates simultaneously with UAF1 
and its associated USPs (USP1, USP12 and USP46). We also demonstrate that E1 
relocalizes the USPs to the nucleus and recruits them onto the viral origin in a UAF1-
dependent manner. Finally, we show that USP enzymatic activity is required for HPV 
DNA replication and that overexpression of catalytically inactive USPs specifically 
impairs viral DNA replication without affecting cell proliferation. These results provide 
evidence that the USPs are actively implicated during HPV DNA replication, therefore 
extending our knowledge on key factors implicated in HPV infection. 
 
3.3.3  Materials and methods 
Plasmid construction and mutagenesis. Short hairpin RNAs (shRNAs) against 
UAF1, USP1, USP12 or USP46 were expressed from the pLKO.1-Puro plasmid 
purchased from Open Biosystems. The shRNAs in this study had the following targeting 
sequence: Control (GCTATGAGAATAACGGTAACA), UAF1 
(GTGCAGGTTTCCTATGTTATT), UAF1-mut (GTGCAAGTTTCGTATGTCATT), 
USP1-B (TTTGATCTAGTTTGTCTCTGG), USP1-C 
(TAATGCCTGTTTGGTCACTGG), USP1-E (ATCAAACTCCAAACCACTAGC), 
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USP12 (TTTCACAAGTAAGACATCTGG) and USP46 
(CGCTTACCAATGAAACTCGATCTCGAG). The scrambled control shRNA was 
generated by randomizing the UAF1 targeting sequence to obtain a non-targeting 
shRNA with the same nucleotide composition. The UAF1-mut sequence was generated 
by introducing three point-mutations within the target sequence of UAF1 via site-
directed mutagenesis. We previously described the plasmids encoding RFP-UAF1 (11), 
3F-UAF1 and its truncations (30), GFP-E1 (13), and vectors expressing codon-
optimized 3F-E1 (p31E1) and 3F-E2 (p31E2) (14). USP1, USP12 and USP46 ORFs 
were obtained from Life Technologies. USP-GFP fusions were constructed by inserting 
a PCR fragment encoding the corresponding ORFs between the SacI and BamHI sites of 
the pGFP2-N1 plasmid (BioSignal Packard-Perkin-Elmer). Expression vectors for RFP-
USP1, -USP12 and -USP46 were generated by cloning the PCR-amplified ORFs 
between XhoI and XbaI sites of the RFP plasmid (11). Catalytically inactive mutants of 
the USPs were generated by site-directed mutagenesis. All DNA constructs were 
verified by sequencing. Primer sequences and additional details on the construction of 
these plasmids can be made available upon request. 
 Antibodies and Western blotting. Mouse monoclonal antibodies from Sigma-
Aldrich were used to detect 3xFlag-tagged proteins (M2-Flag antibody, catalog 
no. F1804) and β-tubulin (catalog no. T4026). The mixture of two mouse monoclonal 
antibodies against GFP was purchased from Roche (catalog no. 11814460001) and the 
mouse monoclonal antibody against RFP was from Abcam (catalog no. AB65856). The 
HA antibody was purchased from Covance (HA.11 catalog no. MMS-101P). Rabbit 
polyclonal antibodies against UAF1 were raised by injecting rabbits (Open Biosystems) 
with a purified C-terminal fragment of UAF1 (aa 400-677) produced in bacteria, as 
previously described (11). For Western blot analysis, proteins were transferred onto 
polyvinylidene difluoride (PVDF) membranes and detected using horseradish 
peroxidase (HRP)-conjugated secondary antibodies, either sheep anti-mouse IgG or 
donkey anti-rabbit IgG (both from GE Healthcare, catalog no. NA931 and no. NA934V, 
respectively), and an enhanced chemiluminescence detection kit (GE Healthcare).  
 Cell culture and transfections. The human cervical carcinoma cell line C33A 
was grown in Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM) supplemented with 10% 
FBS, 2 mM L-glutamine, 50 IU/ml of penicillin and 50 µg/ml streptomycin. For the 
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selection and growth of stably transfected cell lines, the culture medium was 
supplemented with 15 µg/ml bleomycin (Bleocin; EMD Millipore catalog no. 203408) 
for USP-GFP constructs or with 2 µg/ml puromycin (Sigma-Aldrich, catalog no. P8833) 
for shRNA plasmids. Transfection of C33A was performed using the 
Lipofectamine 2000 reagent (Life Technologies) according to the manufacturer's 
protocol. 
Luciferase transient DNA replication assays. The HPV and BPV DNA 
replication assays were performed as previously described (14, 18). Briefly, C33A cells 
were plated at a density of 25,000 cells/well in white flat-bottom 96-well plates and 
transfected 24 h later with a mix of four plasmids: an origin-containing plasmid with a 
firefly luciferase reporter in cis (pFLORI31 or pFLORI-BPV1), a Renilla luciferase 
plasmid as an internal control (pRL) and the indicated quantities of E1 and E2 
expression vectors. For all experiments, the total quantity of plasmid DNA transfected 
was adjusted to 100 ng with the RFP vector as carrier DNA. Firefly and Renilla 
luciferase activities were measured using the Dual-Glo Luciferase assay system 
(Promega) 48 h posttransfection. When indicated, the assay was performed with a firefly 
luciferase plasmid lacking the viral origin, or with the Renilla luciferase vector alone, to 
monitor luciferase expression per se, in absence of DNA replication. 
 Coimmunoprecipitation (coIP) assays. C33A cells  were grown on 100-mm  
plates (approximately 5x106) and transfected with the indicated DNA. Cells were 
harvested 48 h posttransfection in lysis buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 
5 mM EDTA, 1% Triton X-100, and the following protease inhibitors: 10 µg/ml 
antipain, 2 µg/ml leupeptin, 2 µg/ml aprotinin, 1 µg/ml pepstatin A and 1 mM 
phenymethylsulfonyl fluoride). Cleared cellular extracts were then immunoprecipitated 
for 3 h with 40 µl protein G-sepharose (GE Healthcare), conjugated to 1 µg of anti-Flag 
or anti-GFP antibodies. The resin was washed 3 times with TBS (50 mM Tris-HCl 
pH 7.4, 150 mM NaCl) and the bound proteins were analyzed by Western blotting.  
 Protein purification and mass spectrometry analysis. The UAF1 complexes 
were prepared from cervical C33A cells stably expressing 3F alone or 3F-UAF1. Cell 
pellets from 10x100-mm dishes (approximately 5x107 cells) were lysed in lysis buffer 
(0.1% Triton X-100, 50 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA and the 
following protease inhibitors: 10 µg/ml antipain, 2 µg/ml leupeptin, 2 µg/ml aprotinin, 
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1 µg/ml pepstatin A and 1 mM phenymethylsulfonyl fluoride). Lysates were cleared by 
centrifugation and supernatant were incubated for 1 h with anti-Flag M2 Affinity Gel 
(Sigma-Aldrich catalog no. A2220) and washed extensively with high salt buffer 
(50 mM Tris-HCl pH 7.4 and 500 mM NaCl). The coimmunoprecipitated proteins were 
eluted twice with 150 µg/ml 3F peptide, the eluates were pooled and proteins were TCA-
precipitated overnight. Samples were resolved on 4-15% gradient SDS-PAGE, after 
which silver-stained gel slices were sent for mass spectrometry analysis. Tryptic 
peptides were identified by tandem mass spectrometry (LC-MS/MS) with microcapillary 
reversed-phase high-pressure liquid chromatography coupled to a LTQ 
(ThermoElectron) quadrupole ion trap mass spectrometer with a nanospray interface. 
Resulting peptide MS/MS spectra were interpreted using the MASCOT (Matrix Science) 
software and used to interrogate the National Center for Biotechnology Information 
(NCBI) non-redundant protein database or Uniref protein database. 
Chromatin immunoprecipitation (ChIP). The ChIP protocol was modified 
from a previously published procedure (30). C33A cells were plated at a density of 
3.6x106 cells on 100-mm plates and were transfected 24 h later with the following 
plasmids: 0.5 µg pFLORI31, 0.1 µg pRL, 1 µg p31E1, 2 µg RFP-E2, 4.4 µg RFP-UAF1 
and 4 µg USPs-GFP (or GFP alone). In all experiments, the total quantity of DNA was 
adjusted to 12 µg with pUC18 as carrier DNA. 24 h posttransfection, cells were cross-
linked with 1% formaldehyde, lysed in lysis buffer and sonicated with a CovarisTM S2 
to shear the DNA. The lysates were diluted 10-fold in ChIP dilution buffer, and 
precleared using protein G-sepharose (GE Healthcare catalog no. 16-0618) that was pre-
blocked with 5 mg/ml BSA and 0.5 mg/ml salmon sperm DNA. The lysates (1 million 
cells per IP) were incubated overnight with the indicated antibodies and protein G-
sepharose was added and mixed for 3 h to capture the complexes. The resin was 
successively washed with the following buffers: Low salt buffer, High salt buffer, LiCl 
buffer and twice with TE buffer. The immunoprecipitate was recovered by two 
successive elutions in elution buffer (1% SDS, 0.1 M NaHCO3) at 65°C, treated with 
RNase A and the cross-links reversed by overnight incubation in 0.2 M NaCl at 65°C. 
The eluates were treated with proteinase K for 1 h at 45°C and DNA was purified using 
QIAgen spin columns. The eluates and corresponding input DNA were then analyzed by 
qPCR, as previously described (30). 
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Confocal fluorescence microscopy. C33A cells were plated at a density of 
6x105 cells/well on cover-slips and were transfected 24 h later with the indicated 
plasmids. 24 h posttransfection, cells were fixed with 4% formaldehyde, permeabilized 
with 0.2% Triton X-100 and their DNA was stained with 1 µg/ml 4,6-diamidino-2-
phenylindole (DAPI) (Life Technologies catalog no. D1306). Slides were mounted using 
Vectashield mounting medium (Vector Laboratories). Images were collected with a 
Zeiss LSM710 laser scanning confocal microscope and analyzed using the Zen 2009 LE 
software. 
Cell cycle analysis. Cell cycle profiles were obtained by staining live cells 48 h 
posttransfection with 6.3 µg/ml Hoescht and 50 µM verapamil. Acquisitions were done 
using a BD LSR flow cytometer, gated on the GFP-positive population. Data analysis 
was performed using the FlowJo (v.8.1) software. 
Colony formation assays. C33A cells (~1.2x106) were transfected with 1.5 µg of 
the indicated plasmids in a 6-well plate. 24 h posttransfection, cells were trypsinized and 
plated on a new dish at a 1/15 dilution in fresh medium. 24 h later, media was replaced 
for a G418- (500 µg/ml) or puromycin- (2 µg/ml) containing media and then was 
changed every 3-4 days for about 3 weeks or until fully resistant cells were selected. 
Colonies were fixed in cold methanol for 10 min and stained for 2 min at room 
temperature with methylene blue (1% w/v in 60% Methanol/H2O). 
 
3.3.4  Results 
3.3.4.1 UAF1 associates with three members of the USP family in cervical 
carcinoma cells 
We previously showed that the E1-UAF1 interaction is required for efficient HPV31 
DNA replication (11, 30). However, the function of UAF1 during the HPV life cycle 
remains elusive. The absence of any enzymatic activity mediated by UAF1 suggests that 
it functions by interacting with other cellular proteins. This prompted us to identify 
novel UAF1 interaction partners from C33A cervical carcinoma cells, a biologicaly 
relevant cell line in which all of our previous functional studies on UAF1 were done.  In 
order to do so, affinity purification of UAF1 was performed using a single step 
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immunoprecipitation approach and interacting proteins were identified by mass 
spectrometry. Whole cell extracts from a cell line expressing 3xFlag (3F)-tagged UAF1 
or 3F alone, used as a negative control, were incubated with a resin covalently linked to 
anti-Flag M2 antibodies. The immunoprecipitated proteins were then washed and eluted 
with a 3F peptide. Proteins from the eluate were separated using SDS-PAGE 
(Fig. 3.1A), from which gel slices were excised for mass spectrometry in order to 
identify specific interaction partners. Three major proteins, USP1, USP12 and USP46, 
were identified using this approach, all three showing good spectral counts, Mascot 
score and peptide coverage as shown in Fig. 3.1A. It is noteworthy that USP12 and 
USP46 share over 88% amino acids sequence identity and many of their peptides were 
indistinguishable by mass spectrometry. These interactions were further validated 
through coIP experiments (Fig. 3.1B). Note that the lack of commercially available 
antibodies with good enough specificity led us to use GFP-tagged versions of the USPs 
for the following studies. Briefly, UAF1 was immunoprecipitated from cells 
cotransfected with 3F-UAF1 and any of the GFP-tagged USPs, using anti-Flag 
antibodies. A non-relevant protein, USP14, was used as a negative control for interaction 
specificity. While USP1 was easily detectable using a highly sensitive mass 
spectrometry approach, coIP was performed in presence of the proteasome inhibitor 
lactacystin to facilitate detection of USP1, known to be a very labile protein. USP1, 
UPS12 and USP46 interacted with UAF1, while the negative control USP14 did not, 
therefore showing that UAF1 is capable of assembling in vivo in HPV-negative cervical 
cells with the three deubiquitinating enzymes. Other groups have also previously 
described a similar UAF1 interaction network in other cellular contexts, substantiating 
our data (8, 9, 46). Interestingly, orthologs of UAF1, USP12 and USP46 exist in 
S. Cerevisiae, known as Duf1, Ubp9 and Ubp13, respectively. Previous studies showed 
that both Ubp9 and Ubp13 interact with Duf1, suggesting it is an evolutionarily 






Figure 3.1 Identification of UAF1-interacting proteins 
(A) C33A stable cell lines expressing 3F alone (Control) or 3F-UAF1 (UAF1) were subjected to anti-
Flag immunoprecipitation. Purified complexes were separated by SDS-PAGE and stained with silver 
nitrate, after which gel slices were excised and sent for LC-MS/MS analysis. The major identified proteins 
are indicated to the right with their respective spectral counts, Mascot score and peptide coverage. USP12 
and USP46, two proteins with high sequence identity, were often co-detected and are indicated together in 
the figure. (B) CoIP of 3F-UAF1 with GFP-tagged USP1, USP12, USP46 or USP14. Cells were 
transfected with the indicated expression vectors and harvested 48 h posttransfection, and whole-cell 
extracts were subjected to immunoprecipitation using anti-Flag antibodies. The immunoprecipitates were 
analyzed using anti-GFP (for USPs) and anti-Flag (for UAF1) antibodies. Cells transfected with USP1 
expression plasmids were treated for 24 h with 10 µM Lactacystin prior to cell lysis. USP14 was used as a 
negative control. Cell extract input is shown below. Data are representative of at least two independent 
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3.3.4.2 UAF1 interacts with USP12 and USP46 through its N-terminal WD40 motif 
To investigate the structure-function relationship of UAF1, we sought to identify 
which region of UAF1 was required to interact with the USPs. Multiple expression 
vectors encoding truncated variants of UAF1 were generated, either containing the WD 
repeats motif or the C-terminal SLD (Fig. 3.2A). We previously observed that UAF1 is 
an essential gene (data not shown and Fig. 3.5), which is consistent with the fact that 
deletion of UAF1 is embryonically lethal in mice (38). We first aimed to determine if 
overexpression of these truncations would act as a dominant-negative UAF1 mutant in 
regard to cellular proliferation. We reasoned that truncated UAF1 proteins might interact 
only with a subset of native UAF1 interaction partners and thus prevent cell processes 
normally regulated through UAF1. UAF1 truncations were expressed in C33A cells and 
a colony formation assay was performed to monitor cellular proliferation and survival. 
As shown in Fig. 3.2B, none of the truncation mutants induced a defect in cellular 
proliferation, thus suggesting that none of the deleted fragments is dominant-negative 




Figure 3.2 UAF1 WD40 repeats are required for interaction with USP12 and 46 
(A) Schematic representation of UAF1 truncations. The WD40 repeats of UAF1 are represented 
by black boxes and the sumo-like domain (SLD) is represented by grey boxes. (B) Colony formation 
assay. C33A cells were transfected with the indicated vectors encoding UAF1 truncations and then 
selected for approximately 3 weeks in G418-containing media. Colonies were then fixed with methanol 
and stained with methylene blue. Data are representative of at least three independent experiments with 
similar results. (C) CoIP mapping assay. The indicated 3F-UAF1 truncations were expressed in C33A 
cells together with RFP-USP12 or RFP-USP46, and immunoprecipitated using anti-Flag antibodies. The 
immunoprecipitates were analyzed using anti-GFP (for USPs) and anti-Flag (for UAF1) antibodies. The 
expected molecular weights of USP and RFP are indicated by arrows on the right. Cell extract input is 
shown below. Data are representative of at least three independent experiments with similar results. 
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  The interaction of each of the USPs was then mapped on UAF1. Since the USP1-
binding motif was previously located to the N-terminal WD40 repeats of UAF1 (9), we 
performed similar mapping experiments with USP12 and USP46. To do so, the same 
series of UAF1 truncations were cotransfected with RFP-USP12 or RFP-USP46 fusions 
and coIP experiments were performed to assess their capacity to interact. As shown in 
Fig. 3.2C, interaction of USP12 and USP46 with UAF1 required most of the UAF1 N-
terminal domain, again encompassing the WD40 motif. Specifically, the 1-573 domain 
elicited a robust interaction with the USPs, while the shorter fragments, such as the 1-
400 domain, showed weaker binding. Conversely, the C-terminal 389-677 construct, 
containing the SLD domain, was unable to interact with the USPs. This suggests that 
UAF1 interaction with any of its associated USPs requires the UAF1 N-terminus, 
including the WD40 repeats. Previously published data suggested that UAF1 associates 
with the three USPs as distinct, mutually exclusive, binary complexes. Hence, it is not 
surprising that the three USPs use a similar interaction region (8). The requirement of 
the whole N-terminal WD40 repeats domain for interaction of UAF1 with the USPs is 
reminiscent of the minimal interaction domain with HPV E1 we previously 
characterized (30). Also, since most of the presently known functions of UAF1 are 
restricted to the N-terminal region, it explains why none of the UAF1 truncations 
exhibited a dominant-negative phenotype.  
 
3.3.4.3 HPV E1 simultaneously recruits UAF1 and USP1, USP12 or USP46 
We demonstrated that UAF1 relies on its WD40 domain to interact with both 
HPV E1 and the USPs. These findings raised the question as to whether USP1, USP12 
and USP46 compete with E1 for binding to UAF1 or, alternatively, if these proteins 
interacts simultaneously, for instance as a ternary complex. To test this, E1 was 
immunoprecipitated using anti-GFP antibodies using cells overexpressing the three 
proteins under study (YFP-E1, 3F-UAF1 and one of the USPs in fusion with RFP) 
(Fig. 3.3A). Results presented in figure 3.3A show that E1 does not compete with the 
USPs for binding with UAF1 but, rather, can assemble simultaneously with UAF1 and 
either USP1, USP12 or USP46. Also, an E1 mutant protein defective in UAF1-binding 
(V20A/E21A or VE) simultaneously failed to efficiently interact with UAF1 and the 
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USPs. The fact that point mutations abrogating UAF1-binding also interferes with USP 
interaction suggests that E1 assembles as a ternary complex with UAF1 and with the 
USPs, a process requiring UAF1 as a bridging subunit. Further investigation is however 
required to rule out the possibility that E1 could form two distinct binary complexes 
with UAF1 and the USPs. Moreover, the catalytic activity of the USPs is not required 
for interaction since mutating the catalytic cysteines of the USPs had no effect on 
interactions with UAF1 and E1 (data not shown).  
Next, we verified the subcellular localization of the three USPs, when expressed 
alone. USP1 was exclusively localized to the nucleus (Fig. 3.3B), which is consistent 
with previous reports (19, 37). To our knowledge, the localization of USP12 and USP46 
had not been clearly established in the literature, except for one report suggesting USP46 
to be cytoplasmic and to partially localize into cytoplasmic foci (29). Through confocal 
microscopy, both USP12 and USP46 were detected in the cytoplasm when transfected 
alone (Fig. 3.3B). This observation led us to investigate the localization of USP12 and 
USP46 in E1-expressing cells, in which we previously showed UAF1 to be relocalized 
from the cytoplasm to the nucleus (11). To do so, protein localization was visualized 
through confocal microscopy in cells in which GFP-E1 was cotransfected with either 
RFP-USP12 or RFP-USP46, along with 3F-UAF1. USP12 and USP46 were found 
completely relocalized to the nucleus in E1 WT-expressing cells, with a perfect 
subcellular colocalization (Fig. 3.3C). Conversely, transfection of E1 proteins harboring 
the VE aa substitutions did not change the localization of USP12 or USP46, and they 
remained completely cytoplasmic. In an attempt to validate our findings, we extended 
those experiments to the other known E1 mutants (WF and VI), defective for UAF1-
binding, and observed a similar incapacity to relocalize USP12 and USP46. The fact that 
any aa substitutions in E1 affecting UAF1-binding also abolish the relocalization of the 
USPs supports the model that E1, UAF1 and the USPs (1, 12 or 46) assemble in vivo as 





Figure 3.3 HPV31 E1 assembles as a ternary complex with UAF1 and USP1, USP12 
or USP46 
(A) CoIP of YFP-E1 with 3F-UAF1 and RFP-USP1, -USP12 or -USP46. Cells were transfected with 
the indicated expression vectors and harvested 48 h posttransfection, and whole-cell extracts were 
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was used as a negative control. The immunoprecipitates were analyzed using anti-RFP (for USPs), anti-
Flag (for UAF1) or anti-GFP (for E1) antibodies. Cell extract input is shown below. Data are 
representative of at least two independent experiments with similar results. (B-C) Fluorescence confocal 
microscopy images showing the subcellular localization of the indicated RFP-USPs alone (B) or when 
coexpressed with 3F-UAF1 and GFP-E1 (C). UAF1-binding defective E1 mutant proteins (WF, VE or VI) 
were used as negative controls. Nuclei were stained with DAPI. Data are representative of at least three 
independent experiments with similar results. 
 
3.3.4.4 The UAF1-associated deubiquitinase complex is recruited to the viral origin 
We previously demonstrated using ChIP that UAF1 is relocalized to the viral origin 
by E1 (30). This prompted us to investigate if the deubiquitinase complex associated 
with UAF1 was also physically recruited onto the viral DNA. ChIP assays were 
performed in cells transfected with vectors encoding E1 and E2, as well as a plasmid 
containing the viral origin, under conditions similar to those used in DNA replication 
assays. HPV E1 was immunoprecipitated using anti-Flag antibodies and the quantity of 
coimmunoprecipitated ori plasmid was determined by qPCR. First, the results confirmed 
that overexpression of the various USPs-GFP had no significant effect on the capacity of 
E1 to associate with the viral DNA, as compared to GFP expression alone (Fig. 3.4A). 
Also, the E1 mutant protein VE, defective in UAF1-binding, was found to be as 
effective as E1 WT to assemble onto the viral DNA. As expected, the E1 protein 
harboring a mutation within the origin-binding domain (OBD) was defective for DNA-
binding. As a specificity control, we assessed that no significant ori enrichment was 
detected when using the isotype-matched irrelevant anti-HA antibodies. 
Next, USP proteins were individually immunoprecipitated using GFP antibodies and 
the resulting immunoprecipitates were probed for the presence of viral DNA by qPCR. 
The ori plasmid was significantly enriched in USP12 and USP46 immunoprecipitates 
from cells expressing E1 WT (Fig. 3.4B). No ori enrichment was observed in the non-
relevant USP14 or GFP alone (-) immunoprecipitates. USP1 was also enriched on the 
viral DNA but rather modestly, which may be explained by the fact that USP1 is very 
unstable. We would have liked to investigate USP1 enrichment on the viral DNA using 
lactacystin treatment, similarly to conditions used in Fig. 3.1B, but proteasome 
inhibition is well known to affect other components of the pre-replisome, such as E2, 
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that could have indirectly biaised our observations. Interestingly, no enrichment of the 
viral origin was found when immunoprecipitating the USPs in the presence of UAF1-
binding defective E1 VE proteins (Fig. 3.4C), therefore confirming that E1-USP 
interaction requires an intact UAF1-binding domain in E1 and argue in favour of the 
formation of a ternary E1-UAF1-USP complex. The fact that E1 VE successfully binds 
to the origin, but does not recruit the USPs, also suggests that UAF1 and the USPs are 
not required for the assembly of the E1-E2-Ori complex. Altogether, we showed that E1 
specifically recruits USP1, USP12 and USP46 to the viral origin through a mechanism 





Figure 3.4 HPV E1 recruits USP1, USP12 and USP46 to the viral origin 
(A-C) ChIP assays were performed in C33A cells cotransfected with 3F-E1 (WT or VE mutant), 
RFP-E2, RFP-UAF1, USP-GFP (1, 12, 46 or 14) expression vectors or GFP alone (-), together with a 
plasmid containing the viral origin and the Rluc vector as an internal control. Equal quantities of cell 
lysates were immunoprecipitated with the indicated antibodies (HA, Flag or GFP). HA antibodies were 
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input DNA, using the internal control pRl (RLuc). Each value represents the average of three replicates, 
with standard deviations presented as error bars. Data are representative of at least three independent 
experiments with similar results. 
 
3.3.4.5 UAF1 and USPs expression is required for cell proliferation 
Our previous results then led us to speculate if UAF1-USPs recruitment to the viral 
origin was important for HPV DNA replication. To evaluate the direct requirement for 
UAF1 or USP expression during viral DNA synthesis, we wished to determine the effect 
of depleting these proteins by an RNA interference approach (shRNA) in our luciferase-
based transient DNA replication assay. However, a pre-requisite for these studies is that 
depletion of these proteins does not impair cellular proliferation, as any block in cell 
cycle progression outside of S-phase would indirectly reduce viral DNA replication. To 
test the feasibility of these esperiments, we screened a panel of shRNAs for those that 
could efficiently downregulate the expression of USP1, USP12 and USP46 (data not 
shown) and tested the most active ones for their effect on the proliferation of C33A cells 
in a colony formation assay. These studies led to the identification of three functional 
shRNAs against USP1 (USP1-B, -C and -E), one against USP12 and one against USP46, 
which, unfortunately, all reduced colony formation as compared to the control shRNA 
(Fig. 3.5A).  We also included in this analysis a validated shRNA against UAF1 and, as 
a control, a negative version of this shRNA containing three point mutations in its UAF1 
targeting sequence, therefore rendering it unable to knockdown UAF1. Consistent with 
the results obtained by depletion of the USPs, down-regulating the expression of UAF1 
also impaired colony formation (Fig. 3.5A). This phenotype was reproduced in several 
other human cell lines (data not shown).  
To determine if the deleterious effect of these shRNAs was associated with specific 
defect in cell cycle progression, they were transfected into C33A cells together with a 
GFP-expression plasmid to facilitate identification of the transfected cells. Transient 
knockdown of USPs or UAF1 in cells resulted in an abnormal cell cycle profile with an 
accumulation in the G2/M phase, especially under UAF1 and USP46 knockdown 
conditions (Fig. 3.5B-C, and quantified in Table 3.1); these results may in part explain 
the observed cell growth defect. The milder effect of USP12 knockdown is consistent 
with its lower growth-inhibitory activity observed in colony formation assays (Fig. 
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3.5A). Collectively, these data suggest that UAF1, USP1, USP46 and, to a lesser extent, 
USP12 are required for normal cell cycle progression, most likely to facilitate 
progression through G2/M. Although these findings revealed an important role for 
UAF1 and associated USPs in cellular proliferation, they aslo precluded the use of 







Figure 3.5 shRNA-mediated knockdown of UAF1, USP1, USP12 or USP46 inhibits 
cell proliferation 
(A) Colony formation assay. C33A cells were transfected with the indicated shRNA expression 
vectors and then selected for approximately 3 weeks in puromycin-containing media. Colonies were fixed 
with methanol and stained with methylene blue. Data are representative of four independent experiments 
with similar results. (B) Cell cycle analysis. C33A cells transiently expressing the shRNAs against the 
indicated targets were trypsinized 72 h posttransfection, their DNA was then stained with Hoechst and 
analyzed by flow cytometry. Data are representative of at least three independent experiments with similar 
results. (C) Cell cycle distribution presented in B was quantified using the ModFit LTTM software and is 








































































 Table 3.1 Cell cycle distribution of shRNA-expressing cells 
shRNA % cells 
G0/G1 S G2/M 
Control 33.3 39.6 27.1 
UAF1 19.0 45.2 35.8 
UAF1-mut 30.0 42.8 27.2 
USP1-B 25.6 41.2 33.4 
USP12 30.4 47.4 22.2 
USP46 25.1 40.6 34.3 
 
3.3.4.6 USPs enzymatic activity is required for efficient HPV DNA replication 
To overcome the problem brought about by UAF1 or USPs knockdown, we aimed to 
specifically inhibit USPs functions without affecting cell proliferation. USPs are 
cysteine proteases with a well-defined structural organization, including a Cys box that 
contains the catalytic cysteine required for its deubiquitinase activity. Primary sequence 
alignment of the three USPs is presented in Fig. 3.6A, where the Cys box is highlighted 
in black and the catalytic cysteine is indicated by an arrow. These cysteines were 
mutated to serines in the expression vectors encoding the USPs, as this mutation has 
previously been shown to inactivate their enzymatic activity (8, 37, 40, 48). We thus 
hypothesized that overexpression of catalytically inactive USP1 (C90S), USP12 (C48S) 
and USP46 (C44S) might be a good approach to probe the function of these enzymes in 
HPV DNA replication. The catalytically inactive (CI) USPs, or USPs-CI, displayed 
appropriate expression levels at the expected molecular weight (Fig. 3.6B). We then 
tested the effect of their overexpression on cell proliferation. First, we observed that 
none of the USPs-CI could induce visible effects on the colony formation capacity of the 
C33A cells (Fig. 3.6C), unlike what we had seen using the shRNAs. Consistent with this 
result, no significant effect on the cell cycle profile was apparent in cells transiently 
overexpressing the individual USPs-CI as compared to GFP vector alone (Fig 3.6D-E; 
note that this analysis was performed with fusions of the inactive USPs to GFP, rather 
than RFP, because the increased brightness of GFP makes it a better reagent for flow-
cytometry). We therefore envisioned USP-CI overexpression as a potential and valuable 
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tool to specifically study the requirement or the USPs catalytic activities during HPV life 






Figure 3.6 Overexpression of catalytically inactive versions of USP1, USP12 or 
USP46 does not inhibit cell proliferation 
(A) Primary sequence alignment of a short region of USP1, USP12 and USP46. The conserved 
cysteine boxes and the catalytic cysteines, that were mutated to serine residues in the catalytically 
inactive (CI) variants, are indicated by a black rectangle and an arrow, respectively. (B) Anti-RFP Western 
blot showing the relative expression of the different USP-CI constructs. β-Tubulin was used as a loading 
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USPs-CI and then selected for approximately 3 weeks in G418-containing media. Colonies were fixed 
with methanol and stained with methylene blue. Data are representative of at least three independent 
experiments with similar results. (D) Cell cycle analysis. C33A cells transiently expressing the USPs-CI 
were trypsinized 48 h posttransfection, their DNA was then stained with Hoechst and analyzed by flow 
cytometry. (E) Cell cycle distribution presented in D was quantified using the ModFit LTTM software and 
is graphically presented.  
 
 To determine the involvement of the USPs in DNA replication, increasing 
amounts of each USP-CI were transfected in a luciferase-based HPV31 DNA replication 
assay (14). We reasoned that overexpression of the catalytically inactive USPs would 
compete for the recruitment of active endogenous USPs on the viral DNA and thus 
would inhibit their activities at the replisome. Strikingly, all three USPs-CI inhibited 
HPV DNA replication in a dose-dependent manner and with various potencies 
(inhibition efficiency: USP1-CI > USP46-CI > USP12-CI) (Fig. 3.7A). Interestingly, 
USP1-CI showed the highest inhibitory activity, even if its expression was lower 
(Fig. 3.6B), and reduced replication levels to about 30% of control levels. Under the 
same conditions, USP12-CI and USP46-CI inhibited DNA replication by about 40% and 
60%, respectively. To validate that this inhibition was directed against viral DNA 
replication per se, and was not due to collateral effects on luciferase expression, the 
luciferase assay was repeated in the same conditions with the exception of a luciferase 
expression plasmid lacking the HPV origin. As such, the luciferase signal originating 
from this assay is independent from viral DNA replication and only reflects overall 
cellular fitness in regard to the expression of the CMV-driven reporter. As expected, 
expression of the various USPs-CI had no effect on the capacity of the cells to express 
luciferase (Fig. 3.7B). In order to confirm that the inhibition presented above was 
specific to E1-UAF1-mediated recruitment of the USPs-CI, we performed an additional 
control with the use of the bovine papillomavirus (BPV-1) E1 protein that we previously 
reported defective in UAF1-binding (11). The effect of the USPs-CI was tested in a BPV 
DNA replication assay as previously described (18), where replication is expected to be 
USP-binding independent. As anticipated, none of the USPs-CI had any visible 
inhibitory effect during BPV DNA replication (Fig. 3.7C). Collectively, these results 






Figure 3.7 USPs-CI specifically inhibit HPV DNA replication 
(A) HPV DNA replication levels in cells expressing a gradient of USP1-CI, USP12-CI or USP46-
CI (8.75, 37.7 or 75 ng of USP-CI expression vectors). Cells cotransfected with the empty RFP vector 
were used as a negative control (-). DNA replication activity is reported as a percentage of the signal 
obtained with the negative control. Each value represents the average of at least three independent 
experiments, each performed in triplicate, with standard deviations presented as error bars. (B) Effect of 
USPs-CI on the expression of Fluc. The experiment was performed similarly as in panel (A) using a Fluc 
reporter plasmid lacking the viral origin. (C) Effect of USPs-CI on BPV DNA replication. The experiment 














































































































































































3.3.4.7 Inhibition of HPV DNA replication by catalytically inactive USP1, USP12 
and USP46 requires the UAF1-binding site in E1. 
From results presented above, we surmised that the catalytically inactive USPs were 
inhibiting HPV DNA replication by competing with the endogenous enzymes for 
binding to UAF1. In support of this model, we found that the USP-CI enzymes could 
indeed bind to UAF1 in coIP experiments similar to those presented in Fig. 1A (data not 
shown). In an attempt to test this model further, however, we wished to examine the 
effect of the USP-CI enzymes on HPV DNA replication catalyzed by a mutant E1 
lacking the UAF1-binding site. Our previous publication showed that an E1 protein 
carrying a deletion of its first 40 aa (E1Δ), and thus lacking the UAF1-binding motif, 
had a reduced replication capacity, showing approximately 20% of the full-length 
protein levels (E1 WT) (schematized in Fig. 3.8A) (14, 30). We reasoned that if residual 
replication activity of E1Δ is UAF1-USP-binding independent, it should not be affected 
by USPs-CI overexpression. This assumption was tested by measuring the effect of the 
USP-CI enzymes on HPV DNA replication catalyzed by E1 WT or E1Δ, in side-by-side 
comparisons. As hypothesized, while overexpression of increasing amounts of the 
individual USP-CI led to a dose-dependent inhibition of HPV E1 WT, little to no 
inhibition was observed in the context of E1Δ replication (Fig. 3.8C-D). Altogether, 
these results support the hypothesis that the catalytic activities of one or many of the 
USPs (USP1, USP12 and USP46) are required for HPV DNA replication, and the E1-






Figure 3.8 USP-CI-mediated inhibition of HPV DNA replication is UAF1-binding 
dependent 
(A) Schematic representation of HPV31 E1 full length protein (E1 WT) or of an E1 protein lacking its 
first 40 aa encoding the UAF1-binding motif (E1Δ). Relative DNA replication activity for these two 
constructs is indicated to the right. (B-D) Effect of USPs-CI overexpression on HPV DNA replication 
using E1 WT or E1Δ. The effect of the three USP-CI proteins was tested: USP1-CI (B), USP12-CI (C) or 
USP46-CI (D). A gradient of USP-CI (8.75, 37.7 or 75 ng of USP-CI expression vector) was transfected 
in the replication assay. Cells cotransfected with the empty RFP vector were used as a negative control (-). 






















































































































































value represents the average of three independent experiments, each performed in triplicate, with standard 
deviations presented as error bars. 
  
3.3.5  Discussion 
 We previously reported that the interaction of HPV E1 with the cellular protein 
UAF1 is required for optimal transient HPV DNA replication and long-term 
maintenance of the viral episome in undifferentiated keratinocytes (11, 30). UAF1 has 
no known enzymatic activity but was previously found to interact with the DUBs USP1, 
USP12 and USP 46 (8, 9), findings that we have independently confirmed in this study 
in C33A cells. Our results indicate that HPV E1 interacts simultaneously with UAF1 and 
any of the USPs used in this study: USP1, USP12 or USP46. Similarly, we observed that 
USP12 and USP46, which like UAF1 are located predominantly in the cytoplasm, can 
be relocalized to the nucleus by E1, provided that the UAF1-binding site on E1 is intact. 
ChIP experiments further demonstrated that USP1, USP12 and USP46 are recruited to 
the viral DNA by E1 in a UAF1-binding motif-dependent manner. Collectively, these 
lines of evidence indicate that UAF1 and the USPs are loaded in vivo on the viral DNA, 
presumably through the assembly of an E1-UAF1-USP ternary complex. As for the 
architecture of these complexes, we surmise that UAF1 act as a bridge between E1 and 
the USPs since mutation of the UAF1-binding site in E1 abolishes its interaction with 
USP1, USP12 and USP46. It is however difficult to completely rule out the possibility 
that the same binding site in E1 could be used to separately interact with UAF1 and the 
USPs ; sequential or reverse co-immunoprecipiation would be a useful mean to evaluate 
this possibility. The fact that UAF1 and the USPs interact directly in vivo, however, 
supports the model that a single E1 molecule associates simultaneously with a UAF1-
USP heterodimer. 
To address the role of these deubiquitinase complexes in HPV DNA replication, 
we opted to downregulate their expression by RNA interference and, in separate 
experiments, to antagonize their function by overexpression of catalytically inactive 
enzymes. We observed that shRNA-mediated depletion of USP1, USP12 or USP46 is 
deleterious to cellular proliferation and/or survival, similarly to what we obtained by 
depleting UAF1. This effect is consistent with the previous observations that UAF1 or 
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USP1 knockout mutations are embryonically or perinatally lethal in mice, respectively 
(27, 38). However, overexpression of catalytically inactive versions of the USPs was 
well tolerated in cells. We find intriguing that depletion of any of the USPs leads to a 
phenotype more severe than the one obtained by simply inactivating them. A possibility 
remains that the USPs mediate deubiquitinase-independent activities, left unaffected by 
mutating the catalytic site. It is also possible that the endogenous USPs, still expressed 
in USP-CI expressing cells, are sufficient to attenuate the detrimental effects of USP-CI 
on cells. Regardless of the explanation, the fact that USPs-CI overexpression did not 
affect cellular functions such as viability, proliferation or cell cycle progression made 
them useful tools to investigate the roles of USP1, USP12 and USP46 in transient HPV 
DNA replication. Strikingly, overproduction of catalytically inactive versions of the 
USPs strongly inhibited HPV DNA replication, but not replication mediated by E1 
proteins unable to interact with UAF1-USPs, such as BPV E1 or HPV E1 lacking its 
UAF1-binding motif (E1Δ). Interestingly, the maximal effect of USP-CI on HPV DNA 
replication reached approximately 70% of inhibition. This is consistent with previous 
evidences using E1 mutant proteins defective for UAF1-interaction or competition with 
a UAF1-binding peptide where we reached a similar reduction of viral DNA replication, 
without ever reaching 100% inhibition (11, 30). These results suggested that the effect of 
the USP-CI enzymes was mediated through their association with UAF1 bound at the N-
terminus of E1. Accordingly, we observed that the low levels of DNA replication 
supported by E1Δ, which lacks the UAF1-binding site, were resistant to USP-CI 
inhibition.  Collectively, these findings provided strong evidence that one or more 
UAF1-USP deubiquitinase complex is actively involved in HPV DNA replication.  
 We repeatedly observed that USP-CI-mediated inhibition of HPV DNA 
replication occurred with variable potencies depending on the nature of the USP. 
Intriguingly, USP1-CI is the most potent inhibitor of HPV DNA replication even though 
it displayed the lowest protein expression as compared to USP12 and USP46. This may 
be the result of USP1 localization to the nucleus, since it encodes its own NLS (19), 
while USP12 and USP46 are found in the cytoplasm at basal state (Fig. 3.4B). USP1-CI 
possibly accumulates to higher levels in the nucleus, where HPV DNA synthesis occurs, 
and therefore inhibits replication more efficiently. Alternatively, it is well established 
that USP1 is a very unstable enzyme regulated by auto-cleavage and, accordingly, that 
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mutation of its catalytic cysteine to serine (as done in this study) greatly increases its 
steady-stage accumulation (22). As such, the more stable USP1-CI may be particularly 
efficient at competing with the low levels of endogenous enzyme. Finally, it is also 
possible that USP1 is the preferred interaction partner of E1 in vivo, as compared to 
USP12 and USP46, and would signify that USP1 is more relevant to HPV DNA 
replication. To investigate this possibility, we tested the recently described USP1 
inhibitor, pimozide, which is reported to selectively inhibit USP1 but not the other USPs 
(5). Unfortunately, addition of pimozide in the transient HPV DNA replication assay 
(even at high doses) did not lead to any significant inhibition of viral DNA replication 
(data not shown). However, pimozide elicited only modest in vitro inhibitory potential 
of USP1 with an IC50 in the micromolar range (5) and could explain the absence of an 
effect in our cell-based assay. 
It is striking that overexpression of any of the USPs-CI led to inhibition of HPV 
DNA replication, even though we do not infer that all three USPs are equally 
functionally relevant during HPV life cycle. Our assays were performed under 
overexpression conditions and it is well established that USP1-, USP12- or USP46-
binding to UAF1 is mutually exclusive (8). Hence, it is not surprising that 
overexpression of any of the USPs would exclude the bona fide USP(s) from the viral 
replisome, those being required for HPV DNA replication in vivo. We wished to identify 
which of the USPs is enriched endogenously on the viral episome and whose activity is 
required, but we were limited in our studies by the lack of USP antibodies that are 
specific enough for ChIP or immunofluorescence experiments. Moreover, HPV DNA 
replication occurs during the S-phase of the cell cycle and we previously showed that 
interfering with cellular proliferation using small molecule inhibitors non-specifically 
affects viral DNA replication (14). Therefore, shRNA-mediated depletion of the USPs, 
which gave rise to alterations in the cell cycle profile, would likely indirectly affects 
HPV DNA replication and thus limits the potential of this approach to study the role of 
the USPs during HPV life cycle.  
Although the exact mechanism by which UAF1-USP complexes facilitate HPV 
DNA replication remains uncertain, we can discuss some possibilities based on our 
current knowledge of the endogenous functions of the USPs. The three USPs have been 
involved in the regulation of the stability of various proteins, including the glutamate 
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receptor (GLR-1), the inhibitors of DNA binding (ID) and the phosphatase PHLPP1 (4, 
29, 31, 50), in both proteasome-independent and -dependent manners. On the basis of 
these observations, it is tempting to speculate that one of these UAF1-USP complexes is 
recruited to the viral origin in order to modulate the stability of replisome components. 
The viral helicase E1 itself would be a good candidate to act in such a regulatory 
mechanism that would determine the abundance of the active E1 hexamers and/or could 
facilitate unloading of the E1 monomers after one round of replication. It has been 
previously shown that polyubiquitination and instability of BPV E1 is induced during 
replication (in the presence of the ori and E2), suggesting that it plays a regulatory role 
during or at the end of replication (33, 35). A similar ubiquitination-dependent 
regulatory mechanism has previously been described for the eukaryotic DNA helicase 
MCM2-7, whose MCM-3 and -7 subunits are polyubiquitinated and degraded by the 
proteasome (3, 6). This process is thought to be required for accurate and timely 
assembly of the cellular replisome and for preventing new rounds of replication. 
However, similar evidences of HPV E1 ubiquitination remain to be discovered. It is also 
possible that the substrate(s) recognized by UAF1-USP during HPV DNA replication is 
one of the other host factors enriched at the origin. Notably, cellular factors such as 
PCNA, FANCD2 and histones H2A or H2B have been reported as substrates of the 
UAF1-USP complexes (22, 24, 28). The nature of the DUB substrates and the 
endogenously relevant USP(s) implicated during HPV life cycle remain to be clearly 
assessed and is the subject of ongoing investigations. 
In this study, we have provided evidence that the cellular deubiquitinating 
enzymes USP1, USP12 and/or USP46 facilitate HPV DNA replication. As such, our 
findings add to a growing body of literature on the requirement for DUB activities 
during the life cycle of many viruses. Some viruses encode their own DUB enzymes, 
such as HSV-1 UL36, while others hijack cellular DUBs for their own purposes, such as 
the recruitment of USP7 by EBV EBNA-1 (reviewed in (23)). Many recent studies have 
evaluated the feasibility and therapeutic potential of inhibiting various cellular DUB 
activities, which possibly represent the most druggable components to date within the 
ubiquitin proteasome system (reviewed in (15)). The present work further underlines the 
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4.1   Mise en contexte de l’article 
L’objectif de cette étude était d’identifier un ou des partenaires d’interaction 
endogènes avec UAF1 contenant un motif de liaison à UAF1 bien délimité. Nous 
souhaitions caractériser un tel peptide de liaison à UAF1 et déterminer l’effet de son 
expression ectopique sur la réplication de l’ADN viral. Finalement, le but de ces travaux 
était de déterminer si la génération de protéines chimériques constituées de la fusion de 
ce peptide avec un variant de la protéine E1 défectif pour l’interaction avec UAF1 
suffisait à restaurer son activité de réplication. Un tel résultat constituerait une excellente 
preuve de concept que le domaine N40 de E1 sert essentiellement de module de 
recrutement du complexe UAF1-USP et permettrait de valider si sa fonction 
enzymatique est importante pour le cycle réplicatif du VPH. 
4.2   Contribution des auteurs 
J’ai effectué toutes les expériences présentées dans ce manuscrit, sauf pour la 
Figure 4.1A qui a été réalisée en collaboration avec le laboratoire du Dr Benoît 
Coulombe et son assistante de recherche Annie Bouchard. Les résultats de la Figure 4.3 
on été obtenus en collaboration avec Matthieu Rousseau, un étudiant de premier cycle 
qui était sous ma supervision. J’ai aussi écrit le manuscrit.  
Dr Jacques Archambault a supervisé le projet et apporté des commentaires 
constructifs pour la réalisation et l’analyse des expériences.  
  
167 
4.3   Texte de l’article 
4.3.1  Abstract 
 The human papillomaviruses (HPVs) E1 protein is a DNA helicase essential 
for the replication of the viral genome. Many regulatory motifs of E1 are contained 
within its N-terminus, a region absolutely required for replication in vivo. We 
previously highlighted an important element comprised in this domain as a binding 
motif for the host protein p80/UAF1. Mutations within this UAF1-binding region, 
N40, greatly impaired HPV DNA replication. Similarly, overexpression of the N40 
peptide alone competed for E1-UAF1 interaction and reduced viral DNA 
replication. In the present study, we identified PHLPP1 as a novel cellular UAF1-
binding protein harboring a UAF1-binding peptide similar to the one of E1. E1-
binding to UAF1 inhibited PHLPP1 recruitment, suggesting that E1 and PHLPP1 
interaction with UAF1 are mutually exclusive. A PHLPP1-derived and UAF1-
binding peptide, P1, was sufficient to interact with UAF1 and USP46, and prevent 
E1 from recruiting these proteins. As expected, P1 inhibited HPV DNA replication 
in a UAF1-binding specific fashion. Moreover, we found that P1 fusion to a deletion 
mutant of E1 lacking its N40 region was sufficient to completely restore E1 capacity 
to interact with UAF1 and relocalize it to nuclear foci. These PHLPP1-E1 chimeras 
rescued HPV DNA replication capacity, a phenomenon requiring the enzymatic 
activity of the USPs. Overall, this study suggests that one of the main functions of 
the N40 domain of E1 is to bind UAF1 in order to recruit the active USPs to the 
viral replisome. 
4.3.2  Introduction 
Human papillomaviruses (HPVs) are now well recognized as the etiological agents 
of cervical cancers as well as many other anogenital and oropharyngeal cancers. 
Advances have been made towards understanding mechanisms of HPV-induced 
carcinogenesis, particularly through the modulation of cellular functions by the viral 
oncogenes E6 and E7. However, it remains elusive how HPV DNA is replicated and 
maintained in human keratinocytes to favor viral persistence, a prerequisite for 
oncogenesis (12, 18).  
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HPV DNA replication is initiated by the binding of the viral protein E2 to the origin 
of replication contained within the HPV genome. The interaction of E2 with the viral E1 
protein then favors its enrichment on the viral episome and its assembly as an active 
double hexameric DNA helicase. HPV E1 can be subdivided into three main functional 
domains (reviewed in (2, 9)). The helicase-ATPase activity is encoded within its C-
terminal region, while its origin-binding domain (OBD) is located in the central part of 
E1. The N-terminal region is not necessary for HPV DNA replication in cell-free 
systems, but is strictly required for replication in vivo, suggesting that it plays a role in 
regulating E1 activities (1, 26). Important functional elements located within the N-
terminus have been identified in the past few years. E1 contains a highly conserved 
domain, referred to as the shuttling module, which consists of a nuclear localization 
signal (NLS), a nuclear export signal (NES), a cyclin-binding motif (CBM) as well as a 
variable number of Cdk2 phosphorylation sites. Altogether, these sequences regulate the 
nucleocytoplasmic shuttling of E1 in a phospho-dependent manner (10, 14). While E1 
needs to be imported within the nucleus to carry out viral DNA synthesis, E1 export also 
seems to be required for the maintenance of the viral episome over cell passages in 
undifferentiated keratinocytes (14). E1 nuclear accumulation was further shown to 
induce a DNA damage response and a cell proliferation defect, which could be 
alleviated by nuclear export. The nucleocytoplasmic shuttling of E1 is thought to 
provide a fine regulatory mechanism to allow efficient viral DNA replication while 
preventing the cells from undergoing cell cycle arrest due to nuclear over-accumulation 
of the viral helicase and its associated DNA damage response (13, 24). 
Novel regulatory elements located within the N-terminus of E1 have also been 
recently reported. First, E1 contains a caspase cleavage site that is required during viral 
genome amplification upon the induction of keratinocytes differentiation. Secondly, we 
found an amphipathic helix of unknown function, but structurally similar to those 
encoded in the transactivation domains of p53 and herpes simplex virus VP16; this helix 
is required for optimal HPV DNA replication (11, 19, 22, 27). Finally, we also reported 
the presence of a highly conserved motif in anogenital HPVs, required for the interaction 
with the cellular protein p80/UAF1 (USP1-associated factor 1) and important to HPV 
DNA replication and episomal maintenance (7, 20). While the endogenous function of 
UAF1 is not clearly understood, it was shown to be required for the enzymatic activities 
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of the deubiquitinating enzymes USP1, USP12 and USP46 (5, 6). Since UAF1 does not 
encode for enzymatic functions, it likely relies on protein-protein interactions to carry 
out its function in normal cells and during HPV infection. 
Our prior research prompted us to search for novel UAF1 interaction partners in 
human cells and to identify and characterize endogenous UAF1-binding peptides (UBP) 
in an attempt to translate those findings to HPV biology. Using affinity chromatography 
and mass spectrometry, we found UAF1 to be endogenously associated with the 
phosphatase PHLPP1. We also observed that the UAF1-PHLPP1 and UAF1-E1 
interactions were mutually exclusive and exploited a similar UBP. The PHLPP1-derived 
and UBP-encoding P1 peptide was fully competent for both UAF1 and USP46 binding. 
Moreover, P1 overexpression competed for the UAF1-E1 interaction and inhibited HPV 
DNA replication. Fusion of P1 with a truncated E1 protein, E1Δ, defective for UAF1-
binding restored its capacity to interact with UAF1 and USP46, and to relocalize UAF1 
to nuclear foci. The P1-E1Δ chimera significantly increased E1Δ-mediated HPV DNA 
replication, a rescue that was abolished by interfering with UAF1-binding through P1 
mutation or by overexpressing catalytically inactive versions of the USPs. These results 
provide evidence that E1 UBP mainly functions as a UAF1-USP interaction module that 
is required for viral genome replication. 
4.3.3  Materials and methods 
Plasmid construction and mutagenesis. The TAP-UAF1 fusion was generated by 
cloning the UAF1 ORF into the pMzi vector (23) between SalI and NotI sites. The 
plasmids used to express 3F-UAF1 and its truncations were previously described (20). 
GFP-UAF1 was constructed by inserting the UAF1 ORF between the EcoRV and KpnI 
sites of the pGFP2-C2 plasmid (Biosignal Packard-Perkin-Elmer). The plasmids 
encoding GFP-E1, YFP-E1 (7, 13) or codon-optimized 3F-E1 (p31E1), 3F-E2 (p31E2) 
and RFP-E2 (15, 20) from HPV31 were previously described. The expression plasmid 
for 3F-E1Δ was previously described (C40, (22)). USP1, USP46, PHLPP1 and PHLPP2 
ORFs were obtained from Life Technologies. Expression vectors for RFP-USP1 and -
USP46 were generated by introducing PCR-amplified fragments between the XhoI and 
XbaI sites of the RFP plasmid (7). Catalytically inactive variants of USP1 and USP46 
were generated by introducing the C90S and C44S amino acid substitutions, 
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respectively, by site-directed mutagenesis. PHLPP1 and PHLPP2 were fused to GFP by 
subcloning their respective ORFs between sites SacI and BamHI of the pGFP2-N1 
plasmid (Biosignal Packard-Perkin-Elmer). Full-length PHLPP1 or its derived domains 
were fused to HA by PCR amplification and cloning between EcoRV and SalI sites of 
the HA plasmid. The HA vector was made by substituting the 3F epitope of pCMV-
3Tag-1a (Stratagene) by the HA epitope. The N40-YFP and P1-YFP peptide expression 
vectors were generated by PCR amplification and were cloned between the BamHI and 
AgeI sites of pVenus-N1, as previously described (20). The P1 peptide containing the 
VE amino acid substitution was generated by site-directed mutagenesis. The vectors to 
express 3F-PHLPP1-E1 chimeric proteins were generated by subcloning the P1 peptides 
(WT or VE) between the BamHI and XmaI sites of the p31E1 plasmid. All DNA 
constructs were verified by sequencing. Primer sequences and additional details on the 
construction of these plasmids can be made available upon request. 
 Antibodies and Western blotting. Mouse monoclonal antibodies from Sigma-
Aldrich were used to detect 3xFlag-tagged proteins (M2-Flag antibody, catalog 
no. F1804) and β-tubulin (catalog no. T4026). The mixture of two mouse monoclonal 
antibodies against GFP was purchased from Roche (catalog no. 11814460001) and the 
mouse monoclonal antibody against RFP was from Abcam (catalog no. AB65856). The 
HA antibody was purchased from Covance (HA.11 catalog no. MMS-101P). Rabbit 
polyclonal antibodies against UAF1 were raised by injecting rabbits (Open Biosystems) 
with a purified C-terminal fragment of UAF1, as described elsewhere (20). The PHLPP1 
(catalog no. A300-660A) and USP46 (catalog no. HPA007288) antibodies were 
purchased from Bethyl laboratories and Sigma-Aldrich, respectively. For Western blot 
analysis, proteins were transferred onto polyvinylidene difluoride (PVDF) membranes 
and were detected using horseradish peroxidase (HRP)-conjugated secondary antibodies, 
either sheep anti-mouse IgG or donkey anti-rabbit IgG (both from GE Healthcare, 
catalog no. NA931 and no. NA934V, respectively), and an enhanced 
chemiluminescence detection kit (GE Healthcare). When mentioned, protein abundance 
was quantified by densitometry measurements using a ChemiDoc XRS+ (Bio-Rad) and 
a standard curve of serial dilutions of cell lysates to validate detection linearity. 
 Cell culture and transfections. The human cervical carcinoma cell line C33A 
was grown in Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM) supplemented with 10% 
  
171 
FBS, 2 mM L-glutamine, 50 IU/ml of penicillin and 50 µg/ml streptomycin. 
Transfection of C33A was performed using the Lipofectamine 2000 reagent (Life 
Technologies) according to the manufacturer's protocol. 
Protein purification and mass spectrometry analysis. Tandem affinity 
purification was performed essentially as described (7). The UAF1 complexes were 
isolated from EcR-293 derived cell lines that were induced for 24 h with 3 µM 
ponasterone A (Life Technologies). Whole cell extracts were prepared from ~7-8 g of 
cells and pulled down with IgG sepharose beads (GE Healthcare). The proteins were 
eluted overnight with tobacco etch virus (TEV) protease (Life Technologies) (30 U/g of 
cells) and bound to calmodulin sepharose beads (Stratagene). Final elution was 
performed in 10 mM Tris-HCl pH 8.0, 100 mM NaCl, 1 mM imidazole, 1 mM Mg 
acetate, 2 mM EGTA and 10 mM β-mercaptoethanol. Proteins were resolved on 4-15% 
gradient SDS-PAGE, after which silver-stained gel slices were sent for mass 
spectrometry analysis. Tryptic peptides were identified by tandem mass spectrometry 
(LC-MS/MS) with microcapillary reversed-phase high-pressure liquid chromatography 
coupled to a LTQ (ThermoElectron) quadrupole ion trap mass spectrometer with a 
nanospray interface. Resulting peptide MS/MS spectra were interpreted using the 
MASCOT (Matrix Science) software and used to interrogate the National Center for 
Biotechnology Information (NCBI) non-redundant protein database or Uniref protein 
database. 
Coimmunoprecipitation (coIP). C33A cells were grown on 100-mm plates and 
transfected with the indicated DNA. Cells were harvested 48 h posttransfection in lysis 
buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 5 mM EDTA, 1% Triton X-100, and 
the following protease inhibitors: 10 µg/ml antipain, 2 µg/ml leupeptin, 2 µg/ml 
aprotinin, 1 µg/ml pepstatin A and 1 mM phenymethylsulfonyl fluoride). Cleared 
cellular extracts were then immunoprecipitated for 3 h with 40 µl protein G-sepharose 
(GE Healthcare), conjugated to 1 µg of anti-Flag or anti-GFP antibodies. The resin was 
washed 3 times with TBS (50 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl) and the bound 
proteins were analyzed by Western blotting.  
Luciferase transient HPV DNA replication assay. The HPV DNA replication 
assay were performed as previously described (15). Briefly, C33A cells were plated at a 
density of 25,000 cells/well in white flat-bottom 96-well plates and were transfected 
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24 h later with a mix of four plasmids: an origin-containing plasmid with a firefly 
luciferase reporter in cis (pFLORI31), a Renilla luciferase plasmid as an internal control 
(pRL) and the indicated quantities of E1 and E2 expression vectors. For all experiments, 
the total quantity of plasmid DNA transfected was adjusted to 100 ng with the YFP or 
RFP vector as carrier DNA. Firefly and Renilla luciferase activities were measured using 
the Dual-Glo Luciferase assay system (Promega) 48 h posttransfection. 
Confocal fluorescence microscopy. C33A cells were plated at a density of 
6x105 cells/well on cover slips and were transfected 24 h later with the indicated 
plasmids. 24 h posttransfection, cells were fixed with 4% formaldehyde, permeabilized 
with 0.2% Triton X-100 and their DNA was stained with 1 µg/ml 4,6-diamidino-2-
phenylindole (DAPI) (Life Technologies catalog no. D1306). Slides were mounted using 
Vectashield mounting medium (Vector Laboratories). Images were collected with a 
Zeiss LSM710 laser scanning confocal microscope and analyzed using the Zen 2009 LE 
software.  
Cell cycle analysis. Cell cycle profiles were obtained by staining live cells 48 h 
posttransfection with 6.3 µg/ml Hoescht and 50 µM verapamil. Acquisitions were done 
using a BD LSR flow cytometer, gated on the GFP-positive population. Data analysis 
was performed using the FlowJo (v.8.1) software. 
Colony formation assay. C33A cells (~1.2x106) were transfected with 1.5 µg of the 
indicated plasmids in a 6-well plate. 24 h posttransfection, cells were trypsinized and 
plated on a new plate at a 1/15 dilution in fresh medium. 24 h later, media was replaced 
for a bleomycin-containing media (15 µg/ml) and then was changed every 3-4 days for 
about 3 weeks or until fully-resistant colonies were selected. Colonies were fixed in cold 
methanol for 10 min and stained for 2 min at room temperature with methylene blue (1% 





4.3.4  Results 
4.3.4.1 UAF1 interacts in vivo with PHLPP1 and PHLPP2 
We previously demonstrated that the E1-UAF1 interaction is required for HPV31 
DNA replication (7, 15, 20). To better understand UAF1 function during the HPV life 
cycle, we aimed to find endogenous UAF1-binding proteins and/or substrates. The 
identification and characterization of novel endogenous UAF1-binding peptides would 
provide a useful tool to investigate UAF1 function during viral DNA replication. To do 
so, tandem affinity purification (TAP) of UAF1 was performed and interacting proteins 
were identified by mass spectrometry. We used a TAP strategy, relying on gentle and 
hypotonic washes, to favor the isolation of native protein complexes. The phosphatase 
PHLPP1 (Pleckstrin homology [PH] domain and Leucine-rich repeat Protein 
Phosphatase 1) was one of the major interaction partners identified and was recovered 
with good spectral counts, Mascot score and percentage peptide coverage (Fig. 4.1A). 
PHLPP1 was recently identified as a novel member of the PP2C-familiy of phosphatases 
and shares high sequence homology with another isoform, PHLPP2 (4, 17). The UAF1-
PHLPP1 interaction was previously inferred from a large interactome dataset but has 
never been specifically verified (25). The interaction between PHLPP1 and UAF1 was 
validated through coIP experiments (Fig. 4.1B). Briefly, UAF1 was immonoprecipitated 
from C33A cells expressing 3xFlag(3F)-tagged UAF1 and PHLPP1-GFP, using anti-
Flag antibodies. PHLPP1 was successfully identified as a bona fide binding partner of 
UAF1. Likewise, an interaction between UAF1 and the close homolog PHLPP2 was 
also detected (Fig. 4.1B), thus suggesting that UAF1-binding is a shared feature of the 
PHLPP family. Since PHLPP1 is the prototypical member of this group of phosphatases, 





Figure 4.1 Identification of cellular proteins interacting with UAF1 
(A) EcR-293 stable cell lines expressing TAP-UAF1 under the control of an ecdysone-inducible 
promoter were subjected to tandem affinity purification after a 24 h induction with (+) or without (-) 3 µM 
ponasterone A (Pon. A), an ecdysone analogue. Purified complexes were separated by SDS-PAGE and 
stained with silver nitrate, after which gel slices were excised and sent for LC-MS/MS analysis. One of the 
major identified proteins, PHLPP1, is indicated to the right and spectral counts, Mascot score and peptide 
coverage are also shown. (B) CoIP of 3F-UAF1 with GFP-tagged PHLPP1 (PHLPP1-G) or PHLPP2 
(PHLPP2-G). C33A cells were cotransfected with the indicated expression vectors and harvested 48 h 
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posttransfection, and whole-cell extracts were subjected to immunoprecipitation using anti-Flag 
antibodies. The immunoprecipitates were analyzed using anti-GFP (for PHLPP) and anti-Flag (for UAF1) 
antibodies. Cell extract input is shown below. Data are representative of at least two independent 
experiments with similar results. (C) Schematic representation of the UAF1 truncations used for mapping 
experiments. Summary of mapping results for interaction with E1 and PHLPP1 are summarized to the 
right. The WD40 repeats of UAF1 are represented by black boxes. 
  
4.3.4.2 HPV E1 and PHLPP1 interactions with UAF1 are mutually exclusive 
We found that PHLPP1 interaction with UAF1 requires full-length UAF1 (data 
not shown, summarized in Fig. 4.1C). Indeed, none of the tested UAF1 truncations 
successfully associated with PHLPP1. We previously showed that UAF1-binding to E1 
requires the first 573 amino acids (aa) of UAF1 (20), demonstrating that E1 and 
PHLPP1 interactions with UAF1 use an extensive and overlapping binding surface on 
UAF1 (Fig. 4.1C). This also indicates that both E1 and PHLPP1 encode a region 
required for UAF1-binding, referred to as the UAF1-binding peptide (UBP) herein. In 
order to determine whether these interactions were occuring simultaneously or were 
mutually exclusive, we investigated if PHLPP1 and E1 would compete for binding to 
UAF1. Briefly, UAF1 was immunoprecipitated from cells transfected with a constant 
quantity of 3F-UAF1 along with an increasing quantity of YFP-E1, using anti-Flag 
antibodies. In the absence of E1, UAF1 efficiently interacted with endogenous PHLPP1 
(Fig. 4.2A). However, we found that E1 excluded PHLPP1 from the complex with 
increasing E1 expression. Note that total PHLPP1 levels in the extracts also decreased in 
presence of E1, possibly reflecting the increased instability of PHLPP1 when excluded 
from the UAF1 deubiquitase complex. Quantification of relative enrichement of 
PHLPP1 in the immunoprecipitate did however reveal a clear competition between E1- 
and PHLPP1-binding to UAF1. In contrast, overexpression of an E1 protein harboring 
the VE aa substitution, rendering it defective for UAF1-binding (7), greatly reduced its 
capacity to exclude PHLPP1 from the complex. Mutation of VE did not however abolish 
completely the inhibitory capacity of E1, perhaps because it retains a weak UAF1-
binding capacity. Overall, these results suggest that the UAF1-E1 and UAF1-PHLPP1 
interactions are mutually exclusive. 
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To validate this observation, we investigated if a short 40 aa long UAF1-binding 
peptide derived from E1, N40, previously showed to be sufficient for competing the E1-
UAF1 interaction (20), would also be inhibitory to UAF1-PHLPP1 binding. Increasing 
amounts of this N40 peptide were coexpressed along with a constant quantity of 3F-
UAF1. As expected, the N40 WT peptide competed with endogenous PHLPP1 for 
UAF1-binding in a dose-dependent manner (Fig. 4.2B). Conversely, overexpression of 
the mutant peptide, N40 VE, defective for UAF1 interaction, had no effect on the 
assembly of the UAF1-PHLPP1 complex. Altogether, these results suggest that E1 and 
PHLPP1 form distinct binary complexes with UAF1 that are mutually exclusive. We 
also predict from results in the literature and our own data that these complexes also 
include the UAF1-associated USP deubiquitinases, USP1, USP12 or USP46 (illustrated 




Figure 4.2 HPV E1 and PHLPP1 interactions with UAF1 are mutually exclusive 
(A) Inhibitory effect of full-length E1 on the interaction of UAF1 with endogenous PHLPP1. C33A 
cells were transfected with the UAF1 expression vector and increasing amounts of the E1 WT expression 
plasmid and harvested 48 h posttransfection, and whole-cell extracts were subjected to 
immunoprecipitation using anti-Flag antibodies. The E1 VE mutant protein was also tested as a negative 
control at the highest level of expression vector. The immunoprecipitates were analyzed using anti-
PHLPP1, anti-GFP (for E1) and anti-Flag (for UAF1) antibodies. Cell extract input is shown below. 
Chemiluminescence signal was quantified using a ChemiDoc XRS+ and relative PHLPP1 enrichment 
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experiments with similar results. (B) Inhibitory effect of N40 on the interaction of UAF1 with endogenous 
PHLPP1. Coimmunoprecipitation experiment was performed as in (A) using an increasing quantity of 
N40 WT expression plasmid (instead of E1). The VE mutant peptide was used as a negative control. The 
immunoprecipitates were analyzed using anti-PHLPP1, anti-GFP (for N40) and anti-Flag (for UAF1) 
antibodies. Cell extract input is shown below. A densitometric analysis was performed as in A and relative 
enrichment of PHLPP1 is indicated under the blot. Data are representative of at least two independent 
experiments with similar results. (C) Schematic representation showing the mutually exclusive interaction 
of E1 or PHLPP1 with UAF1. E1 and PHLPP1 are thought to assemble as ternary complexes with UAF1 
and its associated USPs (USP1, USP12 or USP46). 
 
4.3.4.3 PHLPP1 encodes a UAF1-binding peptide similar to that of HPV E1 
PHLPP1 contains diverse structural and functional motifs that have been 
extensively described elsewhere (3). The protein can be subdivided into four main 
regions: a Pleckstrin homology (PH) domain, a leucine-rich repeat (LRR) region, a 
PP2C phosphatase domain and a C-terminal extension encoding a PDZ-binding domain 
at its very end (residues TPL). To determine which region of PHLPP1 is required for 
UAF1-binding, we made use of a panel of PHLPP1 domain constructs (Fig. 4.3A) and 
tested for their capacity to interact with UAF1 in coIP experiments. The C-terminal 
region was found to be required for UAF1-binding, while none of the other domains 
interacted with UAF1 (data not shown; summarized in Fig. 4.3A). Moreover, the 
interaction did not require the PDZ-binding region and deleting the C-terminal TPL 
residues (1-1202 construct) did not reduce binding. The C-terminal domain does not 
contain any known structural elements. This prompted us to map more finely UAF1-
interaction on PHLPP1 by introducing deletions within the C-terminus of PHLPP1. 
UAF1 was immunoprecipitated in cells cotransfected with 3F-UAF1 and YFP-tagged 
PHLPP1 deletion constructs (Fig. 4.3B). Truncations lacking residues downstream of 
aa 1027 or upstream of aa 1126 had a reduced UAF1-binding capacity. We extrapolated 
from these mapping studies that aa 1027-1126 of PHLPP1 constitute the minimal 





Figure 4.3 PHLPP1 contains a UAF1-binding peptide between amino acids 1027-
1126 
(A) Schematic representation of the PHLPP1 truncations used for mapping experiments. Known 
structural domains are represented in boxes: Pleckstrin homology domain (PH), Leucine-rich region 
(LRR), PP2C phosphatase domain (PP2C) and the C-terminal extension. The PDZ-binding residues TPL 
at the very end of the protein are represented as an empty white box. Mapping results for interaction with 
UAF1 are summarized to the right. (B) Coimmunoprecipitation of PHLPP1 truncations derived from the 
C-terminal domain. C33A cells were cotransfected with the indicated UAF1 and PHLPP1 expression 
PHLPP1-YFP:!
















































































































vectors and harvested 48 h posttransfection, and whole-cell extracts were subjected to 
immunoprecipitation using anti-GFP antibodies. The immunoprecipitates were analyzed using anti-Flag 
(for UAF1) and anti-GFP (for PHLPP1) antibodies. Cell extract input is shown below. Data are 
representative of at least two independent experiments with similar results. (C) Schematic representation 
of the location of the minimal UAF1-binding peptide, P1, within PHLPP1. 
  
The comparison of PHLPP1- and E1-derived UBPs, P1 and N40 respectively, 
revealed that they share many common features. First, both UBPs are highly acidic, with 
a pI of 4.4 and 3.1 for P1 and N40, respectively, and contains in their C-terminus several 
aspartic and glutamic acid residues. Second, the two peptides share a region of high 
sequence homology (Fig. 4.4A). Some aa that were previously shown in N40 to be 
essential for UAF1 interaction are also conserved in P1, notably the V1051/E1052 
residues (indicated with arrows in Fig. 4.4A). The peptide P1 was first tested to assess if 
it was indeed sufficient to interact in vivo with UAF1. To do so, P1 was 
immunoprecipitated from C33A cells expressing P1-YFP using anti-GFP antibodies. As 
expected, P1 WT interacted with endogenous UAF1, while YFP alone was unable to do 
so (Fig. 4.4B). In addition, endogenous USP46 associated with the P1-UAF1 complex, 
in support with the hypothesis that P1, and by extension PHLPP1, assembles 
endogenously with the UAF1-USP deubiquitinating complex. The association of 
PHLPP1 with USP1 and USP46 has recently been described (21, 29) and we propose 
here that the formation of these complexes requires the interaction with UAF1 that acts 
as a bridging subunit. We then verified if the substitution of the VE residues to alanines, 
similar to a mutant form of peptide N40, would abolish the interaction with UAF1. As 
expected, the peptide P1 VE was defective for UAF1 and USP46 interaction. This data 
supports the notion that PHLPP1 interacts endogenously with UAF1 and USP46, and 
that the PHLPP1-USP46 interaction requires UAF1-binding. This is also similar to E1, 
which interacts as a ternary complex with UAF1 and any of the associated USPs (USP1, 
USP12 or USP46), again highlighting the similitudes between E1- and PHLPP1-
associated complexes. 
Next, we investigated if P1 overexpression would compete with the E1-UAF1 
interaction, similarly to what was observed with N40. Expression of an increasing 
quantity of P1 WT led to inhibition of UAF1-binding to E1 in a dose-dependent manner 
(Fig. 4.4C). As expected, inhibition of USP46 interaction also accompanied P1-mediated 
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exclusion of UAF1 from the E1-associated complex. Conversely, overexpression of 
P1 VE at the highest concentration tested had no effect on E1 capacity to interact with 
UAF1-USP46. This is again in agreement with the model that PHLPP1- and E1- 
interaction with the UAF1-USP complex are mutually exclusive. This data demonstrates 
that peptide P1 behaves similarly to N40 and is an effective inhibitor of the E1-UAF1-





Figure 4.4 The PHLPP1-derived peptide P1 is sufficient for interaction with UAF1 
and USP46 
(A) Primary sequence alignment of the UAF1-binding peptides derived from PHLPP1 (P1) and E1 
(N40). Identical residues and conservative variations are indicated by black and grey boxes, respectively. 
The residues VE, indicated by arrows, are those mutated to alanines in the UAF1-binding mutant peptides. 
(B) Coimmunoprecipitation of the peptide P1, either WT or VE, and of UAF1-USP46. C33A cells were 
transfected with the indicated peptide-YFP expression plasmids and harvested 48 h posttransfection, and 
whole-cell extracts were subjected to immunoprecipitation using anti-GFP antibodies. The 
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Cell extract input is shown below. Data are representative of at least three independent experiments with 
similar results. (C) Inhibitory effect of the peptide P1 on the interaction of E1 with endogenous UAF1 and 
USP46. C33A cells were transfected with E1 expression vectors and increasing amounts of P1 WT 
expression plasmid and harvested 48 h posttransfection, and whole-cell extracts were subjected to 
immunoprecipitation using anti-Flag antibodies. The mutant peptide P1 VE was also tested as a negative 
control at the highest quantity of expression vector. The immunoprecipitates were analyzed using anti-
Flag (for E1), anti-UAF1, anti-USP46 and anti-GFP (for P1) antibodies. Cell extract input is shown below. 
(D) Schematic representation illustrating the competitive interaction of P1 and E1 for UAF1-USP-binding. 
Data are representative of at least three independent experiments with similar results. 
  
4.3.4.4 The peptide P1 inhibits HPV DNA replication 
Inhibition of the E1-UAF1 interaction through N40 overexpression was 
previously shown to interfere with HPV DNA replication. This prompted us to 
investigate if peptide P1 would also inhibit viral DNA replication. We first noted that 
N40 expression was 3.2-fold higher than P1, as quantified by densitometry (Fig. 4.5A). 
P1 WT was then overexpressed in our previously described luciferase-based HPV DNA 
replication assay (15). A reduction of approximately 50% of viral DNA replication was 
observed (Fig. 4.5B). Conversely, overexpression of the mutant peptide P1 VE had no 
significant effect on HPV DNA replication. In comparison, a 70% decrease of HPV 
DNA replication was detected when using the N40 peptide. The different inhibitory 
potential of the two peptides, P1 and N40, likely reflects their different expression 
levels. In support of this, a variable inhibitory potential was obtained when using a 
constant amount of peptide expression vector and varying the amount of E1 plasmid, 
reflecting peptide abundance relative to E1 (Fig. 4.5C). The highly expressed N40 
peptide exhibited very efficient inhibition even when using higher E1 quantities (low 
peptide:E1 ratio). As for P1, the percentage of inhibition increased as the peptide:E1 
ratio raised, again in agreement with the proposition that our mechanism of inhibition is 




Figure 4.5 The peptide P1 inhibits HPV DNA replication 
(A) Expression levels of the peptides N40 and P1 was determined by Western blotting. 
Chemiluminescence signal was quantified using a ChemiDoc XRS+ and relative expression ratios 
(indicated under the blot) were determined using a standard curve of known whole-cell extract dilutions. 
(B) HPV DNA replication levels in cells expressing a gradient of P1 WT, P1 VE or N40 WT (25, 50 or 
75 ng of peptide expression vectors). Cells cotransfected with the empty YFP vector were used as a 
negative control (-). DNA replication activity is reported as a percentage of the signal obtained with the 
negative control. Each value represents the average of three independent experiments, each performed in 
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performed similarly as in (B) with a constant quantity of peptide (75ng) and varying quantities of E1 
expression vectors (1.25, 2.5, 5 or 10 ng). The data is presented as the percentage of peptide-mediated 
inhibition of DNA replication in relation to the relative amount of peptide and E1 expression vectors 
(Peptide:E1 ratio). Each value represents the average of three independent experiments, each performed in 
triplicate, with standard deviations presented as error bars. An unpaired two-tailed Student’s t test was 
used to compare differences between N40 and P1 for each peptide:E1 ratio value (# p < 0.005, ## p < 
0.001). 
  
As a control for the specificity of P1-mediated inhibition of HPV DNA 
replication, the effect of P1 was tested in two control luciferase assays. Since any 
indirect effect on reporter gene expression would lead to a non-specific inhibition 
phenotype, we first tested if P1 would affect the expression of CMV promoter-driven 
luciferase. Our results revealed that P1 had no effect on the expression of the Firefly 
luciferase reporter gene (Fig. 4.6A). Secondly, the effect of P1 was tested on the 
replication signal brought about by an E1 molecule lacking its first 40 aa (E1Δ), and thus 
lacking its UBP. E1Δ-mediated DNA replication is suboptimal, but its residual DNA 
synthesis activity is thought to occur in a UAF1-binding independent fashion. As 
expected, P1 overexpression did not affect the replication of E1Δ, confirming that the 
effect of P1 is specific to UAF1-binding inhibition (Fig. 4.6B). Finally, it is well known 
that HPV DNA replication occurs during the S-phase of the cell cycle. As such, 
interfering with cellular DNA synthesis or cell cycle progression could also indirectly 
impact HPV DNA replication. To rule out any effect of P1 on cell proliferation, its effect 
was verified in colony formation assays. P1 overexpression was well tolerated in C33A 
cells and had no long-term effect on cellular viability and/or proliferation, as determined 
by the absence of an effect on colony formation capacity (Fig. 4.6C). We also tested the 
effect of transient overexpression of P1 on cell cycle distribution and observed no 
alteration on the cell cycle profile as compared to YFP alone-expressing cells 
(Fig. 4.6D-E). Note that only GFP-positive cells were analyzed (i.e. gated) in these 
experiments. Altogether, these results suggest that P1 specifically inhibits HPV DNA 





Figure 4.6 P1 expression does not affect cellular proliferation. 
(A) Effect of P1-YFP (WT or VE) expression on the expression of cytomegalovirus (CMV)-FLuc. An 
expression plasmid for YFP alone was used as a negative control (-). Data are representative of at least 
three independent experiments with similar results. (B) Effect of P1 on HPV DNA replication mediated by 
the E1Δ protein, lacking its UAF1-binding motif. HPV DNA replication assay was performed using a 
constant amount of the E1Δ expression plasmid and an increasing quantity of P1 (WT or VE) expression 
plasmid. YFP-alone was used as a negative control (-). Data are representative of at least three 
independent experiments with similar results. (C) Colony formation assay. C33A cells were transfected 
with the indicated vectors encoding the peptides and then selected in bleomycin-containing media. 
Colonies were fixed in methanol and stained with methylene blue. Data are representative of at least two 
independent experiments with similar results. (D) Cell cycle analysis. C33A cells transiently expressing 
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analyzed by flow cytometry. Data are representative of at least three independent experiments with similar 
results. (E) Cell cycle distribution presented in D was quantified using the ModFit LTTM software and is 
graphically presented.  
 
4.3.4.5 PHLPP1-E1 chimera interacts with UAF1-USP46 
We reasoned that if P1 is sufficient for the interaction with UAF1, it could 
functionally rescue an E1 protein lacking its N-terminal UBP (E1Δ). To test this, we 
used the E1Δ construct and fused it N-terminally to P1 WT or VE (Fig. 4.7A). We next 
verified if the chimeric PHLPP1-E1 (P1-E1Δ) protein reconstituted the capacity of E1 to 
interact with UAF1 and USP46. In order to do so, E1 was immunoprecipitated from 
C33A cells transfected with vectors encoding the 3F-E1 constructs (E1 WT, E1Δ, P1WT-
E1Δ or P1VE-E1Δ) using anti-Flag antibodies. As shown in Fig. 4.7B, E1 WT interacted 
with endogenous UAF1 and USP46, while truncated E1Δ failed to do so. Strikingly, the 
chimera P1WT-E1Δ completely restored the capacity of E1Δ to interact with UAF1 and 
USP46. This suggests that P1 is functionally equivalent to N40 in regard to UAF1 and 
USP46 interaction. While the P1WT-E1Δ chimera did recruit UAF1 and USP46, 
introduction of the VE aa substitution (P1VE-E1Δ) greatly reduced its interaction with 
UAF1 and USP46. Nonetheless, the P1VE-E1Δ chimera still partially interacted with 
UAF1-USP46. Moreover, the fusion of P1 to E1Δ did not generally interfere with E1 
function and/or folding, since it was still as competent as full-length E1 to interact with 





Figure 4.7 P1-E1Δ chimeras restore the capacity of E1Δ to interact with UAF1 and 
USP46. 
(A) Schematic representation illustrating the various E1 constructs. The E1Δ construct was 
generated by deleting E1 UBP, N40, which is indicated in black. E1 chimeric proteins were generated by 
fusing the PHLPP1-derived P1 peptide, either WT or VE, to the E1Δ protein. All the constructs were 
cloned as N-terminal fusions to the 3F epitope. (B) Coimmunoprecipitation of the chimeras with 
endogenous UAF1 and USP46. C33A cells were transfected with the indicated E1 expression plasmids 
and harvested 48 h posttransfection, and whole-cell extracts were subjected to immunoprecipitation using 







































































USP46 antibodies. Cell extract input is shown below. Data are representative of at least three independent 
experiments with similar results. (C) Coimmunoprecipitation of the chimeras with HPV E2. 
Coimmunoprecipitation experiments were performed as in (B) in presence of cotransfected RFP-E2. The 
immunoprecipitates were analyzed using anti-Flag (for E1) and anti-RFP (for E2) antibodies. Cell extract 
input is shown below. Data are representative of at least two independent experiments with similar results. 
 
The E1-UAF1 interaction, in the presence of E2, is known to lead to the 
recruitment of UAF1 from the cytoplasm to nuclear foci, which are thought to be the 
sites of viral DNA synthesis (20). To verify if P1WT-E1Δ chimeric proteins would 
behave similarly to E1 WT in replication conditions, we tested the capacity of the fusion 
proteins to relocalize UAF1 by fluorescence microscopy. The subcellular localization of 
UAF1 was assessed by confocal microscopy in cells cotransfected with the different E1 
constructs, UAF1-GFP and RFP-E2. As expected, UAF1 was diffusely localized 
throughout the cell (pancellular) in the absence of E1 (Fig. 4.8A and quantified in 
Fig. 4.8B). When E1 WT was expressed, UAF1 accumulated to the nucleus and 
predominantly within nuclear foci colocalizing with E2. In contrast, UAF1 failed to be 
relocalized to the nucleus in E1Δ-expressing cells and had pancellular localization, 
consistent with the fact that this truncated E1 is defective for UAF1-binding. The P1WT-
E1Δ protein completely rescued the ability of E1Δ to recruit UAF1 within E2-containing 
nuclear foci. Conversely, P1VE-E1Δ was not as efficient in relocalizing UAF1 as the 
P1WT-E1Δ chimera, since UAF1 was localized equally in the cytoplasm and in the 
nucleoplasm, and mainly absent from the nuclear foci (only ~10%). The partial defect of 
the P1VE-E1Δ chimera is consistent with the fact that it partially retains its capacity to 
interact with UAF1, as shown in Fig. 4.7B. Altogether, these data suggest that P1 fusion 






Figure 4.8 P1-E1Δ chimeras recruits UAF1 to nuclear foci.  
  (A) Fluorescence confocal microscopy showing the subcellular localization of UAF1-GFP and 
RFP-E2, when coexpressed with the E1 constructs described in Fig. 4.7A. Nuclei were stained with DAPI. 
(B) Subcellular localization of UAF1-GFP, as observed in (A), was quantified and categorized as 



























































and E2 were counted. The number of counted cells is indicated above the graph and is representative of 
three independent experiments. 
  
4.3.4.6 The PHLPP1-E1 chimera facilitates HPV DNA replication 
The results described above suggest that P1 is functionally similar to E1 N40 in 
regard to its capacity to bind UAF1. We reasoned that if the function of N40 during the 
HPV life cycle were to essentially recruit the UAF1-USP complex to the viral DNA, the 
fusion of the peptide P1 to E1Δ could rescue viral DNA replication. We performed a 
luciferase-based HPV DNA replication assay using increasing quantities of plasmids 
encoding E1Δ or the P1-E1Δ chimeras. To better illustrate the extent of the replication 
activity of these E1 proteins, the replication signal is reported as a percentage of the 
usual E1 WT levels (Fig. 4.9A). As previously published, E1Δ-mediated replication 
increased in a dose-dependent manner and reached a plateau at approximately 20% of 
E1 WT activity. Strikingly, fusion of P1 WT to E1Δ led to an important rescue of its 
replication capacity, with a maximal replication of about 45% of E1 WT levels. This is 
in agreement with the hypothesis that artificial recruitment of UAF1 through the fusion 
of an ectopic UBP to E1Δ is sufficient to restore UAF1-binding and rescue HPV DNA 
replication. Importantly, the VE aa substitution greatly reduced the capacity of the 
chimera to rescue HPV DNA replication. The replication levels of P1VE-E1Δ reached a 
plateau at approximately 30% of E1 WT levels. The magnitude of the rescue phenotype 
correlated with the capacity of the chimeric proteins to interact with UAF1 and 
relocalize it to nuclear foci. Specifically, P1VE-E1Δ partially retained its interaction with 
UAF1 and exhibited an intermediate phenotype in UAF1 foci formation experiments. 






Figure 4.9 P1 fusion to E1Δ facilitates HPV DNA replication in a UAF1-dependent 
manner 
(A) DNA replication activities of different E1 constructs using a gradient of E1 expression vectors 
(2.5, 5, 20, 25 and 50 ng). Replication activity is reported as a percentage of the maximal signal obtained 
with E1 WT (not shown). An unpaired two-tailed Student’s t test was used to compare differences 
between E1Δ and P1VE-E1Δ  (* p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.005) or E1Δ and P1WT-E1Δ (# p<0.05, ## 
p<0.01, ### p<0.005). (B-C) HPV DNA replication levels of the different E1 proteins in cells expressing a 
gradient of USP1-CI (B) or USP46-CI (C). Cells cotransfected with the empty RFP vector were used as a 
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negative control (-). DNA replication activity is reported as a percentage of the signal obtained with the 
negative control. For A-C, each value represents the average of three independent experiments, each 
performed in triplicate, with standard deviations presented as error bars. 
  
To further validate that the rescue phenotype of the chimeric P1WT-E1Δ is UAF1-
binding dependent, we aimed to inhibit UAF1 function and observe its effect on the 
replication capacity of the fusion proteins. In another study, we showed that an 
important role of UAF1 during HPV DNA replication is to recruit deubiquitinating 
enzymes to the viral replisome, namely USP1, USP12 and/or USP46. Overexpression of 
catalytically inactive versions of any of these USPs (or catalytically inactive [USP-CI]) 
was also found to lead to a reduction of HPV DNA replication. This prompted us to test 
if P1WT-E1Δ-mediated replication would be sensitive to overexpression of the USPs-CI, 
as would be expected if the rescue phenotype were brought about by the recruitment of 
the UAF1-USP complex. To do so, we repeated the HPV DNA replication assay using 
the various E1 constructs in combination with increasing amounts of USP1-CI or 
USP46-CI, the two most potent inhibitors. As expected, E1 WT-mediated DNA 
replication was inhibited by approximately 65% by USP1-CI and 35% by USP46-CI 
(Fig. 4.9B-C). E1Δ was only marginally affected by USP1-CI and USP46-CI 
overexpression. Similarly to E1 WT, P1WT-E1Δ-mediated DNA replication was 
inhibited by USP1-CI and USP46-CI overexpression. The P1VE-E1Δ protein was also 
partially affected by overexpression of USP1-CI or USP46-CI, in agreement with the 
fact that it partially recruits the UAF1-USP complex. In the case of USP1-CI, however, 
this inhibition was significantly weaker than with P1WT-E1Δ, an observation consistent 
with the fact that the VE mutation reduces the efficiency of USP recruitment. A 
statistical analysis of these results is provided in Table 4.1.  Overall, these results 
support the notion that the rescued replication activity of P1WT-E1Δ is UAF1-binding 




Table 4.1 Statistical analysis of inhibitory activity of USP-CI  
	  	   USP1-­‐CI	   USP46-­‐CI	  
E1	  WT	  vs	  E1Δ	  	  	  	   p	  <	  0.001	   p	  <	  0.05	  
P1WT-­‐E1Δ	  vs	  E1Δ	  	  	  	   p	  <	  0.001	   p	  <	  0.01	  
P1VE-­‐E1Δ	  vs	  E1Δ	  	  	  	   p	  <	  0.05	   p	  <	  0.01	  
	   	   	  E1	  WT	  vs	  P1WT-­‐E1Δ	  	  	  	   n.s.	   n.s.	  
P1VE-­‐E1Δ	  vs	  P1WT-­‐E1Δ	  	  	  	   p	  <	  0.01	   n.s.	  
An unpaired two-tailed Student’s t test was used to evaluate differences between various constructs at the 
the highest dose of USP-CI, as presented in figure 4.9B-C 
4.3.5  Discussion 
The HPV E1-UAF1 interaction is essential for optimal viral DNA replication and is 
mediated through a short N-terminal UAF1-binding peptide (UBP), referred to as N40 
(7, 20). We presented in another study that the E1-UAF1 interaction leads to the 
recruitment of a deubiquitinase complex containing a subset of ubiquitin-specific 
proteases (USPs), namely USP1, USP12 and USP46, whose enzymatic activities are 
required for HPV DNA replication (Lehoux et al., personal communication). Here, we 
present the discovery of a novel family of UAF1-binding proteins named PHLPP that 
encode, like E1, their own UBP. A large-scale proteomic study previously detected these 
UAF1-PHLPP interactions in HEK cells, but never directly validated them (25). This 
PHLPP family of phosphatases comprises the two isoforms PHLPP1 and PHLPP2 that 
have been recently shown to dephosphorylate a common set of substrates, such as the 
kinases Akt and PKC (3). They have been implicated as tumor suppressor molecules 
important for the control of proliferation and survival in normal and cancer cells. 
Interestingly, some recent reports implicated the enzymes USP1 and USP46 as 
regulators of PHLPP1 stability (21, 29).  
In the present paper, we show that E1 and PHLPP1 interactions with UAF1 are 
mutually exclusive. A PHLPP1-derived peptide comprising the aa 1027-1126 and 
encoding the minimal UBP, referred to as P1, is sufficient to interact with UAF1 and 
USP46. Our data also suggest that the PHLPP1-USP46 interaction occurs through 
binding with UAF1 as a ternary complex. This is inconsistent with another study that 
implicated aa 1139-1172 of PHLPP1 as the minimal USP46-binding region (21); here, 
the binding domain was extrapolated from deletion analysis, but binding with the 
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minimal peptide was not confirmed. While the results presented by Li et al. are 
convincing, introduction of truncations within proteins can sometimes lead to aberrant 
folding and loss of function that could explain why we have mapped UAF1-USP46-
binding to a similar region and confirmed the interaction to occur slightly upstream of 
what was previously found. To further validate that P1 is the minimal UBP, we have 
introduced in P1 the corresponding aa substitution previously identified in N40 (VE 
mutation), and known to abrogate UAF1-binding, and observed that P1 VE failed to 
bind efficiently to UAF1 and to USP46. As expected, overexpression of P1 competed 
with the E1-UAF1 interaction, and as a result, inhibited HPV DNA replication. 
Moreover, P1 overexpression affects specifically HPV DNA replication, since it does 
not impair cell proliferation or expression of the luciferase reporter alone.  
In addition, construction of a PHLPP1-E1 chimeric protein (P1WT-E1Δ), by 
swapping the UBPs of E1 and PHLPP1, rescued the capacity of a truncated E1 molecule 
to interact with UAF1 and USP46. We thus demonstrate that E1 and PHLPP1 UBPs are 
functionally equivalent in regard to UAF1 interaction and recruitment of the associated 
USPs. Moreover, P1WT-E1Δ had a restored capacity to relocalize UAF1 into E1-E2-
containing nuclear foci. Interestingly, P1VE-E1Δ showed an intermediate phenotype with 
residual interaction with UAF1-USP46 in coIP experiments and, accordingly, a partial 
ability to relocalize UAF1 into nuclear foci. This is also consistent with the previous 
observation that E1 VE mutant proteins still retain weak UAF1-binding (20). Strikingly, 
fusion of P1 WT to E1Δ partially rescued E1Δ-mediated HPV DNA replication, while 
P1VE-E1Δ possessed an intermediate replication phenotype. The fact that a PHLPP1-
derived peptide restores E1Δ capacity to recruit UAF1-USP and simultaneously rescues 
its DNA replication activity suggests that N40 and P1 are functionally similar. This 
strengthens the hypothesis that N40 essentially functions as a UAF1-USP recruiting 
module. This is also supported by the fact that the increased viral DNA replication 
activity of the P1WT-E1Δ chimera is specific to its capacity to interact with UAF1-USP, 
since the VE mutation that abrogates its interaction with UAF1 or overexpression of 
catalytically inactive USPs both reduced DNA replication levels. It is surprising that P1 
fusion to E1Δ does not completely rescue HPV DNA replication, since our present data 
demonstrates that the chimera likely interacts efficiently with UAF1-USP46. It is 
possible that the E1-UAF1 interaction is normally finely regulated by elements 
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contained within N40. For instance, USP1-binding to UAF1 has been shown to rely on 
the phosphorylation of key residues within USP1, in a cell cycle-dependent fashion (8, 
28). Fusion of P1 with E1 may lead to the loss of subtle and yet unknown regulatory 
mechanisms of UAF1-USP functions during HPV life cycle. Additionally, we do not 
exclude the possibility that other, and UAF1-independent, E1 regulatory elements are 
encoded within the N40 region and thus lacking in the P1-E1Δ chimera.  
Nevertheless, we suggest that an important aspect of N40 function is to mediate the 
assembly of the E1-UAF1-USP complex. The fact that E1 can substitute for PHLPP1 in 
the UAF1-USP complex, a deubiquitinase complex suggested to regulate PHLPP1 
polyubiquitination status and stability, is interesting and supports the idea that E1 itself 
could be a substrate of the UAF1-associated USPs. Overall, this study provides a proof 
of concept that the E1-UAF1 interaction is important during HPV life cycle, such that 
the artificial recruitment of UAF1 through the fusion with an ectopic UBP is sufficient 
to facilitate viral DNA replication. Our study also confirms that one of the main 
functions of the E1 N40 domain is to recruit the UAF1-USP complex and highlights the 
importance of the deubiquitinase activity during HPV life cycle. Finally, it provides 
additional evidence that the E1-UAF1 interaction is a bona fide therapeutic target whose 
inhibition would lead to reduced viral DNA replication.  
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5  Discussion 
Le domaine N-terminal de E1 est essentiel pour la réplication de l’ADN du VPH 
in vivo, mais pas in vitro, suggérant un rôle dans la régulation de l’hélicase. Les quarante 
premiers aa de E1 (N40) sont hautement conservés chez les VPH anogénitaux, sont 
importants pour le maintien du génome viral et sont essentiels pour la liaison à la 
protéine cellulaire UAF1. L’objectif des travaux présentés dans cette thèse était de 
valider directement l’importance de la protéine UAF1 au cours du cycle du VPH et de la 
réplication de son ADN plus particulièrement. Ces études avaient aussi pour but 
d’investiguer la ou les fonctions de UAF1 requises au cours du cycle réplicatif du VPH 
en s’intéressant plus spécifiquement à l’interactome de E1-UAF1. Les résultats présentés 
dans la section 2 illustrent que le défaut des protéines E1 contenant des substitutions 
d’aa les rendant défectives pour l’interaction avec UAF1 est intrinsèque. Ces mutations 
n’affectent pas la localisation de E1 ou sa capacité à s’assembler à l’ori. L’importance de 
la liaison à UAF1 a été clairement établie par l’observation que la surexpression du 
peptide N40 suffisait à interférer avec l’interaction E1-UAF1 et, incidemment, inhiber la 
réplication de l’ADN viral. Nous avons constaté que UAF1 s’associe physiquement à 
l’origine virale et est relocalisé dans des foyers nucléaires typiques de sites de synthèse 
d’ADN viral, d’une manière dépendante de l’interaction avec E1. 
Les travaux présentés dans les sections 3 et 4 nous ont permis de mieux 
comprendre la fonction de UAF1 par l’étude d’enzymes cellulaires qui s’y associent. 
Dans la section 3, nous avons décrit l’existence dans les cellules du col utérin de 
complexes binaires entre UAF1 et trois DUB : USP1, USP12 et USP46. Nous avons 
aussi découvert que E1 s’associe simultanément avec UAF1 et n’importe lequel de ces 
USP, et que ces derniers sont relocalisés au noyau par E1 et s’associent à l’ADN viral. 
Nous avons aussi déterminé que l’activité catalytique de ces USP est importante lors de 
la réplication de l’ADN viral. Finalement, nos travaux ont permis l’identification de la 
protéine PHLPP1 comme un autre partenaire d’interaction cellulaire de UAF1. PHLPP1 
possède un motif de liaison à UAF1 similaire à celui de E1. La fusion de ce peptide à 
une version tronquée de E1 n’interagissant plus avec UAF1 reconstitue partiellement son 
activité de réplication, de manière dépendante du recrutement des USP actifs. Ces 
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données soutiennent que le rôle du domaine N-terminal de E1 est principalement de 
recruter UAF1 et ses DUB associées, dont l’activité est importante pour la réplication de 
l’ADN viral. 
5.1   Réplication de l’ADN du VPH : interaction E1-UAF1 
Nos travaux antérieurs suggèrent que l’interaction E1-UAF1 est importante pour une 
réplication optimale de l’ADN viral (Cote-Martin et al., 2008). Cette interprétation est 
essentiellement basée sur l’utilisation de substitutions d’aa dans E1 qui rendent la 
protéine défective pour l’interaction avec UAF1. Les résultats de la section 2 montrent 
que la surexpression de ces mutants de E1 ne permet pas de compenser le défaut de 
réplication et ne mène pas à des niveaux de réplication similaires à la protéine de type 
sauvage ; la réplication plafonne à 25-60% des niveaux WT. Ces études démontrent que 
le défaut de ces protéines est intrinsèque, indépendant du niveau d’expression de E1 et 
n’affecte pas la localisation de la protéine. Aussi, l’importance du défaut de réplication 
de ces mutants corrèle avec la gravité du défaut d’interaction avec UAF1. Par exemple, 
le mutant VI possède une capacité d’interaction résiduelle avec UAF1 et atteint des 
niveaux de réplication de 50-60%. Au contraire, l’interaction du mutant WF avec UAF1 
est pratiquement indétectable et montre le défaut de réplication le plus important (25-
35%).  
L’introduction de substitutions dans la séquence primaire d’une protéine peut parfois 
mener à des aberrations dans son repliement ou encore à la perte de certaines fonctions 
inconnues contenues dans cette région. Les travaux présentés dans la section 2 se sont 
donc concentrés sur l’élaboration d’une stratégie pour inhiber l’interaction E1-UAF1 
dans un contexte où les protéines virales sont de type sauvage. La déplétion de UAF1 
par interférence par l’ARN s’est avérée néfaste pour la prolifération et la survie 
cellulaire, tel que présenté en section 3. La réplication du VPH exploite la machinerie 
cellulaire de réplication de l’ADN et tout traitement menant à une altération du cycle 
cellulaire peut vraisemblablement mener à une inhibition collatérale de la réplication de 
l’ADN viral. Ce phénomène est illustré par l’effet négatif qu’ont des inhibiteurs du cycle 
cellulaire sur la réplication de l’ADN du VPH (Fradet-Turcotte, Morin, et al., 2010). 
Nous avons de ce fait cherché une approche alternative pour inhiber l’interaction avec 
UAF1 sans toutefois affecter la prolifération cellulaire. Le fait que le motif de liaison à 
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UAF1 est contenu dans un court motif N-terminal de E1 nous a permis de dériver un 
peptide de E1, le peptide N40, encodant les 40 premiers résidus de E1 et conservant sa 
capacité à lier UAF1. L’introduction des substitutions d’aa en alanine préalablement 
caractérisées abolit également la capacité du peptide N40 à lier UAF1. La surexpression 
du peptide N40 mène à une inhibition dose-dépendante de la réplication de l’ADN viral, 
et ce, sans affecter la survie cellulaire, la progression du cycle cellulaire ou la synthèse 
d’ADN par la cellule. De plus, les peptides mutants (WF, VE ou VI) n’ont pas d’effet 
sur la réplication de l’ADN viral, suggérant que le potentiel inhibiteur du peptide est 
dépendant de sa capacité à lier UAF1. 
UAF1 est relocalisé du cytoplasme au noyau en présence de E1, un phénomène 
dépendant du NLS de E1 (Cote-Martin et al., 2008). Ce mécanisme de translocation 
nucléaire de UAF1 est similaire à celui identifié pour USP1 qui, grâce à ses propres 
NLS, relocalise UAF1 au noyau (Garcia-Santisteban et al., 2012). Nos travaux présentés 
à la section 2 ont permis d’étudier la localisation de UAF1 dans un contexte similaire à 
celui de la réplication de l’ADN viral. En présence de E1 et E2, nous avons déterminé 
que UAF1 était non seulement relocalisé au noyau, mais qu’il s’assemblait aussi dans 
des foyers nucléaires contenant E1. Ces compartiments nucléaires ont précédemment été 
décrits comme des sites de réplication active de l’ADN viral colocalisant avec de 
multiples protéines de l’hôte impliquées dans la synthèse de l’ADN et montrant 
également une incorporation active de nucléotides (section 1.3.4). En outre, nos 
expériences d’immunoprécipitation de la chromatine ont déterminé que UAF1 est 
physiquement associé à l’ADN viral. Cette relocalisation à l’origine dépend également 
de l’intégrité du motif de liaison à UAF1 contenu dans le N-terminal de E1. La 
surexpression du peptide N40 suffit aussi à exclure UAF1 du réplisome viral. Nous 
avons toutefois observé que l’inhibition de l’interaction E1-UAF1, soit par l’introduction 
de mutations dans E1 ou par la surexpression du peptide N40, n’affecte pas l’assemblage 
de E1 sur l’origine virale. Ces données suggèrent que l’interaction E1-UAF1 n’est pas 
requise pour la liaison de E1 à l’ADN. En comparaison, l’introduction de substitutions 
dans le domaine OBD ou ATPase empêche la formation du pré-réplisome (ori-E1-E2) 
sur le génome viral. L’importance du domaine ATPase pour l’association à l’ori suggère 
que les expériences de ChIP détectent principalement la forme oligomérisée de E1, dont 
l’assemblage est dépendant de l’ATP. Ceci est cohérent avec l’observation antérieure 
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que la liaison de E1 à l’ori, in vitro, requiert un domaine ATPase fonctionnel (Titolo et 
al., 2000). Ainsi, on peut conclure que l’interaction E1-UAF1 n’est pas requise pour 
l’hexamérisation de l’hélicase virale, puisque l’inhibition de l’interaction n’affecte pas la 
liaison de E1 à l’ori, tel que détecté par ChIP. La fonction de UAF1 au cours du cycle 
viral est donc vraisemblablement requise à une étape post-assemblage du pré-réplisome 
E1-E2-Ori et postérieure à l’oligomérisation de E1. 
5.2   Relation structure-fonction du motif de liaison à UAF1 
Dans l’objectif de mieux comprendre la fonction de UAF1 au cours du cycle viral, le 
domaine de liaison à UAF1 (UBP, UAF1-binding peptie) a été étudié en soi. Il est à 
noter que la région minimale de E1 du VPH31 requise pour l’interaction avec UAF1 est 
contenue à l’intérieur des résidus 10-40. La plupart de nos travaux utilisent toutefois un 
peptide légèrement plus long (1-40). Des analyses in silico de la structure secondaire 
prédisent qu’une bonne partie du domaine N-terminal est intrinsèquement désordonné 
(Morin et al., 2011). Des peptides dérivés du N-terminal de E1 ont été purifiés et leur 
structure caractérisée par résonance magnétique nucléaire (RMN) bidimensionnelle (voir 
section 2). Le peptide N40 a été analysé, ainsi qu’un peptide un peu plus long incluant 
les aa 1-83 (N83). La dispersion très limitée des déplacements chimiques, conjointement 
avec la presque parfaite superposition des spectres RMN des peptides N40 et N83, 
suggère que ces peptides sont non-structurés en solution. En outre, des analyses 
approfondies de l’effet Overhauser ont été effectuées. L’effet Overhauser représente 
l’interaction magnétique dipôle-dipôle entre deux noyaux avoisinant. Cet effet étant 
relatif à la proximité entre deux noyaux, il est possible de calculer les distances 
internucléaires et d’inférer si le peptide adopte une structure secondaire favorisant ces 
noyaux proximaux. Ces analyses ont établi que le domaine N-terminal ne présente aucun 
effet Overhauser à moyen ou long terme, soutenant l’hypothèse que cette région est 
intrinsèquement désordonnée. Nous avons déjà démontré que le peptide N83 est prédit 
pour contenir une hélice amphipathique similaire à celle de p53 et de VP16 (Morin et al., 
2011). L’hélice de ces deux dernières protéines se replie suite à la liaison à leur 
partenaire d’interaction, la sous-unité Tfb1 du facteur général de transcription TFIIH. Il 
est probable que le domaine N-terminal de E1, qui est désordonné en solution, adopte 
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une structure secondaire suite à sa liaison à d’autres protéines, comme UAF1, par un 
mécanisme de repliement induit par la liaison (folding-upon binding). 
Une autre particularité intéressante du domaine N40 est sa charge négative élevée. 
La présence d’un nombre important de résidus aspartate et glutamate (composition en 
résidus D+E > 21%) lui confère un point isoélectrique très bas (pI = 3,1). Notons 
également que le domaine de liaison à UAF1 encodé dans PHLPP1, P1, possède lui 
aussi une charge négative importante avec un pI de 4,4. En plus de partager des 
homologies de séquence, les prédictions de désordre suggèrent que les UBPs dérivés de 
E1 et de PHLPP1 partagent de grandes similitudes structurales (voir Figure 4.4 et 5.1). 
Les deux peptides sont prédits pour être principalement désordonnés avec un court 
domaine structuré qui englobe les résidus essentiels pour l’interaction avec UAF1. Les 
études structurales démontrent que cette région du N40 n’est néanmoins pas repliée en 
solution. Ces deux UBP semblent dont appartenir à la famille des peptides 
intrinsèquement désordonnés qui pourraient se replier suite à la liaison à UAF1. 
 
 
Figure 5.1 Prédiction de désordre des peptides UBP 
Graphique indiquant l’indice de désordre de chaque résidu des peptides P1 et N40 obtenu à l’aide 
de l’algorithme metaPrDOS. Un indice supérieur à 0,5 (ligne pointillée) indique un résidu considéré 
comme désordonné. La séquence primaire de chaque peptide est indiquée sous le graphique. Les 
substitutions connues pour abolir l’interaction avec UAF1 sont indiquées par un rectangle gris. Les deux 
séquences sont positionnées pour aligner les résidus VE de chaque peptide. 
 
 L’analyse in silico du peptide permet aussi d’identifier certains sites de 
phosphorylation présomptifs à l’intérieur du N40. Selon les prédictions, la sérine S33 est 
AFSDNGLDSDDEEPIEGVFTNGSRVEVEVDIHCSRAKEKEKQQHLLQVPAEASDEGIVISANEDEPGLPRKADFSAVGTIGRRRANGSVAPQERSHNVIE 
MADPAGTDGEGTGCNGWFYVEAVIDRQTGDNISEDENEDS 





























celle dont la phosphorylation est la plus probable et elle se situe dans un site consensus 
de phosphorylation par CKII (SxxD/E). Puisqu’il a déjà été établi que la phosphorylation 
de USP1 est requise pour son association avec UAF1, nous avons vérifié si la 
phosphorylation de S33 était nécessaire pour la réplication de l’ADN. Nos travaux ont 
démontré que la substitution de ce résidu en alanine n’affecte pas la réplication de 
l’ADN viral (voir Figure 5.2), et ne reconstitue donc pas le défaut des variants de E1 
défectifs pour l’interaction avec UAF1. La phosphorylation de S33 n’est de ce fait pas 
requise pour la réplication transitoire de l’ADN viral, suggérant que cette modification 
n’affecte pas l’interaction de E1 avec UAF1. L’existence d’autres modifications post-
traductionnelles à l’intérieur de l’UBP de E1 demeure un sujet à investiguer. 
 
Figure 5.2 Effet de la substitution S33A sur la réplication de l’ADN viral 
Le site présomptif de phosphorylation par CKII, S33, n’est pas requis pour la réplication transitoire de 
l’ADN viral. Un gradient des plasmides encodant les protéines E1, WT ou S33A, a été transfecté dans les 
C33A, conjointement avec les vecteurs encodant E2, l’ori et la Rluc. Les signaux de la luciférase ont été 
mesurés 72 h post-transfection à l’aide de l’essai Dual-Glo lucifeferase assay de Promega. Chaque point 
représente la moyenne et l’écart-type de deux expériences indépendantes, effectuées chaque fois en 
triplicata. Ces expériences ont été réalisées par Michaël Lehoux et Claudia M D’abramo. 
 
Finalement, un autre élément particulier du domaine N-terminal de E1 est la 
présence d’un site de clivage par les caspases 3 et 7 (DxxD). Tel que mentionné 





































la réplication transitoire de l’ADN viral ou pour le maintien du génome (Moody et al., 
2007; Morin et al., 2011). Par contre, le clivage du N-terminal par les caspases est 
essentiel pour l’amplification du génome viral. Le clivage par les caspases lors de la 
différenciation mène à la perte des 49 aa N-terminaux de E1, incluant l’UBP. On peut en 
conclure que la liaison à UAF1 n’est pas requise pour l’amplification, une possibilité qui 
est cohérente avec l’observation que les génomes mutants (WF, VE ou VI) sont défectifs 
pour le maintien de l’épisome, mais parviennent à amplifier efficacement l’ADN viral 
suite à l’induction de la différenciation (Cote-Martin et al., 2008). Ainsi, lors de la 
transition entre l’étape de maintien et d’amplification du génome, il y a aussi transition 
entre un mécanisme de réplication dépendant de la liaison à UAF1 à un autre qui est 
indépendant de cette interaction. Ce fait peut être expliqué par deux hypothèses, soient : 
1) la liaison à UAF1 est non-essentielle pour l’amplification ou 2) la liaison à UAF1 est 
nuisible à l’amplification du génome. La mutation du site de clivage ou l’inhibition des 
caspases, occasionnant la rétention de l’UBP, inhibent l’amplification du génome, 
pouvant soutenir la deuxième hypothèse. Il est toutefois envisageable que d’autres 
éléments contenus dans les 49 résidus N-terminaux soient néfastes à la réplication. Ceci 
est d’ailleurs illustré par le fait que la délétion des 71 premiers acides aminés de E1 du 
VPH11  augmente sa capacité à lier l’ADN in vitro (Titolo et al., 2000). La liaison 
différentielle de UAF1 en fonction de l’étape du cycle viral fournit certaines pistes quant 
à sa fonction lors de la réplication virale ; ces modèles sont discutés dans les pages 
suivantes. 
5.3   Recrutement d’un complexe à activité déubiquitinase 
Les travaux présentés précédemment démontrent que UAF1 est recruté à l’origine 
via le domaine N40 de E1, un domaine intrinsèquement désordonné. Il est possible que 
le domaine N40 puisse interagir avec de multiples partenaires de manière simultanée ou 
mutuellement exclusive. Ceci est particulièrement commun pour les virus qui doivent 
concentrer leurs fonctions dans un génome de taille réduite et encodent souvent des 
protéines hautement multifonctionnelles. De plus, la littérature sur les domaines 
intrinsèquement désordonnés suggère qu’ils sont souvent apparus au cours de 




UAF1 ne possède aucun domaine catalytique per se et accomplit probablement sa 
fonction via l’interaction avec d’autres protéines. Afin d’élucider si l’interaction E1-
UAF1 est réellement pertinente fonctionnellement, les partenaires d’interaction de 
UAF1 ont donc été investigués. Des interactions ont été détectées entre UAF1 et les 
DUB USP1, USP12 et USP46, et ont été présentées dans la section 3. Également, une 
interaction entre UAF1 et la phosphatase PHLPP1 a été décrite dans la section 4. 
L’ensemble de ces interactions a été cartographié dans nos travaux, ou par d’autres 
laboratoires (Cohn et al., 2007), et les domaines impliqués sont résumés dans la 
Figure 5.3. Sommairement, toutes les interactions requièrent une région assez longue de 
UAF1, possiblement parce que la structure tertiaire de cette protéine est complexe et est 
facilement altérée par l’introduction de troncations. Cependant, tous les partenaires de 
UAF1 requièrent au moins le domaine N-terminal incluant les motifs WD40. La 
structure β-propeller de UAF1 est donc vraisemblablement une plate-forme d’interaction 
avec l’ensemble des protéines associées. La liaison de UAF1 avec les USP est conservée 
dans l’évolution chez tous les eucaryotes jusqu’à S. cerevisiae. Les protéines Duf1, 
Ubp9 et Ubp13 sont respectivement les orthologues chez la levure de UAF1, USP12 et 
USP46. Aucune protéine homologue à USP1 ne semble exister, ce qui est cohérent avec 
l’inexistence de la voie de l’anémie de Fanconi dans cet organisme. En outre, il existe un 
orthologue de PHLPP1, nommé Cyr1, qui possède une activité phosphatase combinée à 
une fonction adénylate cyclase (Brognard & Newton, 2008). Aucune interaction de 




Figure 5.3 Identification des domaines requis pour les interactions entre UAF1 et 
ses partenaires 
A) Représentation des domaines de UAF1 requis pour l’interaction avec E1, PHLPP1 et les USP 
(USP1, USP12 et USP46). Les interactions E1-UAF1 et PHLPP1-UAF1 sont mutuellement exclusives. 
B) Localisation des peptides de liaison à UAF1 (UBP), N40 et P1, à l’intérieur des protéines E1 et 
PHLPP1, respectivement. Le schéma n’est pas à l’échelle. 
 
Les interactions E1-UAF1 et PHLPP1-E1 sont mutuellement exclusives, établissant 
que PHLPP1 n’est pas recruté par E1 au réplisome viral. Nous nous sommes donc 
principalement intéressés aux interactions de UAF1 avec les DUB. E1 et UAF1 peuvent 
s’assembler avec n’importe lequel des trois USP. Des substitutions discrètes d’acides 
aminés dans E1 affectent simultanément sa capacité à lier UAF1 et les USP. UAF1 et les 
trois USP sont connues pour interagir directement sous forme complexes binaires de 
façon endogène. Certaines données non publiées montrent aussi que la surexpression de 
UAF1 facilite l’interaction E1-USP, suggérant que UAF1 joue le rôle d’une protéine 
adaptatrice pour l’assemblage de ce complexe. Toutes ces données supportent un modèle 
selon lequel E1 s’associe avec UAF1 et les USP sous forme d’un complexe ternaire. De 
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noyau, argumentant en faveur de l’existence de ce complexe in vivo. Des expériences 
supplémentaires seront utiles afin de complètement valider l’existence de ce complexe 
ternaire, par opposition la possibilité que des complexes binaires E1-UAF1 et E1-USP 
puissent exister. Des co-immunoprécipitations inverses ou séquentielles seraient utiles à 
cette fin. 
L’interaction E1-USP conduit aussi au recrutement des USP sur l’origine virale, un 
processus qui est dépendant de la capacité de E1 à interagir avec UAF1. La 
surexpression de versions catalytiquement inactives de n’importe lequel des USP mène à 
une inhibition dose-dépendante de la réplication de l’ADN viral. Au contraire, ces USP-
CI n’ont pas d’effet sur la réplication de l’ADN par des protéines E1 défectives pour 
l’interaction avec UAF1, soit possédant une délétion de l’UBP (E1Δ, aa 40-629) ou 
issue du VPB1. En outre, l’inhibition de la réplication observée avec les USP-CI 
rappelle le niveau de réduction de la réplication observé lors de la mutation ou la 
délétion de l’UBP de E1 (environ 70% d’inhibition). Ainsi, l’inactivation des USP 
reconstitue le défaut de réplication observé avec les variants de la protéine E1 incapables 
d’interagir avec UAF1. Ce phénotype non additif suggère que UAF1 et les USP 
travaillent de concert. Ce résultat supporte l’hypothèse que la fonction principale de 
UAF1, et du domaine N40 de E1, est de recruter les USP actifs à l’origine virale.  
Nos tentatives d’inactiver la fonction des USP en utilisant une approche 
d’interférence par l’ARN se sont avérées infructueuses. Effectivement, les cellules 
exprimant des shRNA contre USP1, USP12 ou USP46 montrent des défauts de 
prolifération et de survie cellulaire. Un phénotype similaire est obtenu lors de la 
régulation négative de UAF1. Il n’est pas surprenant d’observer un tel effet lors de 
l’inactivation de UAF1 ou de USP1, puisque des souris transgéniques possédant une 
délétion pour l’un de ces gènes meurent à l’état embryonnaire ou périnatal. La disparité 
observée entre l’effet de la surexpression des USP-CI et des shRNA est toutefois 
intrigante. Une possibilité est que ces USP accomplissent des fonctions biologiques qui 
sont indépendantes de leur activité enzymatique et qui ne sont donc pas neutralisées par 
la mutation de la cystéine catalytique, mais qui sont abolies par la diminution de 
l’expression par shRNA. Un tel mécanisme est connu pour certaines DUB dont OTUB1 
qui régule négativement l’ubiquitination de la chromatine en réponse aux bris de 
l’ADN db de manière indépendante de son activité catalytique (Nakada et al., 2010). 
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Une autre explication est que la surexpression des DUB mutantes ne génère pas un effet 
dominant négatif à l’égard de toutes leurs fonctions. Il est envisageable que la mutation 
du site catalytique et/ou la fusion à la RFP empêchent les USP de former certains 
complexes ou de parvenir à une localisation subcellulaire particulière requise pour 
certaines de leurs activités. Ainsi, ces protéines de fusion seraient moins efficaces pour 
compétitionner certaines activités des USP endogènes. Finalement, il est possible que les 
USP endogènes toujours présents dans les cellules exprimant les USP-CI, mais absents 
dans le contexte des shRNA, suffisent à atténuer l’effet négatif sur la prolifération et la 
survie cellulaire. 
L’efficacité d’inhibition de chacun des USP-CI est variable en fonction de la nature 
de l’USP. La surexpression de USP1-CI s’est avérée la plus efficace pour inhiber la 
réplication de l’ADN viral. Étonnamment, c’est aussi la construction la moins bien 
exprimée. Parmi les trois USP, c’est cependant la seule protéine connue à encoder un 
NLS et à être naturellement localisée au noyau, le compartiment cellulaire où la 
duplication de l’ADN du VPH se produit. Cette caractéristique pourrait expliquer son 
potentiel inhibiteur supérieur. Parmi les trois USP, celui ou ceux qui sont véritablement 
pertinents pour le cycle réplicatif du virus restent à déterminer. L’inexistence 
d’inhibiteurs efficaces contre les USP et le manque de spécificité des anticorps 
présentement disponibles commercialement limitent nos recherches dans cette direction. 
L’interaction E1-UAF1 semble clairement importante pour la réplication optimale de 
l’ADN viral, mais n’est pas strictement essentielle. L’inhibition totale de l’interaction 
par la délétion des 40 aa N-terminaux de E1 réduit la réplication à environ 30% sans 
toutefois complètement l’abolir. Une réduction identique de la réplication est observée 
lors de l’utilisation des USP-CI. Aussi, les génomes contenant les mutations de liaison à 
UAF1 dans l’ORF de E1 sont défectifs pour le maintien de l’épisome, mais parviennent 
tout de même à amplifier l’ADN lorsque les kératinocytes entrent en différenciation 
(Cote-Martin et al., 2008). Ce phénotype suggère que UAF1 ne joue pas un rôle 
obligatoire pour la réplication virale, comme c’est le cas pour les ADN polymérase par 
exemple, mais augmente de manière importante l’efficacité de la synthèse de l’ADN soit 
en promouvant directement l’activité réplicative ou en inhibant des mécanismes 
cellulaires de restriction. Ces possibilités sont discutées en détails dans les prochaines 
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pages. Globalement, ces travaux démontrent que l’activité des DUB associées à UAF1 
est requise pour la réplication optimale de l’ADN viral. 
5.4   Étude d’un UBP dérivé de PHLPP1 
Les études protéomiques présentées dans la section 4 ont permis l’identification 
de PHLPP1 comme partenaire d’interaction de UAF1. Il a été démontré précédemment 
que PHLPP1, comme E1, s’associe à USP1, USP12 et USP46 (Gangula & Maddika, 
2013; Li et al., 2013; Zhiqiang et al., 2012). Nous démontrons dans cette thèse que ces 
interactions dépendent de UAF1 probablement via la formation d’un complexe ternaire 
E1-UAF1-USP. Des résultats complémentaires présentés dans l’annexe 1 établissent 
qu’un complexe ternaire similaire avec PHLPP1 existe et requiert UAF1 comme 
protéine adaptatrice. Ces travaux ont aussi mené à la découverte du domaine contenu 
dans PHLPP1 nécessaire pour l’interaction avec UAF1. Ce nouvel UBP, nommé P1, est 
homologue au peptide N40 dans sa séquence primaire, ses propriétés physicochimiques 
et sa structure secondaire prédite (voir section 5.2). Ces similitudes, et le fait que 
PHLPP1 forme un complexe ternaire avec UAF1 et les USP, argumentent aussi en 
faveur de l’existence in vivo d’un complexe ternaire E1-UAF1-USP. Le peptide P1 s’est 
avéré un outil avantageux pour étudier la fonction de UAF1, et de ses DUB associées, au 
cours du cycle viral. 
En parfaite cohérence avec les similitudes des peptides N40 et P1, les 
interactions de E1 et de PHLPP1 avec UAF1 sont mutuellement exclusives. La 
surexpression du peptide P1 mène à l’inhibition spécifique et dose-dépendante de la 
réplication de l’ADN viral. Ce phénotype est en tout point identique à celui observé lors 
de l’expression de N40 (section 2). Aussi, la substitution dans P1 des résidus VE en 
alanines abolit sa capacité à interagir avec UAF1 et annule son potentiel inhibiteur de la 
réplication. Puisque le peptide P1 est suffisant pour permettre l’interaction avec UAF1 et 
les USP, nous avons utilisé ce peptide pour générer des protéines chimériques avec des 
variants de E1 possédant un délétion du N40 (E1Δ), défectifs pour l’interaction avec 
UAF1 et pour la réplication du génome viral. La fusion du peptide P1 à E1Δ restaure 
complètement la capacité de ces protéines à lier UAF1 et USP46, ainsi qu’à recruter 
UAF1 dans les foyers nucléaires. De surcroît, ces chimères ont une activité de 
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réplication améliorée en comparaison aux protéines tronquées, suggérant que le 
recrutement artificiel du complexe UAF1-USP remplace partiellement la fonction du 
domaine N40. En faveur de cet argument, l’introduction de la substitution VE dans le 
peptide P1 de la chimère réduit son activité de réplication. Les protéines chimériques 
développent aussi une sensibilité à l’expression des USP-CI lors de la réplication de 
l’ADN, suggérant que leur activité augmentée dépend de la fonction des USP.  
Nonobstant une excellente capacité d’interaction de la protéine chimérique avec 
UAF1 et USP46, la restauration de l’activité de réplication n’est que partielle. Ce 
résultat suggère que le peptide P1 n’imite pas parfaitement la fonction de N40. Une 
possibilité, déjà mentionnée précédemment, est que le peptide N40 accomplit des 
fonctions additionnelles indépendantes du recrutement de UAF1. La nature 
intrinsèquement désordonnée de ce motif permet aux régions N-terminales des différents 
monomères de E1 constituant le double hexamère d’exister sous forme d’un ensemble 
de conformations dynamiques, un contexte permettant au N40 de posséder une élasticité 
dans ses fonctions ou interactions potentielles. Il est également possible que l’interaction 
E1-UAF1 soit normalement transitoire et/ou dynamique lors de la réplication et que la 
régulation de cette interaction nécessite une modulation fine par d’autres éléments 
encodés dans le N40, via des modifications post-traductionnelles par exemple. Donc, la 
substitution du N40 par un UBP liant constitutivement UAF1 mène peut-être à la perte 
de cette subtilité dans la régulation de l’interaction.  
Globalement, les résultats présentés dans la section 4 suggèrent que les peptides 
P1 et N40 sont fonctionnellement équivalents en ce qui a trait à leur capacité de recruter 
le complexe UAF1-USP. De plus, ces données soutiennent que la fonction du N40 est 
essentiellement de recruter ces USP sur l’ADN viral. 
5.5   Fonction du complexe E1-UAF1-USP 
L’importance pour la réplication de l’ADN viral de l’interaction E1-UAF1 et de 
l’activité des DUB associées a été clairement démontrée dans cette thèse. D’autre part, 
l’activité phosphatase de PHLPP1, pouvant aussi s’associer à UAF1, ne semble pas être 
requise pour la réplication de l’ADN viral. En effet, l’interaction E1-UAF1 est 
incompatible avec l’interaction PHLPP1-UAF1, donc PHLPP1 n’est vraisemblablement 
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pas associé à la machinerie de réplication de l’ADN viral. Nous avons aussi envisagé la 
possibilité que l’interaction E1-UAF1 puisse plutôt servir à exclure PHLPP1 du 
réplisome, une phosphatase qui pourrait représenter un facteur de restriction de la 
réplication virale. Cette possibilité est peu plausible, étant donnée la localisation 
cytoplasmique de PHLPP1 qui est incompatible avec un effet sur la réplication virale se 
déroulant dans le noyau (Annexe 2A). En outre, la surexpression de la protéine PHLLP1 
ne montre aucun effet inhibiteur sur la réplication de l’ADN viral (Annexe 2B). 
Finalement, le faible niveau d’expression de E1 dans les cellules basales qui 
maintiennent l’épisome est peu conciliable avec une fonction de séquestration d’un 
facteur cellulaire.  
Le mécanisme exact par lequel ce complexe de déubiquitination contribue à la 
réplication de l’ADN au cours du maintien du génome viral demeure néanmoins 
incertain. Les travaux présentés dans cette thèse, lorsque mis en contexte avec les 
données connues dans la littérature, soulèvent deux questions principales : 
1) Quelle fonction du complexe UAF1-USP est requise lors de la réplication 
transitoire de l’ADN et le maintien du génome viral ? Autrement dit, quelle est la nature 
des substrats de ces DUB, qui sont probablement localisés proximalement à l’origine de 
réplication ? 
2) À quelle fin le motif UBP doit-il être clivé par les caspases pour permettre la 
transition du maintien à l’amplification du génome ? La principale, sinon la seule, 
fonction connue du domaine UBP étant le recrutement de UAF1-USP, il est possible de 
spéculer que l’évincement de ce complexe est l’une des résultantes principales de cet 
événement de clivage. 
Certaines possibilités et modèles sont proposés pour répondre à ces questions 





Figure 5.4 Fonction du complexe E1-UAF1-USP (modèle) 
Modèle illustrant différents substrats potentiels du complexe UAF1-USP sur l’ADN viral. L’hélicase 
E1 pourrait être un substrat de UAF1-USP et permettre d’inhiber la dégradation de E1 et de réguler le 
désassemblage du double hexamère (centre, modèle 1). USP12 et USP46 sont connus pour déubiquitiner 
les histones H2A et H2B. La forme monoubiquitinée des histones induit souvent une condensation de la 
chromatine qui pourrait constituer un obstacle à la progression de la fourche de réplication (à gauche, 
modèle 2). Finalement, le complexe UAF1-USP1 pourrait inhiber le recrutement des polymérases 
translésionnelles (pol. TLS) et de la machinerie de recombinaison homologue via la déubiquitination de 
PCNA et FANCD2/FANCI (D2/I), respectivement. L’inactivation de ces voies de réponse aux dommages 
à l’ADN pourrait être nécessaire pour atténuer les effets antiprolifératifs sur la cellule infectée induits par 
E1, et ainsi promouvoir le maintien de l’épisome viral qui requiert un cycle cellulaire normal (à droite, 
modèle 3). 
5.5.1  Modèle 1 : Stabilisation du réplisome viral 
L’une des fonctions les plus connues de l’ubiquitination consiste en la 
polyubiquitination de type K48 d’une protéine pour son ciblage et sa dégradation par le 
protéasome. La littérature abonde d’exemples où des DUB sont impliquées dans la 
réversion de cette modification et la stabilisation des protéines en question. USP1, 
USP12 et USP46 ont récemment été proposés être engagés dans de tels processus de 
stabilisation. Les protéines ID sont par exemple stabilisées par le complexe UAF1-USP1 















PHLPP1 soit déubiquitiné et stabilisé par le complexe UAF1-USP est intéressant. Les 
interactions mutuellement exclusives de E1 et de PHLPP1 avec UAF1, ainsi que 
l’homologie des UBP contenus dans ces deux protéines, suggèrent que ces protéines 
forment un complexe ternaire similaire avec UAF1 et les USP. On peut prédire que si E1 
remplace la position naturellement occupée par PHLPP1 dans le complexe de 
déubiquitination, la protéine virale puisse être en soi un substrat des USP.  
L’ubiquitination de E1 du VPH et la régulation de sa stabilité par le protéasome 
n’ont jamais été observées. Un tel processus est toutefois connu pour E1 du VPB1. En 
effet, l’hélicase virale du bovin est polyubiquitinée, possiblement par APC, et dégradée 
par le protéasome lorsqu’en présence de E2 et de l’origine (Malcles et al., 2002; Mechali 
et al., 2004). Ceci suggère que l’abondance de E1 est régulée par l’ubiquitination dans le 
contexte de la réplication de l’ADN viral pour le VPB1. Notons que la modulation de la 
stabilité de E1 du VPB1  doit néanmoins être indépendante de UAF1, puisque 
l’interaction avec ce facteur est limitée aux protéines E1 issues des génotypes 
anogénitaux humains. D’autres hélicases à ADN sont régulées par des mécanismes 
similaires. Notamment, certaines sous-unités de l’hélicase cellulaire MCM sont 
dégradées par le protéasome. La sous-unité MCM7 est polyubiquitinée sur la chromatine 
lors de la phase S, un processus présumé contrôler le désassemblage graduel des 
complexes MCM au fil de la progression des fourches de réplication (Buchsbaum et al., 
2007). La régulation du chargement et du déchargement de l’hélicase cellulaire est 
essentielle à la réplication et à la stabilité génomique. Par exemple, la protéine INT6 
inhibe la dégradation de MCM7 et évite le désassemblage prématuré de l’hélicase 
pouvant induire un arrêt de la fourche de réplication et des dommages à l’ADN. MCM3 
est une autre sous-unité de l’hélicase cellulaire à être polyubiquitinée et dégradée par le 
protéasome (Cheng et al., 2002). Contrairement à MCM7, MCM3 est polyubiquitiné 
immédiatement suite à sa synthèse et non pas dans le contexte de l’hexamère, suggérant 
que l’ubiquitination de cette sous-unité sert à réguler en amont l’assemblage de 
l’hélicase et non son déchargement de l’ADN. Les DUB régulent aussi la fonction de 
l’hélicase cellulaire. MCM forme un complexe ternaire avec USP7 et MCM-BP, et ces 
derniers sont requis pour le désassemblage de MCM (Jagannathan et al., 2014; 
Jagannathan et al., 2012; Nishiyama et al., 2011). La déplétion de USP7 occasionne une 
augmentation de l’abondance de l’hélicase sur l’ADN, un phénomène associé à un 
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ralentissement de la prolifération cellulaire. Des incidences d’ubiquitination non-
dégradative de l’hélicase cellulaire MCM ont aussi déjà été détectées et seraient 
également envisageables pour E1 (Kim et al., 2011). 
L’ubiquitination potentielle de E1 du VPH pourrait servir à réguler l’activité de 
l’hélicase virale à une étape post-initiation de la réplication, par exemple pour le 
contrôle du désassemblage du double hexamère. On sait aussi que l’abondance de E1 
lors du maintien est très faible, reflétant une expression réduite et/ou une instabilité 
élevée. Le maintien, qui requiert l’interaction avec UAF1, pourrait donc nécessiter la 
stabilisation de E1 suite à son oligomérisation afin d’assurer un niveau minimal de 
réplication de l’ADN et d’éviter le désassemblage de l’hélicase suite à son licenciement. 
Le clivage du domaine N40 par les caspases lors de l’amplification du génome suggère 
que la déubiquitination de E1 serait alors non-requise. Ceci pourrait être expliqué par le 
niveau d’expression supérieur de E1, induite par l’activation du promoteur tardif. Son 
turnover serait alors plus élevé, puisque non stabilisé par les USP, et E1 pourrait 
augmenter le nombre d’événements de ré-initiation favorisant une réplication maximale 
du génome.  
Le recrutement du complexe UAF1-USP pourrait aussi être impliqué dans la 
stabilisation d’autres composantes du réplisome, soit des protéines cellulaire ou virales. 
La protéine virale E2 est aussi présente à l’ori lors de l’assemblage du pré-réplisome et 
doit être évincée pour permettre l’oligomérisation de l’hélicase et l’initiation de la 
réplication. E2 est une protéine instable (demi-vie d’environ 60 min) dont l’abondance 
est régulée par la polyubiquitination (Gagnon et al., 2009). Il est possible que la 
dégradation de E2 par le protéasome puisse moduler le licenciement du réplisome et 
qu’une dégradation inopportune de E2 soit néfaste pour la synthèse d’ADN. Nos 
expériences préliminaires ne semblent toutefois pas indiquer d’effet de UAF1 sur le 
niveau d’expression de E2 (résultats non présentés), mais davantage de travaux sont 
requis pour formellement exclure cette possibilité. 
L’hypothèse d’un rôle de UAF1 dans la régulation de la stabilité est intéressante 
dans une perspective plus globale. L’existence de motifs favorisant l’instabilité, ou « 
dégrons », a été rapportée à l’intérieur de plusieurs protéines. Ces régions sont souvent 
impliquées dans le recrutement des E3 ubiquitine-ligases responsables de la 
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polyubiquitination de la protéine en question. Nous rapportons ici que le motif UBP 
pourrait jouer un rôle contraire et agir comme un module de recrutement d’un complexe 
de stabilisation UAF1-USP. Dans ce modèle, c’est la protéine UAF1 qui joue un rôle de 
cofacteur pour l’activité des USP, mais aussi de sous-unités d’échafaudage requises pour 
la reconnaissance du substrat à déubiquitiner. L’architecture de ce complexe est très 
similaire à celle observée dans le cas des E3 ubiquitine-ligases de type SCF où les 
protéines F-box jouent un rôle homologue à UAF1 et recrutent le substrat via leur 
domaine WD40 (voir Figure 5.5). 
 
Figure 5.5 Modèle de UAF1 agissant comme une sous-unité de reconnaissance de 
substrats 
(A) Représentation schématique de β-TrCP, la E3 ubiquitine-ligase prototypique de la famille 
SCF. La sous-unité F-box est une protéine d’échaffaudage qui relie les composantes E3 ubiquitine-ligase 
(SKP1, CUL1, RBX1 and UBC) au substrat, lui-même reconnu par le domaine WD40 d’une manière 
phospho (P)-dépendante. (B) Représentation schématique du complexe UAF1-USP. UAF1 lie 
simultanément une sous-unité déubiquitinase (USP1, USP12 ou USP46) via son domaine WD40 et un 
substrat ubiquitiné, tel PHLPP1 et possiblement VPH E1. 
 
5.5.2  Modèle 2 : Remodelage de la chromatine 
Les complexes UAF1-USP12 et UAF1-USP46 sont importants pour la 
déubiquitination des histones H2A et H2B monoubiquitinés (Joo et al., 2011). La 
déubiquitinaion de H2A et H2B induit un changement de topologie de la chromatine qui, 
dans certains contextes, peut favoriser l’ouverture de la chromatine (Weake & 



















Workman, 2008). Le recrutement des complexes UAF1-USP à l’origine virale pourrait 
donc servir à moduler l’état d’ubiquitination des nucléosomes voisins de la fourche de 
réplication et induire un remodelage de la chromatine favorable à la réplication de 
l’ADN du VPH. Il est d’ailleurs connu que la déubiquitination de H2A et H2B est 
importante pour la progression de la fourche de réplication cellulaire. Ainsi, la déplétion 
de USP3, une DUB connue pour déubiquitiner ces histones, induit un stress réplicatif, 
des bris db de l’ADN et l’arrêt du cycle cellulaire (Nicassio et al., 2007). Un tel 
mécanisme a été proposé pour la réplication latente de l’ADN de EBV qui recrute USP7 
à son origine. La liaison de USP7 à la protéine initiatrice EBNA1, l’homologue de E1 du 
VPH, augmente l’affinité de cette dernière pour l’ADN et favorise la déubiquitination de 
H2B sur l’ADN viral (Sarkari et al., 2009). Le remodelage de la chromatine du génome 
du VPH est aussi requis pour assurer une réplication optimale. L’interaction de la 
protéine E1 avec certains facteurs chromatiniens, l’histone H1 et l’enzyme hSNF5, est 
d’ailleurs importante pour la réplication de l’ADN viral (Lee et al., 1999; Swindle & 
Engler, 1998). Peu d’information existe à ce jour sur les mécanismes de régulation de la 
chromatine qui sont utiles à la réplication du VPH ou à l’expression de ses gènes. Le 
recrutement du complexe UAF1-USP, qui peut être considéré comme un complexe de 
remodelage de la chromatine, est une piste intéressante à étudier. Il serait aussi pertinent 
d’investiguer la distinction, du point de vue de la topologie chromatinienne, entre l’étape 
de maintien et d’amplification du génome. Le recrutement de UAF1 étant éliminé par le 
clivage dépendant des caspases lors de la différenciation cellulaire, il serait pertinent de 
vérifier l’existence de différences dans l’état de la chromatine lors de la transition vers la 
phase d’amplification du génome. 
5.5.3  Modèle 3 : Régulation des voies de réponse aux dommages à 
l’ADN 
La réponse aux dommages à l’ADN est activée suite à la détection de lésions de 
l’ADN ou d’un stress de la fourche de réplication (Deans & West, 2011; Soutoglou & 
Misteli, 2008). Différentes voies peuvent être activées afin de solutionner le problème 
qui sinon peut occasionner des aberrations génomiques irréversibles, l’arrêt du cycle 
cellulaire et l’apoptose. L’une de ces voies, celle de l’anémie de Fanconi, passe par la 
monoubiquitination de FANCD2 qui survient naturellement au cours de la phase S et en 
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réponse à certains dommages à l’ADN dont les lésions de réticulation inter-brin (ICL, 
interstrand crosslink lesions). Le recrutement de FANCD2 à l’ADN se fait de manière 
dépendante de la réplication, lors de la détection d’une perturbation de la fourche de 
réplication (Deans & West, 2011). Ces dommages sont ensuite modifiés par la nucléase 
FAN1, ou d’autres nucléases, qui est présumée convertir la lésion de réticulation en un 
dommage de type cassure db. Le complexe MRN détecte le dommage et, conjointement 
avec l’induction de ATM, active la machinerie de recombinaison homologue. Cette 
activation s’accompagne de l’association de BRCA1 et de la recombinase RAD51. La 
voie de l’anémie de Fanconi favorise ainsi la réparation par la recombinaison homologue 
(Adamo et al., 2010; Pace et al., 2010) et permet une réparation de grande fidélité, 
contrairement à la recombinaison non-homologue par jonction des extrémités (NHEJ, 
non-homologous end joining) (Adamo et al., 2010; Pace et al., 2010). Parallèlement, le 
stress réplicatif peut causer la monoubiquitination de PCNA et induire le recrutement 
des polymérases translésionnelles dont l’activité est potentiellement mutagénique 
(Moldovan et al., 2007).  
Le complexe UAF1-USP1 est connu pour réguler négativement les voies de 
réponse aux dommages à l’ADN de l’anémie de Fanconi et de la synthèse 
translésionnelle de l’ADN. La réversion de l’ubiquitination de PCNA et de FANCD2 est 
une réaction catalysée par le complexe UAF1-USP1, établissant une régulation 
coordonnée des voies de recombinaison homologue et de synthèse translésionnelle 
(Nakanishi et al., 2005; Yang et al., 2011). D’ailleurs, les souris transgéniques possédant 
une délétion du gène UAF1 ou USP1 montrent non seulement une hypersensibilité aux 
génotoxines, mais aussi des défauts de recombinaison méiotique lors de la 
spermatogénèse, menant à la stérilité de l’animal. La déplétion du complexe UAF1-
USP1 mène donc à une inactivation de la voie de l’anémie de Fanconi et à l’inhibition 
de la recombinaison homologue caractérisée par une activation constitutive de FANCD2 
et sa séquestration sur la chromatine. La délétion chez la souris de FANCD2 per se 
occasionne un défaut identique à la délétion de UAF1 ou USP1 (Garcia-Higuera et al., 
2001; Houghtaling et al., 2003; Murai et al., 2011). 
La simple surexpression de E1 est suffisante pour induire une activation des 
voies de réponse aux dommages à l’ADN qui est concomitante avec une inhibition de la 
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prolifération cellulaire (résumé dans la section 1.3.4) (Fradet-Turcotte et al., 2011; 
Sakakibara et al., 2011). Pourtant, le maintien de l’épisome viral se fait de manière 
coordonnée avec le cycle cellulaire et requiert la division active des cellules basales. Un 
arrêt du cycle cellulaire serait donc incompatible avec le cycle réplicatif du VPH. On 
observe que l’activation de la réponse aux dommages est minimale dans les cellules 
infectées non différenciées et n’est exacerbée que lors de la différenciation et de l’entrée 
dans la phase d’amplification du génome. Différents mécanismes ont été proposés pour 
expliquer l’atténuation de la réponse aux dommages dans les cellules maintenant 
l’épisome. Premièrement, l’expression de E1 par le promoteur précoce est très faible 
dans les cellules basales. Ensuite, Fradet-Turcotte et al. ont démontré que l’export 
nucléaire de E1 est important pour le maintien de l’épisome et la réduction de la réponse 
aux dommages (Fradet-Turcotte et al., 2011; Fradet-Turcotte, Moody, et al., 2010). 
Nous proposons ici un mécanisme supplémentaire impliquant le recrutement de UAF1-
USP1 et menant à l’inactivation des facteurs de réponse aux dommages afin de 
promouvoir la réplication de l’ADN viral. D’autres virus utilisent des mécanismes 
similaires pour assurer leur réplication. Par exemple, les adénovirus dégradent le 
complexe MRN qui sinon inhibe leur cycle réplicatif (Carson et al., 2003; Stracker et al., 
2002). La nature des facteurs inactivés par le complexe E1-UAF1-USP reste à 
déterminer mais pourrait inclure les substrats connus des USP et impliqués dans la 
réparation de l’ADN, tels FANCD2, PCNA et les histones H2A (Garcia-Santisteban et 
al., 2013; Joo et al., 2011; Panier & Durocher, 2009). 
La déubiquitination de PCNA par UAF1-USP1 pourrait aussi servir à éviter le 
recrutement des polymérases translésionnelles, suite à un stress de la fourche de 
réplication virale, et assurer la duplication fidèle du génome viral. C’est justement un 
mécanisme employé par EBV qui encode sa propre DUB, BPLF1, et inhibe ainsi 
l’ubiquitination de PCNA et le recrutement des polymérases translésionnelles 
(Whitehurst et al., 2012). L’utilité de ce processus pour EBV n’est toutefois pas 
clairement établie. Si cette hypothèse est fondée, on pourrait s’attendre à ce que 
l’inhibition de l’activité du complexe UAF1-USP1 favorise le recrutement des 
polymérases translésionnelles, un aspect qui serait intéressant à investiguer. La 
réplication de l’ADN du VPH est sensible à certaines toxines affectant la progression de 
la fourche de réplication telles l’aphidicoline, un inhibiteur des ADN polymérases α et δ, 
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et l’hydroxyurée (Fradet-Turcotte, Morin, et al., 2010; Lehoux et al., 2012). Notons 
qu’un variant de E1 défectif pour l’interaction avec UAF1 est moins sensible à ces 
inhibiteurs et indique que ces protéines possèdent des mécanismes de synthèse 
translésionnelle (voir Annexe 3). Ce phénomène pourrait être expliqué par l’absence de 
UAF1 qui permettrait le recrutement des polymérases atypiques par PCNA. Une telle 
réplication aurait un potentiel mutagénique plus élevé défavorable au cycle viral, un 
autre élément qu’il serait intéressant de vérifier. 
La situation est radicalement différente lors de l’amplification du génome viral 
où l’inhibition des voies de dommages à l’ADN n’est pas requise. Ceci n’est pas 
surprenant puisque la réplication devient « aléatoire », c’est-à-dire qu’elle n’est plus 
synchronisée avec le cycle cellulaire. La différenciation des cellules infectées coïncide 
aussi avec une activation massive des voies de réparation des dommages, dont la 
phosphorylation de ATM, Chk2, BRCA1 et NBS1 (Gillespie et al., 2012; Moody & 
Laimins, 2009). L’activation de ATM est d’ailleurs essentielle à l’amplification du 
génome viral. Le génome viral colocalise avec plusieurs facteurs de réparation incluant 
γH2AX, 53BP1, p-ATM, p-Chk2, RAD51 et BRCA1 (Gillespie et al., 2012; Sakakibara, 
Chen, Jang, et al., 2013; Sakakibara, Chen, & McBride, 2013). Ces foyers nucléaires 
contiennent aussi les protéines PCNA et RPA32, suggérant que ce sont des sites actifs de 
synthèse d’ADN. L’activation de ces voies lors de la transition vers la phase végétative 
du cycle viral est probablement modulée en partie par la surexpression de E7 qui induit 
directement l’activation de FANCD2 (Spardy et al., 2007). Les facteurs RAD51 et 
BRCA1 sont des marqueurs typiques de la recombinaison homologue. Plusieurs études 
suggèrent que cette voie pourrait être impliquée au cours de la réplication de l’ADN 
pour l’amplification virale (résumé dans (Sakakibara, Chen, & McBride, 2013)). La 
détection dans les cellules différenciées de fourches de réplication typiques d’une 
réplication unidirectionnelle (Burnett et al., 1989; Flores & Lambert, 1997) et la 
présence d’ADN viral multimérique sont en accord avec cette hypothèse (Dasgupta et 
al., 1992). Les génomes produits seraient ainsi sous forme concatémérique et 
nécessiteraient la machinerie de recombinaison homologue pour recirculariser l’ADN 
viral et permettre son encapsidation. La réplication dépendante de la recombinaison 
homologue a l’avantage d’être de haute fidélité et ne requiert pas les facteurs de 
licenciement des origines de réplication normales (Costes & Lambert, 2012; Lydeard et 
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al., 2010). D’autres virus à ADN sont connus pour nécessiter ces facteurs. La déplétion 
de RAD51, par exemple, inhibe la réplication de EBV et de SV40 (Boichuk et al., 2010; 
Kudoh et al., 2009) et la réplication du virus de l’herpes simplex 1 est dépendante de la 
recombinaison et passe par des intermédiaires concatémériques (Lo Piano et al., 2011; 
Weller & Coen, 2012). Pour le VPH, la déplétion de NBS1, ou l’inhibition du complexe 
MRN par l’inhibiteur Mirin, a été rapportée réduire l’amplification du génome viral 
(communication personnelle de C. Moody, 2013). Il est aussi possible que lors de 
l’amplification du génome viral, la réplication soutenue de l’ADN induise un plus grand 
stress sur la fourche réplicative. Le recrutement du complexe MRN, de RAD51 et de 
FANCD2 assure dans certains contextes l’intégrité du réplisome cellulaire et réduit le 
stress réplicatif nécessaire à la synthèse efficace du génome (Costes & Lambert, 2012; 
Schlacher et al., 2012). Ces facteurs pourraient donc protéger la fourche de réplication 
virale de manière indépendante de la présence de dommages. 
Nous proposons que l’activation de la voie de recombinaison homologue est 
requise pour l’amplification du génome viral et nécessite l’inhibition du complexe 
UAF1-USP1 qui normalement prévient leur activation. Le complexe UAF1-USP1 est 
probablement évincé du réplisome viral par l’action des caspases qui clivent le domaine 
UBP de E1. L’activité des caspases, induite par l’action de E7 et de ATM, et l’intégrité 
du site de clivage dans E1 sont toutes deux essentielles à l’amplification du génome. Ce 
mécanisme pourrait permettre l’association à l’ADN viral de facteurs de la machinerie 
de recombinaison homologue par l’action concertée du complexe MRN et de RAD51 et 
promouvoir la transition vers un mode de réplication unidirectionnel de l’ADN. Le 
recrutement de la machinerie de recombinaison homologue pourrait passer par 
l’ubiquitination de FANCD2 sur l’ADN viral. Paradoxalement, Hoskins et al. ont 
proposé que l’inactivation de la voie de l’anémie de Fanconi, telle que par la déplétion 
de FANCD2, augmente la réplication du génome du VPH. Leurs travaux établissent 
clairement toutefois que l’expression de shRNA contre FANCD2 induit la surexpression 
de E7 et l’hyperplasie des cellules. Elle mène également à un défaut de différenciation 
cellulaire caractérisé par un phénotype s’apparentant aux cellules basales avec une 
expression des marqueurs des cellules souches K14 et ΔNp63. La réplication de l’ADN 
viral dans ces cellules dédifférenciées s’effectue donc vraisemblablement selon un mode 
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de réplication synchronisé avec le cycle cellulaire qui expliquerait l’effet néfaste de 




Figure 5.6 Transition d’un mode de réplication bidirectionnel à un mode unidirectionnel (modèle) 
Lors du maintien du génome viral dans les cellules basales (gauche), la protéine E1 interagit avec 
UAF1-USP via son domaine N40 et inhibe la réponse aux dommages à l’ADN qui pourrait interférer avec 
la progression normale du cycle cellulaire et la synthèse de l’ADN viral. La réplication est alors ordonnée, 
i.e. synchronisée avec la division cellulaire, et bidirectionnelle. Lors de la différenciation cellulaire, 
l’activation du promoteur tardif mène à la surexpression de E1 et E7 qui induisent l’activation de ATM. 
L’activation de la voie ATM favorise l’activation des caspases qui reconnaissent un site consensus de 
clivage dans E1 et tronquent cette protéine immédiatement après le domaine N40. La perte du domaine 
N40 mène au relargage du complexe UAF1-USP. L’activation intensifiée des voies de réponse aux 
dommages à l’ADN et la perte de régulation par UAF1 mènent au recrutement de la machinerie de 
recombinaison homologue permettant la réplication unidirectionnelle et aléatoire (non dépendante du 
cycle cellulaire) de l’ADN viral pour l’amplification du génome (à droite). 
 
 On peut donc envisager un mécanisme en deux étapes. Lors du maintien du 
génome viral, l’ADN serait répliqué bidirectionnellement et nécessiterait l’inhibition par 
UAF1-USP1 des voies de réparation de l’ADN qui inhiberait le cycle cellulaire et/ou 
entraverait la fidélité de la réplication (Fig. 5.6). Ensuite, lors de la différenciation 
cellulaire, la surexpression de E1 et de E7 activerait davantage les voies de réponse aux 
dommages à l’ADN. Les caspases seraient alors activées et induiraient le clivage du 
domaine N-terminal de E1, ainsi que le relargage du complexe UAF1-USP1, et 
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enclencheraient ainsi la transition vers un mode de réplication unidirectionnel nécessaire 
à l’amplification du génome. Ce mode de réplication impliquerait la production de 
concatémères nécessitant la maturation par la machinerie de recombinaison homologue, 




6  Conclusion et perspectives 
Les travaux présentés dans cette thèse démontrent que la protéine E1 du VPH 
contient un motif UBP essentiel à l’interaction avec UAF1 et à la réplication optimale de 
l’ADN viral. Nos résultats suggèrent aussi que la principale fonction de ce motif, et du 
recrutement de UAF1, est de promouvoir le recrutement d’un complexe de 
déubiquitination comportant l’un des trois USP suivants : USP1, USP12 et USP46. E1 
s’assemble donc vraisemblablement en un complexe ternaire E1-UAF1-USP sur 
l’origine virale de réplication. En outre, l’activité enzymatique de ces USP est 
importante pour la réplication de l’ADN viral. L’inactivation des USP génère un défaut 
de réplication similaire à l’inhibition de l’interaction E1-UAF1. Inversement, la fusion 
d’un peptide UBP dérivé de PHLPP1 avec une protéine E1 dépourvue de son N-terminal 
génère une protéine chimérique compétente pour l’interaction avec UAF1-USP et 
fonctionnelle pour la relocalisation de UAF1 dans des foyers nucléaires. Ces chimères 
restaurent aussi de manière importante la capacité de E1 à répliquer l’ADN du VPH. Ces 
résultats supportent l’hypothèse que le domaine N40 de E1 a pour principale fonction 
d’agir comme module de recrutement du complexe UAF1-USP, dont l’activité 
déubiquitinase est requise pour la réplication de l’ADN viral.  
Les modèles présentés dans les pages précédentes proposent des mécanismes à 
l’implication de l’activité UAF1-USP au cours du cycle viral. Ces modèles ne sont pas 
mutuellement exclusifs, mais permettent d’ouvrir de nouvelles avenues de recherche 
pour les travaux futurs. L’existence de certaines preuves expérimentales nouvelles, 
démontrant l’importance de l’inhibition des facteurs de réparation de l’ADN lors du 
maintien du génome et suggérant une réplication dépendante de la recombinaison 
homologue lors de l’amplification, rend intéressante l’investigation du rôle que pourrait 
y jouer UAF1. Ces travaux devraient débuter par la validation que la réponse aux 
dommages à l’ADN est inactivée par UAF1 dans le contexte du cycle viral et que 
l’activité de recombinaison homologue est requise pour la réplication végétative. La 
validité de la prémisse stipulant que le clivage par les caspases induit l’évincement du 
complexe UAF1-USP reste également à valider.  
Globalement, nos travaux suggèrent ainsi que l’inhibition du recrutement ou de 
l’activité des USP associés à E1-UAF1 est une cible thérapeutique prometteuse pour 
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interférer avec la réplication de l’ADN viral. Cette stratégie antivirale présenterait 
certainement un intérêt pour le traitement des hyperplasies associées aux VPH à bas-
risque, comme les condylomes ou les papillomatoses respiratoires récurrentes, et 
potentiellement des lésions pré-cancéreuses associées aux génotypes oncogéniques. 
L’inhibition d’interaction protéine-protéine est devenue au fil des ans une approche 
thérapeutique intéressante pour le développement d’inhibiteurs pharmacologiques. Le 
ciblage de l’interaction E1-UAF1 pourrait constituer une stratégie fructueuse. La 
réduction de la réplication de l’ADN du VPH suite à la surexpression du N40 constitue 
déjà une preuve de concept que cette avenue pourrait fonctionner. Nous avons établi que 
la liaison du N40 à UAF1 utilise vraisemblablement un mécanisme de repliement induit 
par la liaison. Le passage d’un état désordonné à un état structuré est défavorisé d’un 
point de vue thermodynamique. Le coût entropique élevé de ce genre d’interaction fait 
souvent en sorte que ces interactions sont de faible affinité ou utilisent des interfaces 
extensives avec de multiples points de contacts de faible affinité. Ces interactions sont 
donc souvent considérées comme des cibles idéales avec un fort potentiel à être inhibées 
(Dyson & Wright, 2005). La faisabilité de l’utilisation des voies de l’ubiquitination 
comme cibles thérapeutiques a aussi été largement étudiée. Certains inhibiteur de E3 
ubiquitine-ligases sont présentement sous études cliniques (Fulda et al., 2012). Le 
développement d’inhibiteurs contre les DUB est cependant une approche qui en est à ses 
balbutiements, mais qui démontre un potentiel certain dans des essais pré-cliniques 
(Edelmann et al., 2011; Mattern et al., 2012).  
L’ubiquitination joue un rôle central dans la réparation des dommages à l’ADN et 
l’inactivation pharmacologique de certaines DUB constitue aussi une approche 
intéressante pour moduler ces voies (Jackson & Durocher, 2013; Ulrich & Walden, 
2010). Le traitement des cancers utilise fréquemment des molécules génotoxiques afin 
d’induire des dommages à l’ADN et mener à l’apoptose des cellules à division rapide. 
Ces cellules développent souvent de la résistance aux thérapies par l’exploitation des 
voies de réponse aux dommages à l’ADN. Ainsi, l’inactivation de certaines DUB qui 
régulent ces voies pourrait constituer une méthode attirante pour contourner le 
développement de la chimio-résistance des cellules tumorales. USP1 est un candidat 
potentiel pour cibler les voies de réparation des dommages à l’ADN et son inhibition 
sensibilise effectivement les cellules à des agents génotoxiques (Oestergaard et al., 
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2007). Certains inhibiteurs de USP1 ont d’ailleurs été identifiés et montrent une action 
synergique avec l’utilisation de la cisplatine dans le traitement de certaines cellules 
tumorales du poumon in vitro (Chen et al., 2011). D’autre molécules plus efficaces sont 
présentement en développement et font l’objet d’une protection par un brevet (D'Andrea, 
2007; Mistry et al., 2013). 
Nos travaux se situent aussi dans un contexte beaucoup plus large et permettent 
d’élucider certaines caractéristiques de la protéine cellulaire UAF1, dont la fonction 
endogène demeure mal caractérisée. Bien que nos travaux ne se soient pas beaucoup 
attardés à la fonction endogène de PHLPP1, nous avons observé que cette phosphatase 
forme un complexe ternaire avec UAF1 et les USP. La dérégulation de l’expression de 
PHLPP1 a été observée dans plusieurs cancers et cette phosphatase a été proposée 
comme étant un nouveau suppresseur de tumeur. Inversement, dans certains contextes 
pathologiques, dont le diabète et les lésions ischémiques cérébrales et cardiaques, 
l’activité PHLPP1 mène à une déphosphorylation exagérée de Akt qui est néfaste pour la 
survie cellulaire (Andreozzi et al., 2011; Aviv & Kirshenbaum, 2010; Chen et al., 2013; 
Miyamoto et al., 2010). Le développement d’approches pharmacologiques pour inhiber 
ou augmenter l’activité de PHLPP1, notamment via le ciblage des USP associés à 
UAF1, présente un intérêt thérapeutique certain qui est le sujet de travaux actuels (Chen 
et al., 2011; D'Andrea, 2007; Sierecki et al., 2010). Nos recherches mettent en lumière 
une meilleure compréhension de l’architecture du complexe PHLPP1-UAF1-USP et 
fournissent des outils, dont le peptide N40, permettant d’interférer avec l’assemblage de 
ce complexe. Ce savoir et ces outils seront utiles à l’approfondissement de nos 
connaissances sur la fonction endogène de PHLPP1 et son potentiel comme cible 
thérapeutique. En outre, la réplication de l’ADN du VPH, qui dépend de manière 
exhaustive des facteurs de réplication de l’hôte, constitue un modèle d’étude 
exceptionnel pour l’investigation de la réplication de l’ADN cellulaire. L’observation 
que la déplétion de UAF1 ou des USP induit un arrêt du cycle cellulaire est évocateur de 
l’importance de ces protéines dans les fonctions cellulaires normales. Il sera intéressant 
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8  Annexes 
 
 
Note : J’ai planifié et effectué toutes les expériences présentées dans cette section. 
Dr Jacques Archambault a supervisé le projet et apporté des commentaires 








































































PHLPP1 s’assemble sous forme d’un complexe ternaire avec UAF1 et USP46. A) CoIP de 
HA-PHLPP1 avec 3F-UAF1 et RFP-USP46. Les cellules ont été transfectées avec les plasmides 
indiquées, récoltées 48 h post-transfection et les extraits cellulaires cellulaires soumis à un 
immunoprécipition par l’anticorps anti-HA. Le mutant de PHLPP1 possédant une délétion de son domaine 
C-terminal (Δ, aa 1-1106) ou la version catalytiquement inactive de USP46 (mut) ont été utilisés comme 
contrôle. Les immunoprécipités ont été analysés avec des anticorps contre RFP (pour USP46), Flag (pour 
UAF1) et HA (pour PHLPP1). On constate que l’interaction PHLPP1-USP46 est dépendante de UAF1, 
puisqu’elle est abolie par la délétion du domaine C-terminal de PHLPP1 impliqué dans la liaison à UAF1 
ou en absence de UAF1 co-transfecté. De plus, l’activité catalytique de USP46 n’est pas requise pour 
l’interaction.  B) CoIP séquentielle du complexe ternaire. Les cellules ont été transfectées avec les 
plasmides encodant 3F-UAF1, HA-PHLPP1 et RFP-USP46, et  récoltées 48 h post-transfection. En 
premier lieu, UAF1 a été immunoprécipité en utilisant un anticorps contre Flag, en présence ou en absence 
d’une solution bloquante contenant le peptide 3F comme contrôle de spécificité. Les immunoprécipités on 
ensuite été élués par trois élutions successives avec le peptide 3F. Les éluats combinés ont ensuite été 
soumis à une deuxième immunoprécipitation en utilisant soit un anticorps contre HA (pour PHLPP1) ou 
contre RFP (USP46). Dans tous les cas où le peptide 3F a été omis, les trois protéines ont été retrouvées 
co-enrichies dans l’immunoprécipité final. Globalement, ces données suggèrent que UAF1, PHLPP1 et 












 PHLPP1 n’agit pas comme un facteur de restriction de la réplication de l’ADN viral. 
A) Localisation subcellulaire de PHLPP1-GFP en présence (+3F-E1) ou en absence (+3F) de E1. Les 
noyaux sont colorés au DAPI. B) Effet de la surexpression d’un gradient d’un vecteur YFP (Ctl), du 
peptide N40 ou de la protéine PHLPP1 sur la réplication transitoire de l’ADN viral. Seule la surexpression 













































Sensibilité de la réplication de l’ADN aux inhibiteurs de la fourche de réplication. Essai de 
réplication de l’ADN du VPH en présence d’un gradient d’hydroxyurée (HU) ou d’aphidicoline (Aphi). 
Les cellules ont été transfectées avec les vecteurs encodant E1, WT ou WF, et les plasmides encodant E2 
et l’origine de réplication. L’activité de réplication est représentée sous la forme d’un pourcentage du 
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